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En el medio acuático, se puede encontrar una gran variedad de especies de virus 
infecciosos para el ser humano, denominados “virus entéricos” que normalmente se 
transmiten vía fecal-oral. Tras su vertido al medio, estos virus pueden sobrevivir 
durante semanas o meses en la columna de agua o asociados a la materia particulada, 
acumulándose en los sedimentos. Una consecuencia de este hecho, es que los moluscos 
obtenidos de zonas polucionadas, pueden estar contaminados con virus entéricos, 
constituyendo un riesgo potencial para la salud del consumidor.
La detección de virus entéricos a partir de tejidos de moluscos, debido a la baja 
concentración en que en ellos aparecen las partículas virales, implica la extracción y 
concentración viral y la amplificación del ácido nucleico mediante RT-PCR. Se hace así 
necesario, la elección de unos métodos de extracción y amplificación que presenten una 
alta especificidad y sensibilidad. La utilización de kits comerciales favorecería la 
estandarización necesaria de los métodos de detección de estos virus, entre los 
laboratorios a nivel mundial.
Los resultados obtenidos con los kits de RT-PCR evaluados en este estudio 
mostraron diferencias en la amplificación del RNA de HAV. La mayor sensibilidad 
(0,2-1 ufp/l) se obtuvo con el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (lo que se 
correspondería aproximadamente con 10-50 partículas físicas por microlitro). Este límte 
de sensibilidad fue entre 10 y 250 veces mayor que con el procedimiento normalmente 
empleado en nuestro laboratorio y con el kit Ready-to-GoTM RT-PCR Beads y de entre 
unas 100 a 2500 veces con otros kits evaluados.
Con resepcto a los kits comerciales de extracción de RNA, los resultados mostraron 
que tanto el Total Quick RNA Cells & Tissues (en sus dos versiones mini y maxi) 
(Talent), como el RNeasy® Plant Mini Kit y RNeasy® Maxi Kit, presentaron mejores 
eficacias de extracción que el protocolo habitual usado de rutina en el laboratorio, 
siendo el Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini el más efectivo con un límite 
de detección de 0,1-1 ufp/mg de tejido digestivo de mejillón (equivalente a 5-50 
partículas físicas por miligramo). 
La adecuada selección de los cebadores es otro de los pasos más importantes para 
lograr una sensibilidad y la especificidad adecuadas, particularmente en casos en los que 
existe heterogeneidad entre las cepas virales. De las parejas de cebadores evaluadas para 
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la detección de HAV, la pareja que mostró la mayor sensibilidad fue la 
HAV240/HAV68 con un rango entre 0,02 y 1 ufp/l o g de hepatopáncreas siendo ésta 
un logaritmo más sensible que la obtenida con la pareja de cebadores HAVp3 y 
HAVp4. En cuanto a la detección de AsV, la mejor sensibilidad se encontró con la 
pareja de cebadores A1/A2 (0,1-1 ufp/l o g de hepatopáncreas), mostrándo una 
diferencia en sensibilidad mayor de 3 logaritmos en relación con la pareja AV15/AV12. 
En base a estos resultados se seleccionaron para el empleo en la detección de virus 
entéricos en nuestro laboratorio los kits comerciales Total Quick RNA Cells & Tissues 
versión mini para la extracción de RNA a partir de muestras de tejido digestivo de 
moluscos y el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR System para la retrotranscripción y 
amplificación del RNA viral, así como la pareja de cebadores HAV240/HAV68 para la 
detección de HAV y A1/A2 para la detección de AsV.  
La Unión Europea, establece una serie de controles para los moluscos destinados a 
consumo humano y sus áreas de producción que están basados en indicadores 
bacterianos de contaminación fecal, específicamente E. coli. Según estos controles, los 
moluscos que presenten más de 230 E. coli por cada 100 g de carne de molusco y 
líquido intervalvar, deben sufrir procesos de depuración, reubicación en aguas limpias o 
tratamientos por calor antes de ser destinados a consumo humano. Sin embargo, muchos 
estudios demuestran que los controles actuales no garantizan que las muestras que 
cumplen los criterios establecidos, estén libres de contaminación viral. Entre los 
indicadores alternativos propuestos, los bacteriófagos RNA F+ fueron los que 
acapararon una mayor atención ya que comparten muchas propiedades físicas y 
genómicas con los virus entéricos de interés.
Para determinar la prevalencia de los virus entéricos en moluscos, se realizó un 
estudio de la contaminación viral (HAV y AsV) que presentaban diversas especies de 
moluscos bivalvos, tanto cultivados como silvestres, procedentes de la Ría de Vigo 
durante un período de 3 años mediante técnicas convencionales de RT-PCR y RT-PCR 
a tiempo real (rRT-PCR). Además, en un conjunto de muestras pertenecientes al año 
2005 se amplió la detección a un mayor número de especies virales. Así mismo, y con 
el fin de establecer la validez de los indicadores, se determinaron las cantidades de E. 
coli y bacteriófagos RNA F+ presentes en las muestras.
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Los resultados mostraron que del total de las muestras, prácticamente la mitad 
presentó contaminación por alguno de los virus estudiados, detectándose coexistencia 
de ambos virus en una misma muestra. Por otro lado, se observó una mayor 
contaminación en las muestras silvestres (57,6%) que en las cultivadas (54,4%). La 
mayor contaminación de las muestras silvestres está probablemente relacionada con la 
situación de los puntos de muestreo en la costa, donde la influencia de la contaminación 
antropogénica es mayor. HAV fue el virus que presentó una mayor prevalencia, 
encontrándose en el 44,3% de las muestras estudiadas.
En las muestras en las que se amplió el número de especies virales analizados, 
pertenecientes al año 2005, se observó que el porcentaje de muestras contaminadas por, 
al menos uno de los virus de estudio, ascendió hasta el 63,4% encontrándose una mayor 
contaminación, al igual que en el caso anterior, en las muestras silvestres. El virus que 
se  detectó en un mayor número de estas muestras fue el genogrupo II de NoV, que 
presentó un claro patrón estacional no encontrándose en los meses cálidos del año, 
seguido de EV, AsV, NoV GI y RV,  y no detectándose en ninguna de ellas ni HAV ni 
AiV.
En relación con la determinación de los niveles del indicador establecido por la 
legislación, E. coli, y con los bacteriófagos RNA F+, no se encontró una correlación 
estadísticamente significativa entre los recuentos de indicadores con la presencia viral 
en las muestras. 
Por otro lado, se realizó un estudio para ver la potencialidad de los bacteriófagos 
RNA F+ como indicadores de contaminación viral en muestras de moluscos durante 
distintos tipos de depuración comercial. Los resultados de este estudio mostraron la 
pobre eliminación viral durante los procesos de depuración, encontrándose los mismos 
porcentajes de detección de HAV y NoV antes y después de la depuración (7,6% y 
1,5% respectivamente). Los resultados de los bacteriófagos RNA F+ demostraron, no 
sólo la pobre eliminación de este posible indicador viral durante el proceso depurativo 
(sólo un 63,6% de los casos estudiados cumplirían los criterios propuestos), sino una 
ausencia de correlación entre los valores de contaminación detectados en función de E. 
coli o estos bacteriófagos, con la presencia de virus.
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Así, los resultados de nuestro estudio demostraron que la depuración no asegura la 
eliminación de virus entéricos en moluscos contaminados y que el cumplimiento de los 
niveles de E. coli establecidos por ley no garantiza la ausencia de virus en los moluscos 
destinados a consumo humano. 
En las últimas décadas, en España se ha incrementado el volumen de importaciones 
realizadas desde países en desarrollo. Este incremento en las importaciones de moluscos 
conlleva un problema sanitario asociado, ya que muchas de las áreas geográficas origen 
de las importaciones son endémicas para enfermedades provocadas por virus entéricos.  
Para evitar las infecciones virales transmitidas por moluscos contaminados, todas las 
importaciones han de pasar los mismos controles que las muestras de origen europeo, 
basados en el recuento de E. coli que, como ya se ha mencionado, no garantizan la 
ausencia de virus. 
Se realizó un estudio de detección de virus entéricos en muestras de moluscos 
importados desde estas áreas geográficas. Los resultados mostraron que en más de la 
mitad de las muestras (51,6%) se encontró alguno de los virus analizados. El virus que 
mostró una mayor prevalencia fue NoV GI (32,3%), seguido de AsV (22,6%), NoV GII 
(9,7%) y HAV (6,4%). 
Los resultados de estos estudios indican la necesidad de una metodología específica 
y estandarizada, así como de estudios sistemáticos de moluscos y sus áreas de 
producción, con el fin de evaluar la magnitud real de la contaminación viral en el medio 
y su relación con la epidemiología de las enfermedades entéricas de origen viral. 
Además, se pone de manifiesto que el método más apropiado para determinar la 
contaminación vírica es por medio de la detección viral directa, y que el empleo de 
indicadores, sea cual sea la naturaleza de los mismos, es poco fiable.
Por último, los resultados pusieron también de manifiesto la necesidad de un mejor 
control microbiológico de los moluscos destinados a consumo humano, especialmente 
de los importados desde áreas donde enfermedades como la gastroenteritis vírica y la 





In the marine environment, a variety of human infecting virus species can be found. 
These viruses usually are transmitted by fecal-oral route and, are called by the generic 
name of “enteric viruses”. Enteric viruses can survive in the environment during weeks 
or months, in the water column or associated with particulate materials in the sediments. 
Thus, shellfish harvested in these polluted areas, can be contaminated with enteric 
viruses, representing a potential risk for the consumer’s health. 
Enteric viruses detection from shellfish tissues needs, due to their low 
concentration in these samples, viral extraction and concentration steps, as well as the 
amplification of nucleic acid by RT-PCR. Is therefore necessary the choice of highly 
specific and sensitive extraction and amplification methods. The use of commercial kits 
would favor the standardization of the detection methods worldwide. 
Results obtained with the RT-PCR kits tested, revealed differences in their accuracy 
to amplify the HAV RNA. The highest sensitivity (0,2-1 pfu/l) was obtained with the 
SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (which corresponds approximately to 10-50 
physical particles per microliter). This limit of sensitivity was between 10 and 250 fold 
more sensitive than the RT-PCR procedure usually employed in our laboratory and the 
kit Ready-to-GoTM RT-PCR Beads, and between 100 and 2500 fold than the  other kits 
evaluated. 
Regarding the assessment of the commercial RNA extraction kits, the results 
showed that the Kits Total Quick RNA Cells & Tissues (versions mini and maxi), 
RNeasy® Plant Mini Kit, and RNeasy® Maxi Kit yielded better results than the “in 
house” procedure, being the Total Quick RNA Cells & Tissues version mini the most 
effective with a detection limit of 0.1-1 pfu/mg of mussel tissue (5-50 particles per 
milligram).
Primer sets selection is other important step to achieve a suitable sensitivity and 
specificity, especially when there was heterogeneity among viral strains. The best 
results for HAV detection, were obtained using the primer set HAV240/HAV68 with a 
sensitivity of 0.02-0.1 pfu/l. This sensitivity was higher by 1-log than obtained with 
primer set HAVp3/HAVp4. Regarding the AsV detection, the best sensitivity was 
observed with the primer set A1/A2 (0.1-1 infectious particles/l), showing a difference 
in sensitivity greater than 3-log in relation to set AV15/AV12.
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On the basis of these results and to further studies on enteric virus detection in our 
laboratory, commercial kits Total Quick RNA Cells & Tissues version mini and 
SuperscriptTM One-Step RT-PCR System were chosen for RNA extraction and RT-PCR 
respectively. In addition, primer sets HAV240/HAV 68 and AV1/AV2 were selected for 
HAV and AsV detection.
Current EU regulations on quality of shellfish for human consumption and their 
harvesting areas are based in faecal bacterial indicators, specifically E. coli. According 
to these regulations, shellfish that present more than 230 cfu/100 g shellfish meat have 
to undergo depuration, relocation or heat treatment processes prior to be sold as fresh 
products. However, a number of studies demonstrate the inadequacy of E. coli as an 
indicator of the viral risk associated with shellfish consumption, and shellfish that had 
passed all the controls may be contaminated with enteric viruses. For these reason, has 
promped calls for investigations of alternative viral indicators. One of the most 
promising candidates was FRNA bacteriophages, due to their similarity, in physical and 
genomic characteristics, to enteric viruses.
To determine the prevalence of enteric virus, a study on the viral contamination 
(HAV and AsV) of several bivalve shellfish species from Ría de Vigo was conducted 
during almost 3 years by conventional techniques of RT-PCR and real time RT-PCR 
(rRT-PCR). In addition, a group of samples corresponding to 2005 were deeper studied 
increasing the number of viral species analyzed. Moreover, E. coli and FRNA 
bacteriophages counts were determined in order to evaluate the accuracy of these 
indicators.
The results obtained, showed that almost half of the samples were contaminated by, 
at least, one of the virus studied. Wild samples (57.6%) showed higher contamination 
values than cultured samples (54.4%). HAV was the most prevalent virus, since it was 
detected in  44.3% of the samples studied.
In 2005 samples, analyzed for more viral species, percentages of contamination 
with, at least, one virus, increased to 63.4%, observing again higher contamination in 
the wild samples. In this case, the most prevalent virus was NoV GII, followed by EV, 
AsV, NoV GI y RV. Only in NoV GII detection, a clear seasonality pattern was found. 
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No statistical correlation could be established between the numbers of any of the 
indicators studied, E. coli or FRNA bacteriophages, and the viral presence.
To evaluate the possibility of using FRNA bacteriophages as indicators of viral 
contamination, a study in commercial depuration plants was performed. Results of this 
work showed a poor viral elimination during the different commercial depuration 
processes studied, since presence of HAV and NoV was found in the same percentage 
before and after depuration (7.6% and 1.5% respectively). The FRNA bacteriophage 
counts determined, showed also a poor elimination of these microorganisms during the 
depuration processes, because only a 63.6% analyzed cases complied the proposed 
criteria. No statistical correlation between E. coli or FRNA bacteriophages counts and 
viral presence could be established.
Therefore, depuration processes do not guarantee the clearance of enteric viruses 
from contaminated shellfish and, on the other hand, regulations based in E. coli do not 
assure the absence of virus in shellfish for human consumption. 
In the last decades, mollusc imports to Spain from other geographic areas, mainly 
developing countries, have greatly increased. This fact represents a serious health 
hazard, when imports origin are endemic areas for enteric viral illnesses. To avoid this 
problem, all the imports have to meet the same quality standars than European shellfish. 
But these controls, as mentioned above, are inadequate to detect viral contamination. 
A study on viral detection in imported molluscs was done. Results showed that in 
most than a half of the samples (51.6%) at least one of the viruses studied was detected. 
The most prevalent virus was NoV GI (32.3%), followed by AsV (22.6%), NoV GII 
(9.7%) and HAV (6.4%). 
In conclusion, these studies show the need of specific and standardized 
methodology, as well as of systematic works on shellfish and their harvesting areas, 
with the aim of determining the real situation of viral contamination in the environment 
and its relationship with the epidemiology of enteric viral illnesses. In addition, it has 
been pointed out that the most appropriated method for studying the viral contamination 
is through the direct detection of the target virus, and that the use of bacterial or viral  
Resumen
12
indicators is poor accurate. Finally, these results also highlighted the need of better 
microbiological controls of molluscs for human consumption, specially when are 






La Organización de las Naciones Unidas para la Agricultura y la Alimentación 
(Food and Agriculture Organization, FAO) define a la Acuicultura como la cría o 
cultivo de organismos acuáticos con técnicas encaminadas a aumentar, por encima de 
las capacidades naturales del medio, la producción de los organismos en cuestión. 
Debido a que la creciente demanda mundial de pescado se cubre con dificultad por la 
pesca extractiva, la Acuicultura es uno de los sistemas de producción alimentaria de más 
rápido crecimiento en el mundo desde mediados del siglo XX. La mayor parte de la 
producción acuícola mundial, se consigue en países en desarrollo y, en buena medida, 
en los países de bajos ingresos y con déficit de alimentos ya que, históricamente, se 
desarrolló como una actividad rural integrada en los sistemas de explotación agrícola 
existentes. Según datos de la FAO 2006, China es el principal productor acuícola del 
mundo, con una producción de 34.429.122 Tm, de las que un 30% son moluscos y 
crustáceos. Otros países asiáticos como India, Vietnam y Tailandia se encuentran 
también entre los primeros puestos del ranking mundial (Junta Asesora de Cultivos 
Marinos, JACUMAR) (Figura 1.1). En la actualidad, estos valores siguen 
incrementándose y se estima que en el año 2030 más de la mitad de los productos que se 
consuman procederán de la Acuicultura. 
La importancia creciente de los moluscos como proteína de consumo, junto con la 
estabilización de la producción pesquera mundial, ha llevado a un desarrollo importante 
de este campo dentro de la Acuicultura. Éste desarrollo está caracterizado no sólo por la 
potenciación y mejor aplicación de la biotecnología al cultivo de estos organismos, sino 
también por un incremento de la investigación biológica en este área.
En España, a partir de la década de los noventa comienza una fuerte evolución 
industrial en materia de la acuicultura, lo que sitúa a nuestro país en el puesto 15 del 
ranking mundial de productores acuícolas, suponiendo en volumen el 3% de la 
producción mundial y el 25% de la producción europea. En general, se puede decir que 
la mayor producción acuícola española corresponde a moluscos, con un 74,5% del total 
(Figura 1.2), siendo en el año 2007 de unas 220.916 Tm, de las cuales la mayoría  
corresponde a mejillón (Mytilus galloprovincialis) cultivado en bateas flotantes (Figura 
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1.3) (JACUMAR). La producción acuícola española supuso en el 2004 un 31,12% de la 
producción pesquera española.
Figura 1.1: Producción acuícola de los 16 principales países productores a nivel mundial 
(JACUMAR)
Figura 1.2: Producción acuícola en España en el año 2007 (JACUMAR).
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Figura 1.3: Producción de mejillón en España entre 2000 y 2007 (JACUMAR).
En Galicia, la acuicultura marina está bastante desarrollada en el cultivo de especies 
de agua fría, siendo la modalidad principal la del cultivo de moluscos, sobre todo de 
mejillón. En las rías gallegas están fondeadas 3.515 bateas, de las que 3.242 están 
dedicadas al cultivo del mejillón, mientras que las restantes son de policultivos o de 
otras especies, como la ostra (Ostrea edulis) y la vieira (Pecten maximus). Existen 
también 1.190 parques de cultivo de moluscos, fundamentalmente de almeja fina
(Ruditapes decussatus), almeja babosa (Venerupis pullastra) y almeja japónica (R. 
philippinarum), 22 piscifactorías y 17 criaderos para el cultivo de peces. En el año 
2007, la acuicultura gallega alcanzó una producción de 208.208 toneladas, dominando 
el mercado español y siendo uno de los principales suministradores de los mercados 
europeos (JACUMAR).
1.2. Virología ambiental en ecosistemas marinos
La Virología ambiental como ciencia apareció hace más de 50 años, a partir de la 
detección de poliovirus en aguas contaminadas.
Durante 30 años, desde su descubrimiento en 1908, se había pensado que las 
infecciones por poliovirus se iniciaban por vía nasal, multiplicándose en el bulbo 
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olfatorio y trasladándose a través de las fibras nerviosas directamente hacia el sistema 
nervioso central (Metcalf et al., 1995). La poliomielitis fue considerada estrictamente 
una enfermedad neurotrópica, aunque no se conocía bien la naturaleza de su patogénesis 
ni el modo de transmisión. 
A finales de la década de los 30 se demostró que los virus no sólo se podían aislar a 
partir de la médula espinal, sino que se excretaban durante semanas en grandes 
cantidades a través de las heces de individuos infectados. A partir de entonces comenzó 
a considerarse como una enfermedad entérica, posiblemente transmitida por el agua 
contaminada. Durante 1940-1945 se estudió la posibilidad de transmitir la infección a 
primates mediante inoculación de concentrados de aguas residuales, demostrando así la 
presencia de partículas infecciosas en el ambiente, aunque no la vía de transmisión 
fecal-oral.
A finales de los años 40, se identificaron los coxsackievirus A y B y posteriormente 
los echovirus, que junto con poliovirus fueron reconocidos como familia. Todos los 
miembros comparten propiedades químico-físicas similares, tienen como hábitat el 
tracto intestinal humano y se encuentran regularmente en aguas contaminadas. 
Por otro lado, se han descrito importantes brotes de hepatitis víricas en diversos 
países, como el ocurrido en Nueva Delhi (India) entre Diciembre de 1955 y Enero de 
1956, que afectó a 230.000 personas. El origen de la epidemia fue la contaminación, 
seis semanas antes de la aparición del brote epidémico, del río que servía de fuente de 
abastecimiento de la planta potabilizadora de aguas para el consumo doméstico. Durante 
el período de la contaminación, el agua fue tratada con altas dosis de alúmina y 
cloración posterior para prevenir la aparición de enfermedades infecciosas de origen 
bacteriano y algunas de origen vírico, aunque no se pudo impedir la propagación de la 
hepatitis vírica. A raíz de la aparición de este brote se iniciaron estudios virológicos de 
las muestras de agua contaminada, aunque el agente etiológico no pudo ser 
caracterizado hasta años después. La transcendencia sanitaria de este brote epidémico 
estimuló el nacimiento de una nueva disciplina a finales de los años 50 del siglo pasado, 
con la creación en la India del Instituto Nacional de Investigaciones de Ingeniería y 
Medio Ambiente y, posteriormente, del grupo de Virología Ambiental del Baylor 
College of Medicine en Houston (EEUU). Desde entonces hasta ahora han ido 
apareciendo en todo el mundo grupos especializados en la investigación de la 
contaminación vírica del medio ambiente.
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1.3. Estado actual del tema
Los ecosistemas acuáticos contienen cantidades variables de virus, bacterias y 
microalgas marinas, formando parte de la comunidad planctónica microbiana. La 
concentración de virus en aguas naturales no contaminadas (aguas marinas y lagos) se 
ha estimado entre 105 y 108 partículas por mililitro (Berg et al., 1989; Børheim, 1993; 
Maranger y Bird, 1995; Pina et al., 1998). Adicionalmente en las zonas cercanas a los 
núcleos de población, el medio acuático recibe aportes de grandes concentraciones de 
virus que son excretados a través de las heces y la orina de individuos infectados, 
incluso aunque éstos sean asintomáticos. En este medio, se pueden encontrar más de 
100 especies distintas de virus infecciosos para el ser humano, que normalmente se 
transmiten vía fecal-oral y que se denominan genéricamente “virus entéricos” (Bosch, 
1986; Wyn-Jones y Sellwood, 1991). La concentración de estos virus en las aguas 
residuales puede alcanzar valores de 105 unidades formadoras de placas de lisis por litro 
(ufp/l), pudiendo llegar a ser de 1-10 ufp/l en aguas superficiales dependiendo del grado 
de contaminación fecal (Schawatzbrod, 1995).
Los procesos de tratamiento de aguas residuales sólo presentan una eficacia parcial 
en la eliminación viral (Sorber, 1983). Los virus entéricos resisten, en parte, los 
tratamientos convencionales del agua, incluso la cloración, con un nivel de 
supervivencia superior al de las bacterias (Organización Mundial de la Salud, OMS, 
1979). Tras su vertido en el medio, los virus pueden sobrevivir durante semanas o 
meses, tanto en la columna de agua como asociados a la materia particulada, 
acumulándose en los sedimentos (Nasser, 1994; Callahan et al., 1995; Gantzer et al., 
1998).  Las vías de transmisión de los virus son muy diversas (Figura 1.4) y su 
conocimiento ha provocado una creciente alarma al comprobarse que la población está 
expuesta a una gran variedad de posibilidades para adquirir una infección. Las 
principales vías de transmisión son:
 Ingestión de agua contaminada
 Ingestión de moluscos o mariscos crudos o poco cocinados, que hayan crecido 
en aguas que reciben aporte de aguas residuales
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 Ingestión de vegetales que se han regado con aguas insuficientemente tratadas o 
que se han cultivado en terrenos abonados con lodos de depuradora que contenían virus 
infecciosos
 Contacto con aguas de baño que han recibido aporte de aguas contaminadas
 Contacto con aerosoles generados a partir de aguas contaminadas
La consecuencia inmediata de la prevalencia de estos virus, junto con el hecho de 
que hoy en día hay un aumento de los aportes de aguas residuales al mar, debido al 
fuerte incremento de la población y a la actividad industrial, es que se ha comprometido 
la calidad sanitaria de las zonas costeras, lo que conlleva a que el marisco obtenido de 
zonas polucionadas puede estar contaminado con virus entéricos (Figura 1.4).  Esta 
situación no sólo produce cambios importantes en las características físico-químicas y 
biológicas del ecosistema marino, sino que constituye un riesgo potencial para la salud 
pública derivado del consumo directo de organismos marinos y de las actividades 
recreativas que se realizan en las aguas costeras contaminadas por aguas residuales. 
Independientemente del comercio legal, la existencia de recolección no controlada, 
posiblemente subestimada, con el consiguiente consumo de productos sin los debidos 
controles sanitarios, puede representar una vía de transmisión de enfermedades.
Sin embargo, hay una serie de factores que determinan si esa contaminación 
representa un problema potencial para la salud. Entre esos factores se pueden citar la 
internalización de los virus en los diferentes organismos y, en el caso de que sean 
internalizados, si los órganos contaminados se consumen o se eliminan durante el 
procesado del alimento, o si el marisco se cocina adecuadamente para su consumo. Así, 
únicamente los moluscos bivalvos se consideran un vehículo efectivo para la 
transmisión de enfermedades virales. 
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Figura 1.4 Esquema de la transmisión de patógenos por vía fecal-oral.
La contaminación de los moluscos bivalvos con virus y otros agentes como 
bacterias, microalgas tóxicas y protistas planctónicos (Di Girolamo et al., 1977) ocurre 
principalmente porque estos animales, de carácter sedentario, obtienen su alimento por 
filtración de pequeñas partículas del agua en la que viven. La mayoría de las especies 
comercializadas se obtienen y/o cultivan en estuarios y otras zonas protegidas donde las 
aguas son poco profundas y la cantidad de nutrientes es elevada. Desafortunadamente 
estas aguas poco profundas y protegidas están contaminadas muy frecuentemente con 
aguas residuales. Los peligros de la bioacumulación de estos microorganismos se 
complican por el modo en que este tipo de moluscos se consumen, bien crudos o bien 
cocinados muy ligeramente, y por la ingestión del animal entero incluyendo las 
vísceras. Estas circunstancias son únicas para los moluscos bivalvos y hacen que 
representen un caso especial entre los problemas microbiológicos asociados a consumo 
de alimentos.
Los problemas de salud pública asociados a los moluscos bivalvos son de sobra 
conocidos en todo el mundo y se han registrado desde la época medieval. La asociación 
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de enfermedades infecciosas transmitidas por moluscos bivalvos con la contaminación 
por aguas residuales está bien documentada desde finales del siglo XIX y principios del 
XX, con numerosos brotes de fiebre tifoidea en diferentes países europeos y EEUU 
(Allen, 1999). En épocas más recientes las evidencias epidemiológicas sugieren que los 
virus entéricos humanos son los agentes etiológicos más comúnmente transmitidos por 
los moluscos bivalvos. De entre ellos, la ostra predomina como vector de enfermedades 
en las estadísticas clínicas de Gran Bretaña y Australia. En EEUU, tanto la ostra como 
la almeja son vehículos importantes, y el berberecho (Cerastoderma edule) y el mejillón 
también han sido responsables de brotes importantes en diferentes países. La asociación 
de casos de enfermedades infecciosas con estas especies probablemente refleja su 
especial modo tradicional de consumo antes mencionado. Otras especies de bivalvos 
como las vieiras o las navajas (Ensis spp. y Solen spp.) no se asocian normalmente con 
brotes de enfermedad posiblemente porque presentan un mercado más pequeño y 
especializado. Sin embargo, si se han relacionado en ocasiones, especialmente las 
vieiras, con casos de intoxicación por biotoxinas de origen marino.
1.4. Moluscos bivalvos
Los moluscos (en Latín mollis, blando) tienen el cuerpo blando e insegmentado, 
formado típicamente por una cabeza anterior, un pie ventral y una masa visceral dorsal. 
El cuerpo está más o menos rodeado por un manto fino y carnoso, que es una 
excrecencia de la pared del cuerpo, y suele estar protegido por una concha caliza 
externa. La mayor parte de los moluscos, el segundo tipo animal más amplio con más de 
80.000 especies, son animales de vida libre que se arrastran lentamente y presentan una 
estrecha asociación con el substrato. Unos pocos viven fijos sobre las rocas, conchas o 
madera y algunos son nadadores. Los bivalvos constituyen una clase diferenciada 
dentro del tipo Moluscos. Los miembros de esta clase presentan simetría bilateral, están 
comprimidos lateralmente y el cuerpo blando, que no presenta cabeza, está dentro de 
una concha rígida formada por dos piezas (de ahí que se llamen bivalvos). Los bivalvos 
constituyen la segunda clase de los moluscos en cuanto a número, con 
aproximadamente 20.000 especies, que habitan tanto en las aguas saladas como en las 
dulces. El mecanismo de alimentación es por filtración de agua de donde toman 
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pequeñas partículas alimenticias (Figura 1.5). Los cilios laterales de las branquias o 
ctenidios, hacen que el agua penetre en la cavidad del manto y pase a través de las 
branquias. Las partículas de alimento quedan retenidas en el mucus de las mismas y son 
transportadas a la boca a través de los palpos labiales. Estos palpos seleccionan algunas 
de las partículas y rechazan otras que caen en el suelo de la cavidad del manto y que 
posteriormente son expulsadas en forma de pseudoheces. Las partículas seleccionadas 
pasan al estómago, con gran cantidad de conductos ciliados que separan las partículas 
antes de enviarlas a la glándula digestiva o hepatopáncreas, en donde tiene lugar la 
digestión intracelularmente.
             
Figura 1.5: Esquema del mecanismo de alimentación de los moluscos.
La clase bivalvos comprende especies explotadas comercialmente para consumo 
humano. En Europa las principales especies comercializadas son la ostra europea (O.
edulis) y la del Pacífico (Cassostrea gigas), el mejillón común (M. edulis) y el mejillón 
mediterráneo (M. galloprovincialis), el berberecho (C. edule), la vieira (P. maximus), 
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distintas especies de almejas como la almeja fina (R. decussatus), la babosa (V. 
pullastra) o la japonesa (R. philipinarum), y la navaja (Ensis spp. y Solen spp.). En 
áreas productivas se pueden encontrar densas poblaciones de animales que han sido una 
importante fuente de alimento para el hombre desde tiempos prehistóricos.
Hoy en día todavía se recogen a partir de poblaciones naturales las especies nativas 
como berberecho, mejillón y ostra. Sin embargo, las características de los moluscos 
bivalvos los hacen adaptables al cultivo en condiciones intensivas o semiintesivas. Esta 
adaptabilidad ha hecho que se introdujesen para el cultivo de especies foráneas como la
ostra del pacífico o la almeja japonesa.
Las diferentes especies de bivalvos varían enormemente en sus características y 
hábitats. Hay especies que viven en zonas intermareales que están adaptadas para 
soportar períodos fuera del agua cerrando fuertemente sus conchas para mantener un 
ambiente húmedo en sus partes internas. Estas especies, como la ostra, el mejillón y la 
almeja, pueden sobrevivir durante largos períodos fuera del agua y se comercializan y 
consumen tradicionalmente como animales vivos. Otras especies, como el berberecho, 
son más sensibles y se suelen procesar justo después de su recogida. Sin embargo, 
pueden ser comercializados también como animales vivos. Por último, especies como la 
vieira, que no resisten los períodos secos, se comercializan en la mayoría de los casos 
congeladas o procesadas.
Estos moluscos poseen un elevado ritmo de bombeo, que se ha estimado entre 0,5 y 4 
litros por hora, dependiendo de su tamaño y de las condiciones ambientales, por lo que 
constituyen verdaderos concentradores biológicos. Los animales fisiológicamente 
activos son capaces de acumular virus muy rápidamente. Mitchell et al. (1966) 
observaron que la concentración de virus en las ostras podía ser 27 veces superior a la 
del agua de mar, la cual contenía 103 ufp/ml de Poliovirus tipo 1, tras un tiempo de 
exposición de una hora. Sin embargo, varios factores afectan la tasa de filtración y la 
capacidad de bioacumulación de virus por los moluscos bivalvos:
 El tipo de molusco y sus características anatómicas tienen una gran influencia en 
la retención del virus. Así pues, aquellos que viven en los sedimentos, que constituyen 
un reservorio de microorganismos, suelen estar más contaminados que moluscos que 
viven en aguas abiertas.
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 El estado en el que se encuentra el virus (libre o adsorbido en partículas) juega 
también un papel muy importante, siendo más fácil de acumular si está unido a material 
suspendido (Metcalf et al., 1979).
 Se ha observado una mayor tasa de acumulación cuando la concentración de 
virus en el agua es alta. Se realizaron varios estudios en agua de mar con unas 
concentraciones de virus de 102-106 ufp/ml (Mesquita, 1988). Utilizando niveles de 
contaminación similares a los naturales (10-2-101 ufp/ml) se observaron factores de 
bioacumulación entre 19 y 34 (Metcalf et al., 1979). A concentraciones de 10-2-10-3
ufp/ml existe un equilibrio entre la tasa de acumulación y la tasa de depuración (Landry 
et al., 1982).
En cuanto a la localización de los virus, estos se acumulan en el tracto digestivo. 
Otras partes del cuerpo (branquias, manto, pie) tienen niveles de contaminación 
similares al del agua circundante (Power y Collins, 1990c; Romalde et al., 1994; Le 
Guyader et al., 2000).
Los virus acumulados en los tejidos de los moluscos bivalvos pueden persistir 
durante mucho tiempo y permanecen viables desde que han sido recolectados hasta que 
son consumidos (Tierney et al., 1982). 
1.5. Necesidad de controles virológicos 
Hoy en día existe un mayor interés por la contaminación del agua y el suelo por 
virus, ya que es un factor importante en la diseminación de enfermedades que tiene 
consecuencias que aún no han sido evaluadas plenamente. La urbanización rápida ha 
dado lugar a problemas críticos en el suministro de agua y en la eliminación de 
desechos. Las crecientes demandas de fuentes de agua disponibles debidas al aumento 
de la población mundial y la concurrente expansión de la industria hacen inevitable el 
aprovechamiento de las aguas residuales domésticas.
Se ha estimado que aproximadamente 3.000 millones de personas en todo el mundo 
carecen de sistemas de saneamiento. El 95% de las aguas residuales domésticas son 
vertidas al medio acuático sin ser tratadas. Como consecuencia de estas deficiencias 
sanitarias y de la falta de aguas de bebida limpias, cada año 2.300 millones de personas 
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contraen alguna enfermedad de transmisión hídrica y unas 6.000 personas mueren 
diariamente debido a enfermedades entéricas (Cloete, 2004). La razón principal de esta 
situación es el alto coste que supone la puesta a punto de procesos de tratamiento y el 
mantenimiento de infraestructuras apropiadas que permitan el control sanitario, de los 
que solamente se benefician el 6% de la población mundial (Niemczynowicz, 1997).
Los factores que se deben considerar  para evaluar los riesgos causados por los virus 
presentes en el agua y en el suelo son la dosis mínima infecciosa, el tipo de virus, la vía 
de penetración y la susceptibilidad del huésped. En algunos de estos virus entéricos de 
origen humano, dosis de 1-2 unidades infecciosas pueden producir enfermedad (Schiff 
et al., 1984; Gerba y Haas, 1988). Sin embargo, el hecho de que se produzca infección 
no implica en todos los casos que se desarrolle enfermedad: en el caso de la hepatitis A 
el porcentaje de individuos con sintomatología clínica aumenta con la edad (<5% en 
niños, 75% en adultos). 
1.5.1. Control  microbiológico del agua
La importancia para la salud pública de las aguas destinadas al consumo humano 
hace necesaria la fijación de normas de calidad sanitaria. Con este fin se ha establecido 
la reglamentación técnico sanitaria para el abastecimiento y control de calidad de las 
aguas potables de consumo público (Anónimo, 2003). Esta normativa es aplicable a 
todas las aguas destinadas al consumo humano, salvo las minerales naturales y las 
medicinales y establece que deben controlarse los siguientes parámetros 
microbiológicos determinados por métodos analíticos estandarizados:
 Escherichia coli (concentración máxima admisible 0 unidades formadoras de 
colonia por 100 ml [ufc/100 ml])
 Enterococos fecales (concentración máxima admisible 0 ufc/100 ml)
 Clostridium perfringes (incluidas las esporas) (concentración máxima admisible 
0 ufc/100 ml)
En situaciones particulares que requieran una especial vigilancia sanitaria del agua 
del sistema, conviene completar los análisis con la determinación de bacteriófagos 
fecales, Salmonella, estafilococos patógenos y enterovirus. Además, el agua no debe 
contener organismos parásitos, ni algas ni otros elementos particulados.
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Así mismo, con el objetivo de controlar el riesgo sanitario que las aguas recreativas 
representan para la salud humana, se aprobó la normativa que establece los estándares 
de calidad relativos a las aguas de baño (Directiva 2006/7/CE [Anónimo, 2006 a]). En 
esta legislación se establecen unos valores guía que determinan la calidad 
microbiológica del agua, tal y como se resume en la Tabla 1.1. La valoración de la 
calidad del agua que se lleva a cabo actualmente se basa fundamentalmente en 
parámetros bacterianos. El control rutinario de estos parámetros puede significar una 
mejora, aunque las limitaciones que presentan dichos estándares conducen a una 
revisión de la normativa y a considerar alternativas. 
Tabla 1.1. Estándares microbiológicos de calidad relativos a las aguas de baño 
(Directiva 2006/7/CE). 
AGUAS CONTINENTALES
Calidad Calidad Calidad Métodos de análisis
Parámetro
excelente buena suficiente de Referencia
Enterococos intestinales
(ufc/100 ml)
200 (*) 400 (*) 330 (**) ISO 7899-1 o ISO 7899-2
Escherichia coli
(ufc/100 ml)
500 (*) 1000 (*) 900 (**) ISO 9308-3 o ISO 9308-1
AGUAS COSTERAS Y DE TRANSICIÓN
Calidad Calidad Calidad Métodos de análisis
Parámetro
excelente buena suficiente de Referencia
Enterococos intestinales
(ufc/100 ml)
100 (*) 200 (*) 185 (**) ISO 7899-1 o ISO 7899-2
Escherichia coli
(ufc/100 ml)
250 (*) 500 (*) 500 (**) ISO 9308-3 o ISO 9308-1
(*) Con arreglo a la evaluación del percentil 95
(**) Con arreglo a la evaluación del percentil 90
1.5.2. Clasificación de las áreas de cultivo de moluscos
Tanto la legislación de la UE como la de los Estados Unidos incluyen una gradación 
o clasificación de las zonas de cultivo o recolección de moluscos, desde aguas limpias a 
zonas prohibidas, acorde con unos niveles de contaminación establecidos en función de 
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determinados valores de indicadores bacterianos. La Tabla 1.2 muestra un resumen de la 
legislación europea para el control de la contaminación microbiológica de moluscos 
bivalvos (Anónimo, 2004a-d; Anónimo, 2005a). En Europa, los indicadores bacterianos 
se determinan en la carne de los moluscos y agua intervalvar, mientras que en EEUU los 
niveles de indicadores se evalúan en las aguas de cultivo. En ambas legislaciones se 
establece que el método a utilizar para la determinación de los niveles de indicadores es 
la técnica del número más probable (NMP) empleando la variante de 5 tubos y 3 
diluciones. Los puntos críticos de entrada de contaminaciones se identifican mediante 
una evaluación de la línea costera y, en función de estos datos, se establece un programa 
de monitorización adecuado. En la actualidad existe en Galicia una normativa 
desarrollada para actualizar y dar cumplimiento a la normativa europea, la Orden del 8 
de Septiembre de 2006 (DOG nº 177 del 13 de Septiembre del 2006 y corrección de los 
errores DOG nº 235 del 7 de Diciembre del 2006 [Anónimo 2006c, d]) por la que se 
declaran y clasifican las zonas de producción de moluscos bivalvos y otros 
invertebrados marinos en las aguas de competencia de la Comunidad Autónoma de 
Galicia.
Los moluscos recolectados a partir de áreas catalogadas como limpias (“categoría 
A” en la legislación europea) pueden comercializarse directamente para consumo 
humano, sin necesidad de ningún procesado posterior. Todos los moluscos incluidos en 
la categoría A europea deben presentar niveles microbiológicos menores de 230 E. coli,
por 100 g de molusco y líquido intervalvar (E. coli/ 100 g molusco) (Tabla 1.2).
Tabla 1.2. Resumen de los estándares legales en la UE para moluscos bivalvos 
vivos.
Tratamiento de Clasificación 
Recuento 
Microbiológico
los moluscos de la UE 100 g de molusco
No requerido Categoría A < 230 E.coli
Depuración Categoría B 230 - 4600 E.coli
Reubicación
(> 2 meses)
Categoría C  4600 - 46000 E.coli
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Según nuestra legislación, los moluscos recolectados de áreas que excedan los 
valores arriba mencionados (>230 E.coli/100g molusco) no pueden ser comercializados 
en fresco directamente para consumo humano. Para que puedan comercializarse, deben 
pasar previamente alguno de los procedimientos de procesado autorizados: depuración, 
reubicación o tratamiento por calor. Sin embargo, estos procedimientos no son 
totalmente eficaces  y, debido a ello, se establecen unos niveles de contaminación por 
encima de los cuales no se permite la utilización de estas técnicas. Por tanto, los 
moluscos obtenidos de las áreas clasificadas como “categoría B” europea pueden 
comercializarse después de someterse a depuración o reubicación en una zona 
clasificada como A. Las áreas de la categoría B europea son aquellas que presentan 
entre 230 y 4.600 E. coli/100 g molusco (Tabla 1.2). 
En la legislación europea, los moluscos recolectados de zonas que exceden los 
límites de la categoría B solamente podrían ser comercializados tras un período 
prolongado de reubicación (se especifica un período mínimo de dos meses) en aguas 
limpias (clasificadas como zona A), para que éstos autopurguen los contaminantes 
microbiológicos o después de procesado industrial mediante tratamiento por calor
(envasado) con la consiguiente pérdida de valor comercial, llegando a suponer hasta un 
30% de su precio en fresco. En la “categoría C” entran los moluscos que presentan entre 
4600 y 46000 E. coli/100 g molusco (Tabla 1.2). Los moluscos reubicados pueden, en 
caso necesario, pasar por procesos de depuración antes de su comercialización. En la 
antigua directiva 91/492/CEE (Anónimo, 1991), la reubicación podía realizarse en 
tanques (depuración intensiva) o en ambientes naturales (reubicación en aguas limpias). 
En la nueva normativa comunitaria (Anónimo, 2004a-d; Anónimo, 2005a), la Comisión 
Europea no considera que el sistema de depuración intensiva garantice la eliminación de 
los virus de los moluscos, ya que, existen estudios científicos que ponen de manifiesto 
la baja eficacia de la eliminación de los virus en los procesos de depuración, aunque la 
eliminación de las bacterias fecales resulte eficiente (Doré y Lees, 1995; Schwab et al., 
1998; Doré et al., 2000; Formiga-Cruz et al., 2002; Loisy et al., 2005a), así como 
estudios que indican que los coliformes fecales no son un buen indicador de 
contaminación viral y que su control no es suficiente para evitar posibles brotes de 
enfermedades virales (Doré et al., 2000; Muniain-Mujika et al., 2002; Romalde et al.,
2002; Doré et al., 2003). Además, la recolección de moluscos puede prohibirse en zonas 
con niveles de contaminación que excedan los límites especificados anteriormente o 
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aquellos recolectados en áreas sin clasificar por lo que no pueden comercializarse para 
consumo humano. 
Si las zonas de cultivo o recolección cumplen los niveles establecidos en las 
legislaciones respectivas sólo durante un período concreto debido a eventos 
contaminantes predecibles, las autoridades podrían clasificarlas dentro de alguna de las 
categorías establecidas por ese período específico. En Europa, se definen como 
“clasificadas estacionalmente” y se especifica el período durante el cual se aplica la 
clasificación. Además de estos criterios para la clasificación de las áreas de cultivo o 
recolección, las legislaciones europea y americana incluyen otros aspectos como 
transporte de moluscos, almacenamiento húmedo, depuración, reubicación, métodos 
analíticos, documentación para movimiento de stocks y normas para la suspensión de 
permisos de recolección de áreas clasificadas tras una contaminación eventual o una 
emergencia de salud pública.
En el reglamento 2073/2005 (Anónimo, 2005a) se especifica que cuando los 
métodos analíticos estén suficientemente desarrollados,  deberán establecerse criterios 
para los virus patógenos en los moluscos bivalvos vivos.
Un aspecto que cada vez adquiere mayor importancia en todos los países es la 
adecuación y el cumplimiento de todos los requerimientos sanitarios, tanto de las zonas 
de cultivo como de los tratamientos y los productos en el mercado.
En la mayoría de los países, la depuración se practica de forma rutinaria, 
especialmente para ostras y otros moluscos que se consumen crudos. Sin embargo, 
existe un gran número de casos en los que los brotes de gastroenteritis están asociados a
moluscos depurados que cumplen la normativa actual (Grohmann et al., 1981; Gill et 
al., 1983; Chalmers y McMillan, 1995; Perrett y Kudesia, 1995; Ang, 1998) y, por lo 
tanto, este proceso no garantiza la protección del consumidor. La necesidad de nuevas 
medidas para una mejor protección de los consumidores contra las infecciones víricas es 
una demanda general en casi todos los informes sanitarios.
1.6. Virus asociados con moluscos bivalvos
Distintos grupos virales, transmitidos por vía fecal-oral, se han asociado con  
moluscos bivalvos por aislamiento directo del virus a partir de  muestras de moluscos o 
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por evidencias epidemiológicas en estudios con pacientes que habían consumido estos 
animales. Los principales virus entéricos son virus RNA, aunque hay también virus 
entéricos DNA, como los adenovirus y polyomavirus. En esta memoria, los estudios 
realizados se han centrado en los virus RNA por su mayor importancia clínica y 
epidemiológica asociada a moluscos (Figura 1.6).
Adenoviridae Mastadenovirus Adenovirus humano C
virus DNA (doble cadena)
Polyomaviridae Polyomavirus virus Simio 40
doble cadena Reoviridae Rotavirus Rotavirus A










virus RNA monocatenario 
sentido 
positvo
Astroviridae Mamastovirus Astrovirus humano
Figura 1.6: Esquema de los principales virus entéricos.
1.6.1. Calicivirus
Los calicivirus entéricos humanos son un grupo de virus pertenecientes a la familia 
Caliciviridae con morfología redondeada que poseen un tamaño de alrededor de 35 nm 
de diámetro y con un genoma constituído por RNA monocatenario de sentido positivo 
no segmentado. La morfología típica de los calicivirus incluye unas depresiones en 
forma de copa en la superficie del virión, conocida como morfología de “estrella de 
David”. Estas depresiones de la superficie son mucho menos claras en un gran número 
de virus similares, dentro de los calicivirus, que presentan una morfología de superficie 
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amorfa y que se han descrito colectivamente como SRSV (small round-structured 
viruses) (Caul y Appleton, 1982). Este grupo incluye el prototipo de virus de Norwalk, 
otras cepas bien caracterizadas como el virus Southampton, el agente Hawaii, el agente 
Snow Mountain y un gran número de cepas menos caracterizadas. Las propuestas 
taxonómicas más recientes clasifican los calicivirus entéricos en cuatro géneros (Figura 
1.7): Norovirus, Sapovirus, Lagovirus y Vesivirus. Los dos primeros géneros causan  
gastroenteritis tanto en adultos como en niños, mientras que los dos últimos no son 
patógenos para humanos.
Aunque recientemente se ha logrado el crecimiento de estos virus en cultivos 
celulares (Straub et al., 2007), el trabajo en el laboratorio con estos calicivirus humanos 
es muy difícil ya que no pueden ser cultivados mediante las técnicas virológicas 
convencionales. Este hecho ha dificultado el avance en el conocimiento de estos agentes 
hasta hace muy poco tiempo, en que gracias a las nuevas técnicas moleculares, se han 
podido solventar en parte los problemas existentes. Hoy en día, han sido clonados y 
secuenciados representantes de norovirus y sapovirus (Liu et al., 1995). Estos avances 
de la Biología Molecular han abierto una vía para la caracterización de estos virus 
(Clarke y Lambden, 1997) y para el desarrollo de técnicas de diagnóstico basadas en la 
reacción en cadena de la polimerasa (PCR), permitiendo un mayor conocimiento de sus 
relaciones taxonómicas (Berke et al., 1997).
                           
Figura 1.7: Fotografías de microscopía electrónica de transmisión de los virus Norwalk 
(A) y Sapporo (B) tras tinción negativa con ácido fosfotungstico. Barra: 30 nm (A) y 




Los norovirus (NoV) (Kapikian, 1994) son virus no envueltos que poseen una sola 
cadena de RNA de 7,7-8 kb con polaridad positiva (Fauquet et al., 2005) (Figura 1.8), 
que está compuesta por tres ORFs (Pautas abiertas de lectura; del inglés Open reading 
frames) (ORF1, 2 y 3). La ORF2 codifica para la proteína de la cápside (VP1) y la 
clasificación de norovirus generalmente se realiza basándose en el análisis de la 
secuencia de este gen de la cápside (Kageyama et al., 2003). 
Han sido reconocidos como agente causal de gastroenteritis en humanos de todo 
rango de edad, así como causantes de brotes agudos esporádicos en niños y adolescentes 
(Hutson et al., 2004; Zintz et al., 2005; Monica et al., 2007). Son un grupo viral 
heterogéneo genéticamente como resultado de la acumulación de fenómenos de 
mutaciones y recombinaciones (Ambert-Balay et al., 2005; Bull et al., 2005; Reuter et 
al., 2005, 2006; Rohayem et al., 2005). Los norovirus se han clasificado en cinco 
genogrupos (GI-GV) basándose en las secuencias parcial o completa del gen de la 
cápside. Dentro de cada genogrupo se pueden distinguir diferentes genotipos de los que 
8 pertenecientes a GI, 17 a GII, y un solo genotipo perteneciente al GIV, son patógenos 
para humanos (Zheng et al., 2006). Hasta hace relativamente poco tiempo, los norovirus 
sólo se habían descrito como patógenos humanos. Sin embargo, ya se han descrito virus 
causantes de diarrea en terneros (Dastjerdi et al., 1999; Liu et al., 1999) y posiblemente 
en cerdos (Sugieda et al., 1998), con características morfológicas y moleculares 
similares a este grupo viral.
 Aunque muchos genotipos humanos de norovirus pueden cocircular en una 
determinada área geográfica, sólo unos pocos han jugado un verdadero papel 
epidemiológico en la gastroenteritis humana (Ambert-Balay et al., 2005; Blanton et al., 
2006; Ike et al., 2006; Lindell et al., 2005). En los últimos años se ha observado la 
tendencia de una mayor prevalencia del genogrupo II (Frankhauser et al., 1998; 
Maguire et al., 1999), siendo las cepas pertenecientes a los tipos GII-4 y 
GIIb/Hilversum (Ambert-Balay et al., 2005; Bull et al., 2006; Ike et al., 2006; Lindell et 
al., 2005; Ramirez et al., 2006; Sanchez-Fauquier et al., 2005) las causantes de la 
mayoría de episodios de diarrea. 
Las infecciones afectan a todos los grupo de edad, incluyendo adolescentes y 
adultos, siendo los agentes causales más comunes de gastroenteritis no bacteriana en 
adultos (Kaplan et al., 1982; Kapikian, 1996; Vinje y Koopmans, 1996; Caul, 1996a; 
Frankhauser et al., 1998). Desde la detección de la cepa prototipo, Lordsdale/1993/UK, 
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numerosas variantes de GII-4 han sido identificadas. Entre estas variantes, la cepa 
FarmingtonHill GII-4 se ha asociado con un incremento de los brotes de gastroenteritis 
por NoV observados en todo el mundo durante el año 2002 (Dingle, 2004; Lindell et al., 
2005; Lopman et al., 2003). En el 2004, la variante Hunter GII-4, identificada en 
Australia, se diseminó por Europa (Bull et al., 2006; Ramirez et al., 2006).
Figura 1.8: Organización genómica de Norovirus. Se indican las distintas regiones 
dentro de cada ORF y las proteínas codificadas por las mismas. (Obtenida de 
www.expasy.ch/viralzone/).
 Los síntomas clínicos de la gastroenteritis producida por norovirus incluyen 
náuseas, vómitos, diarrea, fiebre y dolor abdominal. Presentan un período de incubación 
de 1 a 4 días y generalmente los síntomas remiten espontáneamente sin dejar 
complicaciones. La distribución de estos virus es mundial. Las infecciones sintomáticas 
causadas por NoV en adultos se deben a la compleja respuesta inmunológica frente
estos agentes, todavía no bien conocida, pero que parece ser a corto plazo, que hace a
los individuos susceptibles a nuevas infecciones en un período que oscila entre 6 meses 
y 1 año (Greenberg y Matsui, 1992). Así, la mayoría de la población adulta es 
susceptible a las infecciones por estos agentes lo que hace más fácil que se produzcan 
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brotes epidémicos. Estos virus se transmiten muy fácilmente, siendo frecuentes las 
descripciones de casos epidémicos de diarrea y vómitos en comunidades cerradas como 
hospitales, cruceros y barcos militares y residencias de ancianos (Khan et al., 1994; 
Sharp et al., 1995; Jiang et al., 1996b; Lopman et al., 2003, Tsugawa et al., 2006). En 
muchos casos las epidemias alcanzan valores de incidencia del 90 al 100%. Los 
norovirus se han asociado en numerosas ocasiones a casos de gastroenteritis tras la 
ingestión de moluscos bivalvos (Le Guyader et al., 1996, 2003, 2006; Graczyk y 
Schwab, 2000; Lees, 2000). Los patrones de inmunidad pueden influir en esta 
asociación por ser los adultos susceptibles a la infección y también los principales 
consumidores de marisco. 
Los sapovirus (SaV) son uno de los patógenos más importantes que provocan 
gastroenteritis aguda principalmente en niños (Hansman et al., 2007a; Khamrin et al., 
2007, Monica et al., 2007), aunque algunos de los brotes recientes también han afectado 
a adultos, lo que indica que la virulencia de estos virus, su prevalencia o ambas 
características pueden estar aumentando (Noel et al., 1997; Hansman et al., 2007b, 
2007c; Wu et al., 2008). La cepa prototipo de este grupo fue detectada por primera vez 
en un brote ocurrido en Sapporo (Japón) en 1977 (Chiba et al., 2000). El genoma de
SaV consiste en una sola cadena de RNA de sentido positivo poliadenilada, de 
aproximadamente 7,5 kb que presenta dos ORFs. La ORF1 codifica para proteínas no 
estructurales que incluyen la proteasa y la polimerasa y una de las proteínas 
estructurales principales de la cápside, la VP1. La ORF2 codifica para una supuesta 
proteína de la que no se conoce su función.
Basándose en las secuencias genéticas de las proteínas de la cápside, este género se 
puede dividir en cinco genogrupos (GI hasta GV), de los cuales GI, GII, GIV y GV se 
sabe que infectan humanos mientras que el GIII es infectivo para especies porcinas. Las 
cepas pertenecientes a los genogrupos GI, GIV y GV presentan una ORF adicional que 
se sobrepone con el extremo 5´ del gen de la cápside (Okada et al., 2006; Hasman et al., 
2007a). De acuerdo con un estudio de genotipado realizado en Japón entre los años 
1998 y 2005, los genogrupos GI y GII engloban el 95% de las cepas de SaV (Okada et 
al, 2006b). Los SaV humanos no se pueden cultivar y el método más comúnmente 
usado para su detección es la retrotranscripción seguida de amplificación en cadena de 
la polimerasa (RT-PCR) que también puede ser usada para análisis genético (Vinjé et 
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al., 2000; Honma et al., 2001; Okada et al., 2002, 2006a, 2006b; Yan et al., 2003; 
Ishida et al., 2008). Recientemente se ha desarrollado la técnica de RT-PCR en tiempo 
real (Real-time RT-PCR, rRT-PCR) para la detección de SaV (Oka et al., 2006).
Estos virus se han detectado en países europeos como Reino Unido (Gallimore et 
al., 2006), Francia (Bon et al., 2005), España (Roman et al., 2002), Suecia (Hedlund et 
al., 2000), Holanda (Vinjé et al., 2000) y Alemania (Ike et al., 2008). Recientemente, se 
han publicado brotes de SaV asociados a alimentos, aunque esta asociación es menos 
frecuente que en el caso de, por ejemplo, NoV (Johansson et al., 2005; Hansman et al., 
2007b, 2007c; Usuku et al., 2008). También se ha descrito un brote asociado a comida 
contaminada por empleados enfermos de una compañía de catering en Maryland 
(EEUU) (Noel et al., 1997).
1.6.2.  Astrovirus
Los astrovirus (AsV) (Kurtz y Lee, 1987) son virus pequeños (aproximadamente 28 
nm de diámetro), con morfología esférica y con genoma RNA monocatenario no 
segmentado de sentido positivo, pertenecientes a la familia Astroviridae. Una parte de 
las partículas víricas presentan una característica morfología con forma de estrella de 5 
o 6 puntas en su parte central (de ahí el nombre de astrovirus) que se muestra como una 
parte electrodensa al verse en tinción negativa al microscopio electrónico (Figura 1.9).
Su genoma consiste en una cadena poliadenilada de una longitud de 6,8-7,2 kb e 
incluye 3 ORFs (Walter y Mitchell, 2003). ORF1a y ORF1b codifican proteínas no 
estructurales (proteasa y polimerasa viral respectivamente), mientras que la ORF2 
codifica el precursor de la cápside (Matsui y Greenberg, 2001) (Figura 1.10).
La familia Astroviridae se divide en dos géneros: Mamastrovirus, que son los 
virus que infectan a mamíferos y Avastrovirus que son los virus que infectan a aves 
(Matsui y Greenberg, 2001). Basándonos en criterios antigénicos, los astrovirus 
humanos (HAsV) están divididos en 8 serotipos (HAsV-1 hasta HAsV-8). El análisis 
filogenético de diferentes partes del genoma muestra diferentes grupos genéticos 
(Belliot et al., 1997; Méndez-Toss et al., 2000; Taylor et al., 2001; Lukashov y 
Goudsmit, 2002; Silva et al., 2006). La mayoría de estudios basados en la región de la 
cápside sugieren una elevada correlación entre serotipos y genotipos, relación que se 
establece cotejando la información del análisis de las secuencias de los distintos 
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serotipos. La comparación de secuencias de la región de la cápside nos muestra tres 
tipologías equidistantes filogenéticamente (Guix et al., 2008), mientras que si 
comparamos las secuencias de una región parcial bien conservada que codifica para la 
proteasa, resultan sólo dos grupos bien diferenciados llamados genogrupo A (HAsV-1
al HAsV-5 y HAsV-8) y genogrupo B (HAsV-6 y HAsV-7). Esta diferente organización 
en grupos filogenéticos puede ser resultado de fenómenos de recombinación entre 
regiones codificantes estructurales y no estructurales (Belliot et al., 1997). De todos 
ellos, el serotipo 1 es el más abundante en todo el mundo (Guix et al., 2005).
                                          
Figura 1.9: Fotografía de microscopía electrónica de transmisión de astrovirus humano 
tipo 1 tras la tinción negativa de heces con ácido fosfotungstico. Barra: 50 nm (Obtenida 
de “The Springer Index of Viruses”).
Figura 1.10: Organización genómica de astrovirus. Se indican las distintas regiones 
dentro de cada ORF. (Obtenida de www.expasy.ch/viralzone/).
Introducción
38
Los astrovirus no crecen fácilmente en cultivos celulares aunque algunas cepas 
se han adaptado al crecimiento en líneas celulares continuas (Lee y Kurtz, 1981), e 
incluso se han empleado algunas líneas celulares concretas para el crecimiento de estos 
virus a partir de muestras de heces (Willcocks et al., 1990; Taylor et al., 1997). Estos 
avances han sido de gran ayuda para la posterior caracterización molecular de los 
astrovirus (Carter y Willcocks, 1996). Gracias a esta caracterización, existen hoy en día 
técnicas serológicas y moleculares de diagnóstico (Cubitt, 1996), como la RT-PCR 
convencional (Pintó et al., 1996; Egglestone et al., 1999; Le Guyader et al., 2000; 
Chapron et al., 2000) y la rRT-PCR (Le Cann et al., 2004).
El género astrovirus se asoció por primera vez a gastroenteritis infantil (Madeley y 
Cosgrove, 1975). Los astrovirus causan tanto casos esporádicos como brotes 
epidémicos de gastroenteritis principalmente en niños y ancianos (Walter y Mitchell, 
2003), así como en personas inmunodeprimidas (Méndez y Arias, 2007), tanto en países 
industrializados (Schnagl et al., 2002; Sakamoto el al., 2000) como no industrializados 
(Bhattacharya et al., 2006; Cunliffe et al., 2002), teniendo una incidencia del 2-9%  en 
niños con gastroenteritis (Guix et al., 2002; Liu et al., 2007). Estos virus también se han 
aislado de heces de gatos, cerdos, ovejas y aves, normalmente asociados a episodios 
diarreicos (Matsui y Greenberg, 2001). La distribución es mundial, aunque en zonas 
templadas se observa una mayor prevalencia en los meses de invierno. Hasta hace poco 
tiempo los astrovirus se consideraban como una causa infrecuente de enfermedad 
entérica, aunque cada vez se hace más evidente que son una causa muy común de 
diarrea infantil (Glass et al., 1996b). Los síntomas clínicos son similares a los de 
norovirus e incluyen vómitos, diarrea, fiebre y dolor abdominal. La incubación puede 
ser más larga que la de norovirus, aunque el período de incubación normal oscila entre 2 
y 4 días. El período sintomático dura entre 2 y 3 días, aunque puede prolongarse hasta 
dos semanas (Kurtz y Lee, 1987; Caul et al., 1996a). La recuperación es normalmente 
completa y sin complicaciones. La inmunidad tras la infección es sólida, sin embargo, 
puede menguar con la edad, siendo también los ancianos un grupo de riesgo para las 
infecciones por astrovirus. Se ha sugerido que el uso de la microscopía electrónica en el 
diagnóstico puede ocasionar una infravaloración de la prevalencia de los astrovirus en 
los brotes, ya que las características morfológicas de los astrovirus hacen que no 
siempre sean fácilmente visibles en las muestras de heces. 
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Los astrovirus son relativamente resistentes a cambios extremos de pH y 
temperatura, radiación ultravioleta y a niveles de cloro que típicamente se encuentran en 
las piscinas (Cook y Myint, 1995). Se ha demostrado en diversas ocasiones el papel de 
los astrovirus en brotes relacionados con el consumo de agua y alimentos (Kurtz y Lee, 
1987; Oishi et al., 1994; Pintó et al., 1996). En concreto, el consumo de ostras se ha 
asociado con algunos brotes de enfermedad (Yamashita et al., 1991; Anónimo, 1998). 
Sin embargo, las evidencias epidemiológicas directas de la implicación de los alimentos 
en la transmisión de astrovirus son menos frecuentes que en el caso de norovirus. La 
importancia de los astrovirus como agentes causales de gastroenteritis relacionada con 
el consumo de marisco no está estudiada en profundidad. La disponibilidad creciente de 
métodos moleculares de diagnóstico para el estudio de los brotes epidémicos y para la 
inspección de los alimentos (Pintó et al., 2001) podrían ayudar a elucidar la prevalencia 
real de los astrovirus como causa de gastroenteritis asociada al consumo de bivalvos.
 1.6.3. Picornavirus
El término picornavirus (PV) (pico: pequeño, rna: ácido ribonucleico) se introdujo 
en 1963 para denominar a esta familia viral que comprende a un grupo de virus de 
pequeño tamaño y ácido ribonucleico monocatenario como material genómico. Los PV 
son virus no envueltos de entre 22-30 nm de diámetro en los que la cápside está 
compuesta por 60 protómeros iguales consistentes en tres proteínas de superficie (VP2, 
VP3 y VP4) y, en la mayoría de los casos una proteína interna (VP1). Poseen una 
cadena de RNA de sentido positivo de entre 7 y 8,8 kb con tan sólo una ORF y una 
cadena de polyA de diverso tamaño en el extremo 3´ (Melnick, 1996).
La familia Picornaviridae engloba nueve géneros: Enterovirus, Rhinovirus, 
Cardiovirus, Apthovirus, Hepatovirus, Parechovirus, Erbovirus, Kobuvirus, y
Teschovirus.
1.6.3.1. Hepatovirus
El virus de la hepatitis A (HAV) (Cromeans et al., 1994) se consideró durante 
mucho tiempo como perteneciente al género Enterovirus  (serotipo 72) con los que 
comparte características morfológicas y genómicas (Figura 1.11), así como la 
transmisibilidad por la vía fecal-oral. Sin embargo, es atípico con respecto a los 
enterovirus en algunas características importantes como la secuencia de su ácido 
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nucleico, su gran estabilidad y su lugar de replicación (que es el hígado), por lo que se 
ha situado taxonómicamente en un nuevo género, el género Hepatovirus (Melnick, 
1982; Minor, 1991), dentro de la familia Picornaviridae. Su genoma consiste en una 
sola cadena lineal de RNA de sentido positivo de aproximadamente unos 7,5 kb 
(Provost et al., 1975) que presenta distintas regiones: las regiones 5´ y 3´ no 
codificadoras, la región P1 que codifica las proteínas estructurales VP1, VP2, VP3 y 
VP4 y las regiones P2 y P3 que codifican proteínas no estructurales asociadas con la 
replicación (Hollinger y Emerson, 2001) (Figura 1.12). Se han identificado siete 
genotipos del virus de la hepatitis A, de los cuales, cuatro son de origen humano (I, II, 
III y VII), y los otros tres son de origen simio (IV, V y VI) (Robertson et al., 1992). 
Hasta la fecha sólo se ha identificado un serotipo de HAV (Lemon y Binn, 1983). 
                                      
Figura 1.11: Fotografía de microscopía electrónica de transmisión del virus de la 
Hepatitis A. Barra: 100 nm (Obtenida de “The Springer Index of Viruses”).
Figura 1.12: Organización genómica de HAV. Se indican las distintas regiones dentro 




Este virus fue identificado por primera vez en heces de humanos en 1973 
(Feinstone et al., 1973) y se consiguió su replicación in vitro en cultivos celulares en 
1979 (Provost y Hilleman, 1979). Estos descubrimientos, relativamente recientes, han 
permitido un nuevo nivel de investigación en la virología, patogenicidad y 
epidemiología de este virus, lo que ha permitido la creación de vacunas para la hepatitis 
A (Binn et al., 1986;  Flehmig et al., 1989; Ellerbrck et al., 1990; Mao, 1990; 
Wiedermann et al., 1990; Kallinowski et al., 1992; Sjogren et al., 1992).
Comparado con otros virus entéricos, el virus de la hepatitis A presenta un período
de incubación muy largo (entre 2 y 6 semanas), y produce una enfermedad grave que 
progresa desde unos síntomas inespecíficos que incluyen fiebre, dolor de cabeza y 
náuseas hasta síntomas más graves como diarrea, vómitos, dolor abdominal e ictericia. 
La hepatitis A presenta 3 millones de casos clínicos anuales en todo el mundo (Gharbi-
Khelifi et al., 2007) y raramente produce desenlaces fatales, aunque puede ocasionar 
incapacidad de los pacientes durante varios meses. La edad es un factor importante en la 
severidad de la infección. Así, los niños experimentan frecuentemente sólo enfermedad 
leve, mientras que en adultos se desarrolla hepatitis clara en la mayoría de los casos. La 
recuperación es completa y origina inmunidad a largo plazo que protege frente a 
reinfecciones. La hepatitis A es endémica en países en desarrollo en los que la mayoría 
de los niños son seropositivos a la edad de 6 años. Sin embargo, las mejores condiciones 
sanitarias en los países desarrollados han permitido una disminución en la prevalencia 
de la enfermedad y como resultado de este hecho grandes sectores de la población son, 
hoy en día, susceptibles de infección. También existen diferencias de la distribución del 
virus si comparamos su seroprevalencia en áreas rurales y urbanas, siendo mayor en las 
primeras (87,7%) que en las segundas (21,3%) (Bidawid et al., 2000).
El virus de la hepatitis A se transmite por la ruta fecal-oral o por contacto indirecto, 
debido a una inadecuada manipulación de los alimentos o un cocinado insuficiente 
(Bidawid et al., 2000; Schwab et al., 2000b). 
Durante el proceso infeccioso los virus se liberan de las células hepáticas por la 
bilis, incorporándose después a las heces. Los individuos infectados pueden expulsar 
partículas virales en las heces durante varias semanas con niveles superiores a los 108
virus por gramo (Yates y Yates, 1987; Gerba, 2000), que pueden resistir los procesos 
actuales de depuración de aguas residuales y llegar a la columna de agua de las áreas 
costeras (Pommepuy et al., 2004). 
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Aunque existen cepas del virus de hepatitis A que han sido adaptadas al cultivo in 
vitro, las cepas silvestres del virus son normalmente no cultivables. Sin embargo, la 
presencia del virus en las heces o en sangre se puede demostrar por técnicas moleculares 
como la RT-PCR (Yotsuyanagi et al., 1996; Bosch et al., 2001) y más recientemente 
mediante rRT-PCR (Costafreda et al., 2006). Estas técnicas también han servido para la 
detección del virus en efluentes de aguas residuales y en aguas contaminadas (Tsai et 
al., 1994), así como en moluscos bivalvos (Bosch et al., 2001; Richards, 1985; Jaykus 
et al., 1994; Rippey, 1994; Romalde et al., 2001, 2002; Koopmans et al., 2002; 
Costafreda et al., 2006).
1.6.3.2. Enterovirus
Los Enterovirus (EV) fueron reconocidos como grupo en 1957 (Committee on the
Enteroviruses, 1957), englobando a Poliovirus, Coxsackievirus y Echovirus, cuyo 
hábitat natural es el intestino humano. Se definen como un grupo de virus pequeños, 
con una cápside de simetría icosaédrica, no envueltos, con un diámetro que oscila entre 
27 y 30 nm (Figura 1.13). El genoma está formado por una molécula de RNA de cadena 
sencilla y polaridad positiva poliadenilada (Figura 1.14). Los viriones son resistentes en 
medio ácido (pH 3-5 durante 1-3 h), lo que hace posible su supervivencia en el tubo 
digestivo.
Los enterovirus son excretados abundantemente y regularmente a través de las 
heces (hasta 1010 partículas por gramo de material fecal), y su presencia en las aguas 
contaminadas puede proporcionar mucha información sobre la circulación de los 
diferentes serotipos de estos virus en la comunidad. Diversos estudios han demostrado 
la distribución estacional de los enterovirus en las aguas contaminadas y su persistencia 
durante períodos de tiempo prolongados (Melnick, 1984). Además, su resistencia a 
procesos de tratamiento de aguas, hacen que puedan encontrarse en el efluente en 
concentraciones similares a las iniciales.
La vía de entrada al organismo varía según el virus y la patología producida. La
infección puede producirse por vía fecal-oral, respiratoria-oral, a través de secreciones
oculares y respiratorias, o a través de lesiones en la piel.
Se han descrito una gran diversidad de serotipos que pueden circular al mismo 
tiempo entre la población de un área determinada, y variaciones anuales y estacionales
en la abundancia relativa de los diferentes serotipos (Hovi et al., 1996), pudiendo 
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aparecer de forma cíclica. Se han reconocido 66 serotipos diferentes de Enterovirus que 
se han clasificado en 5 grupos basándose en la patogenicidad en animales de 
experimentación. Los enterovirus son ubicuos en las zonas tropicales y subtropicales. 
En zonas cálidas donde existen unas condiciones higiénico-sanitarias deficientes, el 
grado de infección en niños puede superar el 50% (Melnick, 1984), apareciendo durante 
todo el año. En áreas de clima templado suelen encontrarse a finales del verano y 
principios del otoño. Los niños son los primeros individuos diana y actúan como 
vehículo de dispersión de la infección. Esta suele producirse fácilmente en el ámbito 
familiar o en comunidades cerradas, dónde el grado de infección puede superar el 80%. 
Al mejorar las condiciones sanitarias en una comunidad, se limita la dispersión de los 
enterovirus, aumentando así la población no inmunizada durante la niñez, que 
constituyen un grupo susceptible de infección durante la edad adulta.
La estrategia adoptada por la Organización Mundial de la Salud para la erradicación 
de la poliomielitis se basa en la inmunización masiva (Dowdle y Birmingham, 1997; 
Minor, 2000). Los patrones epidemiológicos de la poliomielitis se han alterado en la 
mayor parte del mundo a raíz del inicio de la vacunación a partir de 1955 consiguiendo 
eliminar los casos producidos por cepas salvajes en muchos países, incluyendo el 
continente americano (Robbins y de Quadros, 1997).
                                   
Figura 1.13: Fotografía de microscopía electrónica de transmisión de Poliovirus. Barra: 




Figura 1.14: Organización genómica de EV. Se indican las distintas regiones dentro de 
cada ORF y las proteínas codificadas por las mismas. (Obtenida de 
www.expasy.ch/viralzone/).
A pesar de estas medidas, la poliomielitis sigue siendo endémica en algunas partes 
del mundo, dónde ocurren miles de casos anualmente. Los marcadores epidemiológicos 
de la enfermedad producida por enterovirus se basan en la aparición de síntomas 
clínicos asociables con patologías típicas causadas por estos virus. La información sobre 
la abundancia relativa de los diferentes serotipos de enterovirus que circulan en la 
población se basa en el aislamiento e identificación de los virus a partir de especímenes 
clínicos (Hovi et al., 1996; Grabow et al., 1999). Sin embargo, en muchas ocasiones las 
infecciones son subclínicas o están producidas por cepas no citopatogénicas. Como 
marcadores de la presencia de infecciones en la población deberían incluirse, además, la 
prevalencia de virus en las heces de personas sanas y en las aguas residuales de la zona.
1.6.3.3. Kobuvirus
Aichi virus (AiV) es un virus de pequeño tamaño de unos 30 nm de diámetro, que 
fue reconocido por primera vez en Japón en el año 1989 como agente causal de 
gastroenteritis no bacteriana en humanos asociada al consumo de ostras (Yamashita et 
al., 1991, 1993, 1995; Goyer et al., 2008). Este virus se clasifica dentro del género 
Kobuvirus dentro de la familia Picornaviridae (Yamashita et al., 1998).  Kobu en 
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japonés significa bulto y hace referencia a las características morfológicas de la 
partícula viral (Figura 1.15). 
Figura 1.15: Fotografía de microscopía electrónica de transmisión de Aichi virus. Barra: 
50 nm (Obtenida de “The Springer Index of Viruses”).
El genoma completo de Aichi virus fue publicado en 1998 (Yamashita et al., 1998) 
y mostró que es una molécula de RNA monocatenaria de sentido positivo con 8.251 
bases, sin incluir la cola de poly(A) (Figura 1.16). Contiene una gran ORF de 7.302 
nucleótidos que codifica un precursor potencial de una poliproteína de 2.433 
aminoácidos (Yamashita et al., 1998). En el año 2000, se desarrolló un método de RT-
PCR para la detección de Aichi virus y se realizó un análisis genético con las secuencias 
de RNA de 519 pb correspondientes a la región que se sitúa entre el extremo C terminal 
de la región 3C y el extremo N terminal de la región 3D. Como resultado, los aislados 
de Aichi virus se dividieron en dos grupos: grupo 1 correspondiente al genotipo A y el 
grupo 2 correspondiente al genotipo B (Yamashita et al., 2000) que presentan 
aproximadamente un 90% de homología (Yamashita et al., 2000).
Además del significado de Aichi virus como posible patógeno humano, estudios 
previos demostraron que este virus tiene algunas características moleculares únicas en 
comparación con otros picornavirus (Yamashita et al., 1998). La mayoría de los 
picornavirus presentan 4 proteínas capsidales (VP1-VP4) (Rueckert, 1996), y la 
fragmentación de la proteína precursora VP0 en las proteínas VP4 y VP2 ocurre en el 
ensamblaje tardío de la cápside (Hellen y Wimmer, 1992). Por el contrario,  el precusor 
VP0 de Aichi virus está presente en las partículas maduras sin estar fragmentado en las 
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proteínas VP4 y VP2 (Yamashita et al. 1998), tal como se encuentra en los 
paraechovirus (Hyypia et al., 1992; Stanway et al., 1994). Las funciones de las 
proteínas 2A y L son diversas entre los picornavirus. Se sabe que algunas de ellas 
presentan actividad proteolítica. Las proteínas L y 2A de Aichi virus no tienen función 
proteasa o autocatalítica y sus funciones están relacionadas con el control de la 
proliferación celular (Hughes y Stanway, 2000). Más concretamente, estas proteínas 
están relacionadas con la replicación del RNA viral, la producción de partículas virales 
infectivas y con la encapsidación (Sasaki et al., 2001, 2003). 
Figura 1.16: Organización genómica de Kobuvirus. Se indican las distintas regiones 
dentro de cada ORF y las proteínas codificadas por las mismas (Obtenida de 
www.expasy.ch/viralzone/).
Sin embargo, hay pocos estudios de campo de Aichi virus y su impacto en la salud 
humana. La mayoría de estos estudios se han realizado en Asia ya que la mayoría de las 
detecciones se produjeron en Japón (Yamashita et al., 1993), en Paquistán, en turistas 
procedentes del sureste de Asia (Yamashita et al., 1995) y en pacientes de Bangladesh, 
Tailandia y Vietnam (Pham et al., 2007). También se ha identificado el virus en Brasil, 
Alemania y Francia (Sasaki et al., 2001, 2003; Sasaki y Taniguchi, 2003; Nagashima et 
al., 2003, 2005; Oh et al., 2006; Le Guyader et al., 2008; Goyer et al., 2008). 
El primer estudio de seroprevalencia fue realizado en Japón y mostró que este virus 
es bastante frecuente (Yamashita et al., 1993). Otros estudios realizados en Europa 





En 1973, Bishop y colaboradores describieron un virus en forma de rueda tras la
observación al microscopio electrónico de cortes de intestino delgado procedentes de
niños con gastroenteritis (Bishop et al., 1973). No obstante diez años antes, en 1963, se 
habían encontrado en la mucosa intestinal de ratones con diarrea unos virus con una 
morfología similar. El virus aislado de los ratones fue llamado virus de la diarrea
epizoótica de ratones lactantes (epizootic diarrea of infant mice, EDIM) (Adams y 
Kraft, 1963). En ese mismo año, Malherbe y Harwin (1963) aislaron partículas víricas a 
partir del tejido rectal de un mono vervet (Cercopithecus aethiops) sano. El virus fue 
llamado SA11, del inglés simian agent 11. Este aislado pudo ser propagado en una línea 
celular procedente de la misma especie de simio. Pocos años después, Mebus y 
colaboradores demostraron la presencia de otro virus de tamaño y morfología similares 
a los descritos anteriormente en heces de terneros con diarrea (Mebus et al., 1969). El 
virus aislado por Mebus también pudo ser propagado en células fetales bovinas (Mebus 
et al., 1971).
Debido a su morfología en forma de rueda, estos nuevos virus causantes de
gastroenteritis fueron llamados rotavirus, del término en latín rota que significa rueda.
Finalmente, en 1979, Mathews estableció el género rotavirus e incorporó este
nuevo género a la familia Reoviridae (Mathews, 1979). Esta familia, que engloba  una 
serie de virus que están ampliamente distribuidos en la naturaleza, está compuesta por 
virus de estructura icosaédrica sin envoltura lipídica cuya cápside está formada por 
capas concéntricas de proteínas con un diámetro de entre 60 y 80 nm. El genoma está
compuesto por ARN de doble cadena (ARNbc) que se encuentra dividido en 10 a 12
segmentos, lo que permite que ocurran recombinaciones y reorganizaciones genéticas. 
La replicación de los virus pertenecientes a la familia Reoviridae ocurre en el 
citoplasma celular, en unas estructuras subcelulares ricas en proteínas víricas llamadas 
viroplasma. Dentro de esta familia se engloban los géneros Orthoreovirus, Orbivirus, 
Rotavirus, Coltivirus, Seadornavirus, Aquareovirus, Idnoreovirus, Cypovirus, Fijivirus, 
Phitoreovirus, Oryzavirus y Micoreovirus. De entre éstos, sólo los cuatro primeros 
infectan a humanos y vertebrados terrestres, mientras que los restantes géneros infectan 
a plantas, insectos y peces.
Los rotavirus son virus no envueltos con morfología icosaédrica y un tamaño que
oscila entre 65 y 75 nm. La cápside está formada por tres capas proteicas concéntricas. 
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La capa más interna forma el core que engloba el genoma vírico y los enzimas 
encargados de la replicación del RNA (Figura 1.17).
Figura 1.17: Fotografía de microscopía electrónica de transmisión de heces humanas 
con RV. Barra: 50 nm (Obtenida de “The Springer Index of Viruses”).
El genoma de rotavirus está compuesto por 11 segmentos de RNA bicatenario,
numerados del 1 al 11 tras su separación electroforética (Figura 1.18). Cada segmento 
codifica al menos para una proteína. Debido a que las células eucarióticas no poseen 
ningún enzima RNA polimerasa RNA dependiente, los segmentos del genoma de 
rotavirus no son infectivos en ausencia de la RNA polimerasa viral. Una de las 
principales características de rotavirus y debido a la presencia de 11 segmentos 
genéticos es el proceso de reassorting: cuando una misma célula es infectada por más 
de una cepa de rotavirus éstas pueden intercambiar fragmentos genéticos, dando lugar a 
nuevas cepas víricas.
Otras características distintivas de los rotavirus son que el tratamiento de los 
rotaviriones con proteasas incrementa considerablemente su infectividad y que las 
partículas virales en formación adquieren una envoltura lipídica transitoria durante su
paso por el retículo endoplasmático ya que la liberación de la progenie vírica ocurre por 




Figura 1.18: Organización genómica de Rotavirus. Se indican las distintas regiones 
dentro de cada ORF y las proteínas codificadas por las mismas (Obtenida de 
www.expasy.ch/viralzone/).
La clasificación de rotavirus en grupos se basa principalmente en características
antigénicas de la proteína VP6. Hasta el momento se han descrito cinco grupos 
antigénicos diferentes nombrados de la A a la E y dos grupos adicionales (F y G) que 
todavía no han sido incluidos (Estes y Kapikian, 2007; Raming et al., 2005). Los grupos 
A, B y C han sido aislados tanto en humanos como en animales, mientras que los 
grupos D y E han sido aislados únicamente de animales (Kapikian et al., 2001). El 
análisis de la secuencia nucleotídica de sus segmentos genómicos ha permitido 
identificar diferentes genotipos virales dentro de un mismo serotipo (Matthijnssens et 
al., 2008a, 2008b).
Numerosos estudios epidemiológicos han puesto de manifiesto que los rotavirus 
son la primera causa de gastroenteritis humana, afectando fundamentalmente a 
individuos jóvenes y de países poco desarrollados, lo que ha propiciado un estudio 
exhaustivo de estos virus por parte de los virólogos moleculares. No obstante, los 
rotavirus del grupo A son los causantes de la mayoría de las infecciones por rotavirus en 
humanos. Debido a las dificultades intrínsecas de las técnicas serológicas utilizadas para 
la clasificación de los rotavirus del grupo A y la introducción de las técnicas 
moleculares, se estableció una nueva clasificación basada directamente en las 
secuencias de los genes VP7 y VP4. Hasta el momento se conocen 16 genotipos G y 27
genotipos P (Fukai et al., 2007; Parra et al., 2007). Para la proteína VP7 existe una clara
correlación entre genotipos y serotipos (Gouvea et al., 1990). La nomenclatura de los
rotavirus del grupo A se ha consensuado de forma que en primer lugar se describe el
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genotipo G y posteriormente el genotipo P entre corchetes. Estudios genotípicos han 
indicado que cinco combinaciones G-P (G1P[8], G2P[4], G3P[8], G9P[8] y G4P[8]) 
agrupan el 90% de los casos producidos en humanos en todo el mundo (Santos y 
Hoshino, 2005).
Los rotavirus del grupo A se asocian típicamente a diarrea en niños y animales
jóvenes. El serogrupo B ha producido epidemias anuales de diarrea grave en adultos en 
China (Hung et al., 1983, Su et al., 1986, Wang et al., 1985) y en la India (Krishnan et 
al., 1999), y brotes de diarrea en recién nacidos en China (Mackow, 1995).  También se 
han detectado cepas del grupo C, en casos esporádicos de niños con diarrea (Jiang et al.,
1995, Mackow, 1995, Otsu, 1998, Penaranda et al., 1989, Rodger et al., 1982) y en 
varios brotes (Caul et al., 1990, Hamano et al., 1999, Matsumoto et al., 1989).
1.7. Epidemiología de las enfermedades asociadas al consumo de 
moluscos bivalvos
A pesar del gran número de virus transmitidos por la ruta fecal-oral, muchos de los 
cuales pueden contaminar moluscos bivalvos o las aguas de cultivo de los mismos, 
solamente unos pocos se han relacionado epidemiológicamente con la aparición de 
enfermedades tras el consumo de moluscos bivalvos u otros mariscos. Las 
enfermedades descritas se ciñen a gastroenteritis y hepatitis.
1.7.1. Gastroenteritis vírica
La gastroenteritis está reconocida, desde hace muchos años, como una de las 
consecuencias clínicas comunes del consumo de mariscos contaminados (Richards, 
1985; Rippey, 1994; Mead et al., 1999; Lees, 2000). Los síntomas clínicos son similares 
en la mayoría de los casos y se describen típicamente como gastroenteritis leves, que 
pueden incluir diarrea y vómitos, que comienzan 24-28 horas tras la ingestión del 
producto contaminado, presentan una duración de 2 días y que muy raramente requieren 
cuidados médicos. Desde los últimos casos de fiebre tifoidea en los años cincuenta del 
pasado siglo, en muy pocas ocasiones se han identificado bacterias como causa de 
enfermedad entérica tras la ingestión de moluscos, y la gran mayoría de los casos se 
clasifican como gastroenteritis no bacteriana. De hecho, hasta la década de los 70 las 
Introducción
51
investigaciones de laboratorio no pudieron detectar un agente causal en la gran mayoría 
de los incidentes de este tipo. Sin embargo, los síntomas clínicos eran característicos de 
gastroenteritis viral, similares a los producidos por los norovirus, y hoy en día se piensa 
que estos agentes son la causa más importante de las gastroenteritis asociadas al
consumo de moluscos (Tabla 1.3).
El primer caso documentado de la asociación entre consumo de moluscos y un brote de 
gastroenteritis viral ocurrió en el invierno de 1976/77 en Gran Bretaña (Tabla 1.4),
cuando tras el consumo de berberechos cocidos se detectaron 33 incidentes que 
afectaron a más de 800 personas (Appleton y Pereira, 1977). En las heces de una gran 
proporción de los pacientes se detectaron por microscopía electrónica pequeñas 
partículas virales redondeadas, similares a las observadas en los casos de la 
“enfermedad de vómitos invernal”. Posteriormente los mismos autores examinaron 
material clínico de 9 casos independientes de gastroenteritis asociada al consumo de 
moluscos, detectando partículas virales similares en el 90% de las muestras. Esta 
evidencia indicó por primera vez la probable significación del virus en las infecciones 
transmitidas por moluscos en Gran Bretaña (Appleton et al., 1981). Un año más tarde,
en verano  de  1978,  un  gran  brote  de  gastroenteritis  asociada  al consumo de ostras 
se produjo en Sydney (Australia) (Tabla 1.4), afectando a más de 2000 personas 
(Murphy et al., 1979). Las investigaciones realizadas no encontraron ninguna bacteria 
en las muestras, pero sí se observaron, por microscopía electrónica en las heces de 
algunos pacientes, unas partículas similares a los parvovirus. Posteriormente se 
identificó estas partículas como virus de Norwalk, demostrando por vez primera la 
implicación de este virus en un caso de enfermedad entérica por consumo de moluscos. 
Este brote se asoció a una contaminación ocasional de la zona de cultivo de las ostras 
por aguas residuales tras un período de fuertes lluvias. De hecho, ostras congeladas 
procedentes de la misma zona fueron la causa de otro brote en Darwin (Australia) 
(Tabla 1.4) en diciembre de 1978 donde, de nuevo, se detectó el virus de Norwalk en las 
heces de los pacientes por técnicas serológicas y microscópicas (Linco y Grohmann, 
1980). Estudios posteriores, consistentes en ensayos de consumo de moluscos 
contaminados experimentalmente, realizados en Australia con voluntarios demostraron 






Desde estos primeros estudios se han publicado numerosos casos y ejemplos de brotes 
de gastroenteritis asociados al consumo de moluscos causados por norovirus (Richards, 
1985; Jaykus et al., 1994; Rippey, 1994; Mead et al., 1999; Le Guyader et al., 2003, 
2006; Ng et al., 2005; Sasaki et al., 2006; Webby et al., 2007). En EEUU, los primeros 
casos documentados datan de 1980 en el Estado de Florida, con varios individuos 
afectados tras el consumo de ostras (Guun et al., 1982). Posteriormente, en 1982, la 
situación se describió como de proporciones epidémicas con 103 brotes y más de 1000 
personas infectadas tras el consumo de almejas u ostras sólo en el Estado de Nueva 
York (Morse et al., 1986) (Tabla 1.4). El virus de Norwalk se consideró el agente causal 
en base a la sintomatología clínica, datos de seroconversión en los pacientes y detección 
de este virus en los moluscos por radioinmunornsayo (RIA). Los moluscos provenían de 
varios estados del noreste de EEUU y, de nuevo, la fuente de contaminación eran las 
aguas residuales tras períodos de fuertes lluvias.
Estos y otros brotes ocurridos en la década de los 80, propiciaron la importación en 
EEUU de moluscos depurados procedentes de países europeos, principalmente Gran 
Bretaña. Sin embargo, almejas importadas de este país, fueron responsables de al menos 
14 brotes independientes de gastroenteritis, afectando a más de 2.000 personas entre 
Nueva York y Nueva Jersey, en un período de tres meses durante 1983 (Richards, 1985)
(Tabla 1.4). Sólo uno de estos brotes afectó a más de 1.100 individuos tras consumir 
almejas en un picnic. En Gran Bretaña también aparecieron casos de gastroenteritis,
causados por norovirus asociados a moluscos depurados. Así, en 1983, ostras que 
habían sido depuradas durante 72 horas fueron las responsables de un brote que afectó a 
más de 300 personas (Gill et al., 1983), con una incidencia del 79% entre los individuos 
que habían consumido moluscos (Tabla 1.4). En años posteriores hubo más evidencias 
en Europa de la asociación de brotes de gastroenteritis y moluscos depurados 
(principalmente ostras) (Heller et al., 1986; Chalmers y Mcmillan, 1995; Perrett y 
Kudesia, 1995; Ang, 1998, Le Guyader et al., 2003, 2006).
Hasta la fecha, siguen surgiendo brotes de gastroenteritis viral asociados al 
consumo de ostras y otros moluscos bivalvos en un gran número de países. Los 
incidentes varían en tamaño y significación, pero los norovirus son invariablemente la 
causa principal en todos ellos.
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1955 Suecia Ostras 629 HAV
1961 EEUU Ostras 84 HAV
EEUU Almejas 459 HAV
EEUU Ostras 31 HAV
1963 EEUU Almejas 252 HAV
1964 EEUU Almejas 166 HAV
EEUU Almejas 43 HAV
1969 EEUU Ostras 13 HAV
1973 EEUU Ostras 293 HAV
1976 Gran Bretaña Berberechos 797 NoV
1979 Gran Bretaña Mejillones 41 HAV
Australia Ostras >2000 NoV
Australia Ostras 150 NoV
1982 EEUU Almejas 441 NoV
EEUU Almejas 659 NoV
EEUU Ostras 230 NoV
1983 EEUU Almejas 84 NoV
Gran Bretaña Ostras 181 NoV
1984 Italia Mejillones >75 HAV
1988 EEUU Ostras 61 HAV
China Almejas >300.000 HAV
1991 Canadá Ostras >200 NoV
Francia Ostras 800 HAV
1993 EEUU Ostras 190 NoV
1996 EEUU Ostras 75 NoV
EEUU Ostras 153 NoV
1999 España Almejas 184 HAV
2005 EEUU Ostras 39 HAV
Los datos moleculares han mostrado que los pacientes pueden sufrir infecciones 
mixtas por cepas de los dos genotipos de norovirus tras la ingestión de moluscos (Ando 
et al., 1995; Sugieda et al., 1996). También se han detectado ambos genogrupos en una 
misma partida de moluscos procedente de un área contaminada. Por otro lado, se han 
detectado casos de gastroenteritis seguida de hepatitis en los mismos pacientes 
(Richards, 1985; Halliday et al., 1991), lo que indica la existencia de contaminaciones 
mixtas norovirus/virus de la hepatitis A en los moluscos asociados con dichos brotes. 
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También hay casos documentados de coinfección por norovirus y astrovirus (Caul, 
1996b). Parece posible, por tanto, que los moluscos recolectados de áreas contaminadas 
puedan presentar un cóctel de virus y que los pacientes se puedan infectar de forma 
simultánea con diferentes tipos virales. Este hecho podría contribuir a los elevados 
niveles de incidencia, a veces incluso del 100%, observados en algunos brotes de
norovirus. La inmunidad frente a norovirus es de corto plazo y específica de cepa (Jiang 
et al., 1996a). Dada la gran variabilidad demostrada dentro de los norovirus, la 
inmunidad desarrollada no protegería frente a nuevas infecciones. Estos hechos ponen 
de manifiesto el papel potencial de los moluscos como vehículo de diseminación de 
cepas de norovirus, especialmente en la actualidad cuando el comercio internacional de 
productos alimentarios, incluidos los moluscos, aumenta día a día.
1.7.2.  Hepatitis infecciosa
La hepatitis A es la infección viral más grave asociada al consumo de marisco (Lees, 
2000), ya que puede ocasionar incluso la muerte de los afectados. El primer caso 
documentado de un brote de hepatitis asociado al consumo de bivalvos data de 1955
cuando 629 personas se vieron afectadas tras la ingestión de ostras crudas en Suecia 
(Roos, 1956) (Tabla 1.4). Desde esa fecha, muchos casos de infecciones por el virus de 
la hepatitis A se han relacionado con el consumo de moluscos bivalvos en todo el 
mundo (Richards, 1985; Jaykus et al., 1994; Rippey, 1994). De forma ocasional, los 
brotes adquieren una escala epidémica (Tabla 1.4). La ilustración más gráfica de este 
hecho es quizás el brote de hepatitis A ocurrido en Shanghai (China) en 1988 donde 
alrededor de 300.000 casos pudieron relacionarse con el consumo de almejas obtenidas 
de un área contaminada con aguas residuales (Halliday et al., 1991; Tang et al., 1991). 
Este es el mayor brote de enfermedad asociado a alimentos ocurrido hasta la fecha. 
En EEUU también se han descrito varios casos de brotes de hepatitis A asociados al 
consumo de bivalvos (Richards, 1985; Rippey, 1994). Así, entre 1961 y 1964 más de 
1000 casos de hepatitis A relacionados con el consumo de ostras o almejas se 
registraron en diferentes estados americanos (Richards, 1985). Los brotes más graves 
ocurrieron en 1973, cuyo origen demostrado fue una partida de ostras de Louisiana 
(Glaas et al., 1996a),  en 1988, también asociado por el consumo de ostras esta vez con 
origen en Florida (Desenclos et al., 1991) (Tabla 1.4), en 1996  2 brotes de nuevo por 
ostras en Lousiana (Berg et al., 2000) y más recientemente, en el año 2005, también por 
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ostras en Mississippi (Shieh et al., 2007). El brote de Louisiana de 1973 se atribuyó a 
una contaminación por aguas residuales de las áreas de producción de bivalvos por una 
crecida del río Mississippi, mientras que en el caso del brote de Florida (que afectó a 
varios estados), las ostras provenían de recolecciones ilegales de áreas prohibidas. En el 
caso de Louisiana de 1973, las ostras cumplían todos los requisitos sanitarios de las 
autoridades americanas y se sospecha, por evidencias indirectas, que las ostras 
retuvieron el virus durante al menos 6 semanas tras la contaminación (Desenclos et al.,
1991).
La relación de estos brotes con el consumo de moluscos se realizó por datos 
epidemiológicos, aunque en el caso de Florida el virus pudo detectarse en las áreas de 
recogida de las ostras por técnicas moleculares (Desenclos et al., 1991) y en el caso de 
Shanghai por aislamiento en primates (Li et al., 1992). 
También existen descripciones de brotes de hepatitis A en Japón (Fujiyama et al., 
1985), Australia (Conaty et al., 2000) y en diferentes  países europeos como Gran 
Bretaña (Bostock et al., 1979; Sockett et al., 1985), Italia (Mele et al., 1986; Malfait et 
al., 1996), Francia (Apairemarchais et al., 1995) y España (Bosch et al., 2001). 
A pesar de los casos mencionados, los brotes de hepatitis A son menos frecuentes 
que los brotes de otras manifestaciones clínicas, en concreto gastroenteritis. También es 
de destacar el elevado número de afectados en muchos de los brotes de hepatitis A. El 
largo período de incubación de la hepatitis A (4 semanas por término medio) hace muy 
difícil demostrar la implicación de un alimento concreto en la aparición de casos 
individuales o esporádicos. En la mayoría de los casos, el alimento no está disponible 
para su evaluación y el historial de consumo no es concluyente. Así, de modo general, 
los brotes de hepatitis A se clasifican en dos categorías: i) los grandes brotes en los que 
existe un vehículo de infección común y evidente y, ii) las infecciones esporádicas 
donde el alimento que actúa como vector sólo puede evidenciarse con una investigación 
epidemiológica seria y diligente. Esta investigación epidemiológica es más la excepción 
que la regla, por lo que la asociación de moluscos bivalvos con casos esporádicos de 
hepatitis A está probablemente subestimada (Rippey, 1994).
La investigación seroepidemiológica retrospectiva puede ayudar a identificar los 
factores de riesgo para las infecciones por el virus de la hepatitis A y el papel del 
consumo de moluscos en el contexto general de la enfermedad. En un estudio realizado 
hace algunos años en EEUU entre pacientes afectados por hepatitis infecciosa de 10 
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hospitales de Boston, el consumo de moluscos crudos se reveló como un factor de 
riesgo tan significativo como el contacto con personas con ictericia (Koof et al., 1967). 
En un estudio alemán entre 1968 y 1971,  el consumo de marisco pudo relacionarse con 
hepatitis en el 19% de los pacientes atendidos en una clínica de Frankfurt (Stille et al., 
1972). Datos similares se obtuvieron en un estudio realizado en Gran Bretaña que 
mostró una correlación entre hepatitis infecciosa y consumo de berberechos en el 25% 
de los casos (O´Mahony et al., 1983). Otro estudio, esta vez llevado a cabo en Japón 
entre 1976 y 1985 (Kiyosawa et al., 1987), mostró que en 651 pacientes con hepatitis 
viral aguda los principales factores de riesgo fueron el consumo de marisco crudo (11%) 
y el contacto con una persona enferma (10%). Asimismo, estudios en Italia han 
identificado de forma consistente el consumo de moluscos bivalvos como uno de los 
principales factores de riesgo para la adquisición de una infección por el virus de la 
hepatitis A (Mele et al., 1990, 1991). Estudios más recientes indican que los moluscos 
pueden ser responsables de alrededor del 70% de los casos de hepatitis A en Italia 
(Salamina y D´Argenio, 1998). Todos estos resultados indican que los bivalvos pueden 
ser importantes vehículos de transmisión del virus tanto en casos esporádicos como en 
brotes epidémicos. 
Un rasgo común de la hepatitis A en los países desarrollados, revelado por los 
estudios seroepidemiológicos, es la disminución de la incidencia de las infecciones por 
este virus (Mele et al., 1990; Koff, 1995; Gdalevich et al., 1998; Dal-Ré et al., 2000). 
Los niveles de seropositividad en las poblaciones adultas son actualmente mucho más 
elevados que en los jóvenes. En las áreas endémicas, la hepatitis A se sufre 
generalmente en la niñez, cuando la enfermedad presenta una forma más suave o 
subclínica, y normalmente se adquiere por contacto directo. En muchos países 
desarrollados, la disminución de esta exposición endémica al virus durante la niñez, 
hace que la población adulta sea susceptible a la adquisición de la infección a través de 
vehículos como agua o alimentos contaminados, o bien durante viajes a zonas 
endémicas de la enfermedad (Armigliato et al., 1986; Pebody et al., 1998).
Aunque las infecciones con el virus de la hepatitis A asociadas al consumo de 
bivalvos pueden ser poco frecuentes en la actualidad en algunos países desarrollados, la 
vigilancia continua es importante. Recientemente, se ha producido en España un brote 
epidémico de la enfermedad asociado al consumo de almejas procedentes de una 
importación de Perú (Bosch et al., 2001) que afectó aproximadamente a 200 personas. 
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Estudios posteriores (Romalde et al., 2001), demostraron que las importaciones de 
moluscos, aunque cumplan los estándar sanitarios bacterianos exigidos por la 
legislación actual, pueden actuar como un vehículo importante de reintroducción del 
virus de la hepatitis A en áreas no endémicas, especialmente si dichas importaciones 





En base a lo expuesto en la Introducción, a la importancia socioeconómica del 
cultivo de moluscos en España, y especialmente en Galicia, así como al creciente 
comercio a nivel global de las distintas especies de moluscos desde otras áreas 
geográficas, los objetivos que nos propusimos alcanzar en las distintas partes de este 
trabajo son:
• Evaluación de kits comerciales para extracción de RNA viral y 
amplificación por RT-PCR, e influencia de los cebadores para la detección 
de virus entéricos a partir de muestras de tejido digestivo de moluscos. 
• Determinación de la contaminación vírica (virus entéricos y bacteriófagos 
RNA F+) y bacteriana (E. coli) en moluscos bivalvos procedentes de la Ría 
de Vigo durante un período de 3 años. Comparación entre los resultados 
obtenidos de las muestras cultivadas y silvestres.
• Estudio de la eliminación de virus entéricos, E. coli, así como otros posibles 
indicadores de contaminación viral (bacteriófagos RNA F+) en distintos 
procesos de depuración comercial. 
• Evaluación de la contaminación viral existente en moluscos importados 






On the basis of the stated in the Introduction section, the socioeconomic importance 
of the shellfish culture in Spain, and especially in Galicia, as well as the increasing 
global trade of the different mollusc species from different geographic areas, the main 
objectives of this work are: 
• Evaluation of different commercial kits for viral RNA extraction and RT-
PCR amplification, and the influence of primer sets for the detection of 
enteric viruses in shellfish tissue samples.
• To determine virological (enteric viruses and RNA F+ bacteriophages) and 
bacteriological contamination (E. coli) in bivalve shellfish from the Ría de 
Vigo (NW Spain) during a 3-years period. Comparison between cultured 
and wild samples.
• Studies of the elimination of enteric viruses, E. coli, and other possible 
indicators of virological contamination (RNA F+ bacteriophages) during 
commercial depuration processes.
• Evaluation of viral contamination in imported shellfish from developing 
areas.

3. Utilidad de kits comerciales en la 
detección de virus entéricos en 
moluscos. Selección de parejas de 






La detección de virus entéricos en moluscos implica la extracción y concentración 
de las partículas virales a partir de los tejidos del animal, debido a la baja concentración 
en que aparecen en este tipo de muestras. Los métodos basados en el cultivo celular no 
siempre son útiles ya que, muchas de las cepas silvestres no son capaces de infectar 
dichos cultivos, necesitándose adaptaciones previas del virus para lograr su crecimiento. 
(Pintó y Bosch, 2008).
Aunque hoy en día ya se ha conseguido el crecimiento en cultivos celulares de 
cepas tanto de HAV (Konduru y Kaplan, 2006) como de NoV (Straub et al., 2007), los 
métodos moleculares aparecen como las técnicas apropiadas para la detección rápida 
necesaria para proporcionar un sistema de control rutinario de la salubridad de los 
moluscos. La hibridación, la transcripción in situ, o la reacción en cadena de la 
polimerasa (PCR) son técnicas rápidas, sensibles y específicas, que se han utilizado en 
el análisis de muestras ambientales (Romalde, 1996).
Una de las primeras técnicas desarrolladas fue la hibridación de ácidos nucleicos, 
que utiliza sondas de cDNA o ssRNA, marcadas radioactiva y no radioactivamente, para 
evidenciar el genoma viral en un extracto de ácidos nucleicos obtenidos a partir del 
concentrado de una muestra (Jiang et al., 1989; Zhou et al., 1991; Le Guyader et al., 
1993; Romalde, 1996).
La amplificación de los ácidos nucleicos es el método más comúnmente usado en la 
detección de virus a partir de alimentos (Pintó y Bosch, 2008). La PCR se basa en la 
síntesis de secuencias de ácidos nucleicos específicas de forma repetitiva, consiguiendo 
su amplificación, y por tanto su detección. El evidente aumento en la sensibilidad que 
supone esta técnica elimina las restricciones que hasta ahora había en el estudio de 
muestras naturales, dado su bajo nivel de concentración de partículas virales (Atmar et 
al., 1993; Deng et al., 1994; Chung et al., 1996, Notomi, et al., 2000; Jean et al., 2001, 
2004; Fukuda et al., 2006). También posibilita el análisis de virus difíciles de identificar 
rutinariamente en cultivo celular, como HAV (Green y Lewis, 1999). De todas formas, 
con la técnica de la PCR es necesaria la concentración y extracción previa del ácido 
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nucleico, así como la eliminación de inhibidores de la reacción presentes en las 
muestras (Traore et al., 1998).
La transcripción reversa (RT), paso previo necesario para los virus RNA, unida a la 
PCR (RT-PCR) ha demostrado ser una buena herramienta para la detección de los 
principales virus entéricos, debido a su elevada sensibilidad y especificidad, siendo así 
utilizada con gran éxito para la detección de HAV y AsV tanto en muestras de heces, 
agua marina y moluscos (Kurtz y Lee, 1987; Yamashita et al., 1991; Oishi et al., 1994; 
Marx et al., 1997). Sin embargo, estos métodos moleculares son complejos, con gran 
diversidad, muy poco estandarizados y con cierta restricción a unos cuantos laboratorios 
especializados. Las cuestiones acerca de la calidad y estandarización, así como la 
simplificación y automatización de estos procedimientos moleculares, son requisitos 
previos a que estos métodos  puedan utilizarse rutinariamente para la monitorización de 
moluscos.
Para ello sería necesaria la elección de unos métodos apropiados de concentración 
viral, una buena extracción del ácido nucleico y una amplificación del RNA con alta 
especificidad y sensibilidad. Además la utilización de ciertos kits específicos, haría más 
sencilla la posibilidad de estandarización de todos estos pasos entre los distintos 
laboratorios.
Aparte de la variabilidad que se genera entre los diferentes procedimientos de 
extracción de ácidos nucleicos y de RT-PCR, la selección de una pareja de cebadores 
específicos apropiada es esencial para una detección fiable de virus entéricos a partir de 
muestras de moluscos. Se han publicado diferencias en la especificidad y/o sensibilidad 
en los procedimientos de detección dependiendo de los cebadores utilizados (Marx et 
al., 1997). Además, la selección de una región diana adecuada dentro del genoma viral y 
el diseño fidedigno de una pareja de cebadores son también puntos críticos en el 
desarrollo de un buen protocolo de detección viral. 
Debido a ello, en este capítulo se han evaluado las eficiencias de algunos kits
comerciales de extracción y RT-PCR para la detección de HAV a partir de muestras de 
tejido digestivo de mejillón (hepatopáncreas), así como la eficiencia de distintas parejas 




3.2. Material y métodos
3.2.1. Stock y título viral
El clon 18f de la cepa HM-175 del virus de la hepatitis A (Lemon et al., 1991), 
adaptado a cultivo celular, se obtuvo de la Colección Americana de Cultivos Tipo 
(American Type Cell Cultures, ATCC). Este clon produce fácilmente placas de lisis en 
células hepáticas de feto de mono Rhesus (fetal Rhesus monkey kidney cells, FRhK-4) 
(Cromeans et al., 1987). Las células FRhK-4 se cultivaron hasta su confluencia con el 
medio mínimo esencial Eagle´s (Eagle´s MEM) suplementado con 15% de suero fetal 
de ternero, 15 mM HEPES, 2 mM L-glutamina, 1X aminoácidos no esenciales, 0,15% 
bicarbonato sódico y 100 UI-100 g/ml de penicilina-estreptomicina. El stock viral se 
consiguió a partir de las células infectadas lisándolas por congelación-descongelación 
tras la eliminación de los restos celulares por centrifugación.
El stock viral de HAV se tituló por ensayos en placa según el protocolo descrito por 
Mullendore et al. (2001), en el que se inocularon 100 l de diluciones decimales 
seriadas en capas de células confluentes FRhK-4 en placas de 60 mm (4-5 días de 
crecimiento). Estas capas celulares inoculadas se incubaron a 37ºC con un 5% de CO2,
rotando las placas suavemente cada 15-20 minutos para redistribuir el inóculo viral. 
Tras 80 minutos de incubación para que el virus se adsorba, se extrajo el inóculo y las 
monocapas celulares se lavaron con 3 ml de Eagle´s MEM suplementado con 3% de 
HEPES y 0,22% de bicarbonato sódico. Seguidamente se cubrieron las placas con una 
capa de 5 ml del medio completo Eagle´s MEM que contenía un 1% de agarosa 
(Seakem LE, FMC Co., Rockland, ME). Al séptimo día después de la inoculación, se 
añadió a cada placa una segunda sobrecapa de medio con agarosa idéntica a la primera, 
excepto que ésta última no llevaba rojo neutro en el medio sino que se le añadía 
directamente sobre la sobrecapa. Se observaron los cultivos durante los 4 días siguientes 
para ver la formación de las placas de lisis características.
 El título viral se expresó como el valor medio de tres experimentos independientes 
y fue de 1x106 ufp/ml.
El stock viral de AsV, fue donado por el Dr. Albert Bosch (Universidad de 
Barcelona). Este stock, perteneciente al serotipo 4, está adaptado al crecimiento en 
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cultivo celular. El virus se propagó en células CaCo-2, línea celular del adenocarcinoma 
humano de colon, según el protocolo descrito por Pintó et al., (1994). Estas células se 
cultivaron hasta su confluencia con el medio mínimo esencial Dulbeco´s (D-MEM) 
suplementada con 15% suero fetal de ternero, 15 mM HEPES, 2 mM L-glutamina, 1X 
aminoácidos no esenciales, 0,15% bicarbonato sódico y 100UI-100 g/ml de penicilina-
estreptomicina. El stock viral se obtuvo de las células infectadas lisándolas por 
congelación-descongelación tras eliminación de los restos celulares por centrifugación. 
Al igual que con el stock viral de HAV, el stock viral de AsV fue titulado por ensayos 
en placa según el protocolo descrito por Mullendore et al. (2001), obteniéndose un título 
de 1x107 ufp/ml.
3.2.2. Kits de RT-PCR
Para asegurar que el paso de RT-PCR no influenciaría los resultados obtenidos con 
los diferentes kits de extracción de RNA que también se evaluaron en este estudio, la 
primera parte de este trabajo consistió en la determinación de la sensibilidad de los 
distintos kits comerciales de RT-PCR para así poder elegir el procedimiento con el 
mejor límite de detección.
Para ello se realizaron diluciones decimales seriadas del stock de HAV desde una 
concentración de 106 hasta 10 ufp/ml en agua destilada estéril. La extracción del RNA 
se realizó mediante tratamiento térmico, calentando cada una de las muestras 
(diluciones seriadas del virus) durante 5 min a 95ºC. Un total de 10 l del RNA extraído 
se sometió a RT-PCR usando los siguientes kits comerciales: Access Introductory RT-
PCR System (Promega, Madison, WI, EEUU), Enhanced Avian RT-PCR Kit (Sigma, 
Madrid, Spain), Ready-To-GoTM RT-PCR Beads (Amersham Pharmacia Biotech, 
Barcelona, Spain), SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (Life Technologies, 
Barcelona, Spain), Quiagen® One-Step RT-PCR kit (Quiagen, Hilden, Germany) y 
TitanTM One tube RT-PCR Kit (Boehringer Manheim, Barcelona, Spain).
Para la comparación de estos kits comerciales, se realizó en paralelo el análisis de 
las muestras con el protocolo que se utilizaba de modo habitual en el laboratorio 
(Romalde et al., 2002) y se llevaron a cabo 4 experimentos independientes con cada uno 
de los kits con el fin de evaluar su reproducibilidad.
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En cualquiera de los casos, las amplificaciones se realizaron con la pareja de 
cebadores que amplifican la región VP1 del virus de la hepatitis A, el cebador reverso 
HAVp3 (5´-GGA AAT GTC TCA GGT ACT TTC TTT G-3´) y  el cebador directo 
HAVp4 (5´-GGT TTG CTC CTC TTT ATC ATG CTA TG-3´) (Atmar et al., 1995). 
Las reacciones de RT-PCR se llevaron a cabo, con pequeñas modificaciones, según el 
método descrito por Atmar et al. (1995).
La RT se realizó en un paso de 1 hora a 43ºC seguida por la PCR del cDNA 
obtenido, en el termociclador Eppendorf Mastercycler Personal con las siguientes 
condiciones: desnaturalización inicial de 5 min a 94ºC, 40 ciclos de amplificación 
consistentes en una desnaturalización a 94ºC durante 1 min, hibridación de los 
cebadores a 49ºC durante 80 seg y extensión a 72ºC durante 50 seg, con una extensión 
final de 15 min a 72ºC.
Se realizaron algunas variaciones en el programa de RT-PCR, para adecuarlo a lo 
recomendado por el fabricante, en dos de los kits estudiados: tanto en el TitanTM One 
tube RT-PCR Kit como en el Quiagen® One-Step RT-PCR kit se realizó el paso de RT 
durante 30 min a 50ºC. Además el kit de Quiagen también se tuvo que incluir un paso 
previo de desnaturalización a 95ºC antes del inicio de los ciclos de PCR, ya que la 
enzima de este kit es una hot-start Taq polimerasa.
En cada una de las pruebas de cada uno de los kits evaluados, así como las 
realizadas con el método clásico, se incluyeron controles positivos de RT-PCR 
consistentes en RNA obtenido de células FRhK-4 que habían sido infectadas con la 
cepa del HAV HM-175 y controles negativos que contenían agua bidestilada estéril en 
lugar del RNA extraído.
Una vez que se obtuvieron los amplificados, se realizó una electroforesis (100V, 1 
hora) de los productos en un gel de agarosa al 1,5% en tampón TAE 1X (0,04M Tris-
acetato, 1mM EDTA), añadiendo bromuro de Etidio (EtBr) con una concentración final 
de 0,5 g/ml. Los geles se visualizaron en un transiluminador de luz ultravioleta 




3.2.2.1. Access Introductory RT-PCR System (Promega)
Este kit fue diseñado para la realización de los procesos de RT y PCR  de RNA 
total o mRNA. El sistema se realiza en un solo tubo ya que contiene las 2 enzimas 
necesarias para la amplificación del RNA. Este sistema usa la retrotranscriptasa Avian 
Myeloblastosis Virus (AMV-RT) para la síntesis de la primera cadena de DNA y la 
enzima termoestable Tfl DNA polimerasa de Thermus flavus para la síntesis del DNA 
complementario y la amplificación del DNA. Este kit también incluye un sistema de 
tampón único que permite la detección del RNA sin la necesidad de nuevas adicciones 
entre los pasos de RT y PCR, simplificando el procedimiento y reduciendo la posible 
contaminación de las muestras. Además la utilización de la AMV-RT mejorada para el 
uso a altas temperaturas, minimiza los problemas posibles de formación de estructuras 
secundarias en el RNA muestra.
La reacción de RT-PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l, utilizando, en 
concentraciones finales, tampón de RT-PCR 1X, 200 M de cada uno de los cuatro 
tipos de deoxinucleótidos 5´-trifosfato (dNTPs), 1mM MgSO4, 5 U AMV RT, 5 U de 
Taq DNA polimerasa (Tfl DNA polimerasa), 20 U de inhibidor de RNasas, 0,75 M del 
cebador reverso HAVp3 y 0,5 M del cebador directo HAVp4. Se utilizaron 16,25 l 
de la mezcla de reacción en cada uno de los tubos, a los que se le añadieron 10 l de 
RNA viral y 23,75 l de agua destilada estéril.
3.2.2.2. Enhanced Avian RT-PCR Kit (Sigma)
Este kit fue diseñado para la realización de RT-PCR en un solo paso ya que el 
sistema incluye una mezcla de 3 enzimas: AMV-RT optimizada (e-AMV-RT), enzima 
que ofrece una función optimizada con respecto a la AMV-RT estándar, Moloney 
Murine Leukemia virus transcriptasa reversa (MMLV-RT), con habilidad de transcribir 
a través de estructuras segundarias a elevadas temperaturas (Tosh et al., 1997), y la 
Accu Taq LA DNA polimerasa, que produce cadenas de DNA de alta fidelidad. La 
combinación de estas tres enzimas hace posible la detección de pequeñas cantidades de 
RNA. 
La reacción de RT-PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l, utilizando, en 
concentraciones finales, tampón de RT-PCR 1X (50 mM Tris-HCl, 40 mM KCl, 0,8 
mM MgCl2 y 100 M dithiothreitol [DTT]), 200 M de cada uno de los cuatro tipos de 
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dNTPs, 150 M MgCl2, 20 U de la enzima retrotranscriptasa (mezcla de e-AMV-RT y 
MMLV-RT), 2,5 U de la Taq polimerasa (Accu Taq LA DNA polimerasa), 20 U 
inhibidor de RNasas, 0,75 M del cebador reverso HAVp3 y 0,5 M del cebador 
directo HAVp4. Se utilizaron 12,75 l de la mezcla de reacción en cada uno de los 
tubos a los que se añadieron 10 l de RNA viral y 37,25 l de agua destilada estéril.
3.2.2.3. Ready-To-Go
TM
 RT-PCR Beads (Amersham Pharmacia Biotech)
Este kit ha sido diseñado como una mezcla dispensada en reacciones individuales
para la realización de una RT-PCR con la peculiaridad de que vienen con el formato de 
esferas (beads) desecadas que son estables a temperatura ambiente. Cada una de ellas 
contiene todos los reactivos necesarios, incluyendo las enzimas MMLV-RT y Taq DNA 
polimerasa para la realización de la RT-PCR en un solo paso, con excepción de los 
cebadores y el RNA muestra, en un volumen final de 50 l.
En este caso, sólo hubo que añadir la cantidad de los cebadores (0,75 M de 
reverso HAVp3 y 0,5 M del directo HAVp4), 20 U de inhibidor de RNasas, 10 l de 
RNA viral y 38,25 l de agua destilada estéril, quedando, en volumen final de reacción, 
una vez disuelta la bead, concentraciones 10 mM de Tris-HCl, 60 mM KCl, 1,5 mM 
MgCl2, 200 M de cada uno de los 4 tipos de dNTPs, 2U de Taq DNA polimerasa y la 
concentración suficiente para la RT de la MMLV-RT.
3.2.2.4. Superscript
TM
 One-Step RT-PCR System (Life Technologies)
Este kit está diseñado para una detección y análisis reproducible y sensible de 
moléculas de RNA por medio de RT-PCR ya que la síntesis del cDNA y la 
amplificación por PCR son realizadas en un mismo tubo ya que este sistema lleva una 
mezcla de las dos enzimas necesarias: SuperScript II transcriptasa reversa y Taq DNA 
polimerasa que es una hot-start usada en PCR para mejorar la sensibilidad y 
especificidad.
La reacción de RT-PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l, utilizando, en 
concentraciones finales, tampón RT-PCR 1X (200 M de cada uno de los cuatro tipos 
de dNTPs, 1,2 mM MgCl2), 1 l de la mezcla enzimática (transcriptasa reversa 
SuperScript II y Taq DNA polimerasa), 20 U inhibidor de RNasas, 0,75 M cebador 





 One-Step RT-PCR kit (Quiagen)
Este kit está diseñado para la detección de RNA mediante RT-PCR  en un solo paso 
mediante la mezcla de enzimas que contiene: OmniscriptTM y SensiscriptTM, que son 
transcriptasas reversas que garantizan una elevada eficiencia y especificidad en la 
retroranscripción, ya que ambas poseen gran afinidad por el RNA facilitando la 
transcripción a través de estructuras secundarias. La primera de estas enzimas está 
especialmente diseñada para la retrotranscripción de cantidades de RNA mayores a 50 
ng mientras que la segunda está optimizada para pequeñas cantidades de RNA (<50 ng). 
Así esta combinación enzimática nos garantiza la retrotranscripción de muestras que 
contengan entre 1 pg y 2 g de RNA. La mezcla también contiene una HotStart TaqTM
DNA polimerasa, altamente específica para la amplificación. Durante la RT esta 
polimerasa está completamente inactiva y no interfiere en el proceso de RT y sólo es 
activada al finalizar este proceso por medio de una activación de 15 min a 95ºC 
(inactivando al mismo tiempo a la transcriptasa reversa). Este procedimiento elimina la 
extensión de cebadores no hibridados específicamente y la formación de dímeros de 
cebadores en el primer ciclo de amplificación asegurando una alta especificidad y 
reproducibilidad de la PCR.
La reacción de RT-PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l en los que, en 
concentraciones finales, se encontraban: tampón RT-PCR 1X (Tris-HCl, KCl, 
(NH4)2SO4, 2,5 mM de MgCl2 y DTT), 400 M de cada uno de los cuatro tipos de 
dNTPs, 20 U de inhibidor de RNasas, 2 l de mezcla enzimática (20 mM Tris-HCl, 
100mM KCl, 1 mM DTT, 0,1 mM EDTA, 0,5% (v/v) Nonidet® P-40, 0,5% (v/v) 
Tween® 20, 50% (v/v) glicerol y las dos enzimas necesarias para la reacción completa, 
la mezcla OmniscriptTM y SensiscriptTM transcriptasas reversas y la HotStart TaqTM




 One tube RT-PCR Kit (Boehringer Manheim)
Este kit está deseñado para un análisis rápido y reproducible de muestras de RNA 
con un sistema que permite hacer tanto la RT como la PCR en un solo paso usando la 
enzima AMV-RT para la síntesis de la primera cadena de cDNA y la ExpandTM High 
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Fidelity que consiste en una mezcla de Taq DNA polimerasa y Pwo DNA polimerasa 
para las siguientes amplificaciones de la PCR. Este sistema, teóricamente, minimiza los 
problemas con estructuras secundarias en el RNA debido a la realización de la RT con 
la AMV-RT a elevada temperatura y por el uso de dimetilsulfóxido (DMSO) en el 
tampón que reduce la estabilidad de las estructuras en horquilla del RNA, el ratio de 
error en la PCR por la capacidad de lectura que presenta la Pwo (posee una fidelidad 
tres veces mayor que la Taq DNA polimerasa [Frey y Suppmann, 1995]) y permite la 
amplificación de fragmentos de hasta 6 kb gracias al uso del sistema ExpandTM (Kübler 
y Frey, 1995).
La reacción de RT-PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l, utilizando, en
concentraciones finales, tampón RT-PCR 1X (1,5 mM MgCl2 y DMSO, 200 M de 
cada uno de los cuatro tipos de dNTPs, 20 U de inhibidor de RNasas, 1 l de la mezcla 
enzimática (que contiene la cantidad suficiente de AMV-RT y  ExpandTM High Fidelity 
para llevar a cabo la reacción completa), 0,75 M del cebador reverso HAVp3 y 0,5 M 
del cebador directo HAVp4.
3.2.2.7. Método tradicional 
La reacción de RT se llevó a cabo en un volumen final de 25 l,  utilizando, en 
concentraciones finales, tampón RT (10 mM Tris-HCl, 50mM KCl y  2mM MgCl2), 200 
M de cada uno de los cuatro tipos de dNTPs, 0,5 M del cebador reverso HAVp3 y 
2,5 U de enzima retrtranscriptasa (Promega). Se utilizaron 8 l de la mezcla de reacción 
en cada tubo, a los que se añadieron 10 l de RNA viral  y 7 l de agua destilada estéril.
La PCR se llevó a cabo en un volumen final de 50 l, utilizando, en 
concentraciones finales, tampón de PCR (10 mM Tris-HCl, 50 mM KCl, y 1,5 mM 
MgCl2), 200 M de cada uno de los cuatro tipos de dNTPs, 0,5 M de cada uno de los 
cebadores (reverso HAVp3 y directo HAVp4) y 2,5 unidades de Taq polimerasa 
(Bioline, London, UK). Para esta reacción se utilizaron 12,5 l de la mezcla de PCR en 




3.2.3. Métodos y kits de extracción
Para el ensayo de la evaluación de los kits de extracción se utilizaron mejillones (M. 
galloprovincialis) que provenían de los mercados locales. Los moluscos se lavaron y 
rasparon bajo agua corriente (se descartaron los moluscos muertos o abiertos) y se 
abrieron asépticamente con un bisturí estéril. Después se procedió a la disección de los 
individuos, reservando el tejido digestivo o hepatopáncreas, de un número suficiente de 
mejillones (mínimo 20) que fueron triturados y mezclados para hacer porciones de 1 g. 
Cada una de estas porciones fue después contaminada con 100 l de de la dilución 
decimal seriada correspondiente del stock viral de HAV desde 106 hasta 100 ufp/ml y 
procesada por cada uno de los diferentes protocolos de extracción.
Los kits de extracción de RNA que se evaluaron en este estudio fueron el RNeasy®
Plant Mini Kit y RNeasy® Maxi Kit (Quiagen), el Total Quick RNA Cells & Tissues 
versiones mini y maxi (Talent, Trieste, Italy), el EZNA Mollusc RNA (Omega Bio-tech, 
Inc., Doraville, GA, EEUU), el QuickPrepTM Total RNA Extraction Kit (Amersham 
Pharmacia), el RNAwizTM (Ambion, Cambridgeshire, UK) y el RNAgents® Total RNA 
Isolation System (Promega).
Los kits de las casas comerciales Quiagen, Talent y Omega Biotech se basan en el 
uso de columnas con resina, mientras que los kits de las casas comerciales Amersham 
Pharmacia, Ambion y Promega están basados en el uso de solventes orgánicos. Para los 
ensayos realizados de cada uno de los kits se siguieron las instrucciones recomendadas 
por el fabricante.
El método no comercial usado en ese momento rutinariamente en nuestro 
laboratorio era el descrito por Sobsey (1978), con modificaciones realizadas por  
Romalde et al. (2002), que fue empleado como método de comparación con el resto de 
kits comerciales. Con el fin de evaluar la reproducibilidad se llevaron a cabo 4 
experimentos independientes de cada uno de los kits.
3.2.3.1. Kits RNeasy
®
 Plant Mini Kit y RNeasy
®
 Plant Maxi Kit (Quiagen)
Estos kits se basan en  las propiedades de unión selectiva del RNA a una membrana 
de base sílica-gel. El sistema especializado de tampón con alto contenido en sales 
permite recuperar hasta 100 g de RNA de más de 200 bases por medio de su unión a la 
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membrana de sílica-gel. Para ello, las muestras han de ser lisadas y homogenizadas en 
presencia de isotiocianato de guanidina, desnaturalizante enérgico que inactiva además 
las RNasas. El etanol añadido asegura las condiciones para la unión y la muestra 
después se introduce en la columna donde el RNA total se une a la membrana y los 
contaminantes son eliminados por lavados.
Se utilizaron dos versiones de este kit, la mini y la maxi que se diferencian en la 
cantidad de tejido y reactivos que se le añaden a la muestra, así como en la velocidad de 
la centrifugación.
En ambos casos se partió de una cantidad de hepatopáncreas infectado conocida (50 
mg para la versión mini y 1 g para la versión maxi) a la que se le añadió el tampón RLT 
(600 l para la mini y 15 ml para la maxi). Tras una centrifugación (3 min a máxima 
velocidad para el mini y 10 min a 5000 xg para el maxi), se le añadió un volumen de 
etanol al 70% al sobrenadante recogido y esta mezcla se pasó a la columna. Ésta se 
centrifugó (15 seg a 8000 xg para el mini y 5 min a 5000 xg para el maxi) y se descartó 
el eluído. Después se realizaron los lavados mediante centrifugación con tampón RW1 
(700 l [mini] o 15 ml [maxi] y 2 lavados con tampón RPE (500 l [mini] o 10 ml 
[maxi]). Las muestras se eluyeron en 50 l (mini) o 800 l (maxi) de agua bidestilada 
estéril libre de RNasas.
3.2.3.2. Kit Total Quick RNA Cells & Tissues versiones mini y maxi (Talent)
Este kit se basa también en la unión selectiva del RNA a una matriz de sílice en 
presencia a una alta concentración de sales. Una vez que las células o tejidos se han 
lisado y homogenizado, el RNA está preparado para la unión. Introduce además dos 
pasos de lavado para la eliminación de  proteínas y DNA contaminantes.
Al igual que con el kit anterior, también se utilizaron dos versiones de este kit, la 
mini y la maxi que se diferencian en la cantidad de tejido y reactivos que se le añaden a 
la muestra, así como en la velocidad de la centrifugación.
En este kit se homogenizaron 30 mg (mini) o 500 mg (maxi) de hepatopáncreas 
infectado con 450 l (mini) o 3150 l (maxi) de la solución de lisis que tras incubarlos a 
temperatura ambiente durante 5 min se centrifugaron a 10.000 xg durante 10 min. Los 
sobrenadantes obtenidos se mezclaron con 250 l (mini) o 1750 l (maxi) de etanol 
absoluto y con 50 l (mini) o 200 l (maxi) de la resina de unión y se transfirieron a las 
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respectivas columnas. Tras una centrifugación de 30 seg a 10.000 xg (mini) y 10 min a 
2.500 xg (maxi) y eliminación de el eluído, se realizó un lavado con la solución A y otro 
con la solución B (en ambos casos 700 l  en el mini y 3 ml en el maxi), seguidos de 
centrifugaciones de 30 seg a 10.000 xg (mini) y de 2 min a 2.500 xg (maxi). Después se 
realizó un último lavado con etanol 75% (500 l en el mini y 1 ml en el maxi) mediante 
centrifugación de 1 min a 10.000 xg (mini) o 2 min a 2.500 xg (maxi). La elución final 
se realizó en 50 l (mini) o 200 l (maxi) de agua bidestilada estéril libre de RNasas 
precalentada a 65ºC. 
3.2.3.3. Kit EZNA Mollusc RNA (Omega Bio-tech)
Este kit fue diseñado específicamente para la extracción de RNA de más de 200 
nucleótidos a partir de muestras de tejidos de moluscos, artrópodos, gusanos y otros 
invertebrados, ricos en mucopolisacáridos. Se basa en las propiedades del detergente
catiónico bromuro de hexadeciltrimetil amonio (CTAB), junto con la capacidad de 
unión selectiva del RNA a la matriz Omega Biotek´s HiBind® (Omega Bio-tech, Inc., 
Doraville, GA, EEUU). Con este kit, las muestras se lisaron y homogenizaron en un 
tampón con alta concentración de sales que contiene CTAB, para luego ser extraídas 
con cloroformo para eliminar los mucopolisacáridos y desnaturalizar las proteínas. 
Después de una precipitación alcohólica, se purificó el RNA usando las columnas.
Para probar este kit se partió de 30 mg de homogenado de hepatopáncreas infectado 
a los que se les añadieron 350 l del tampón MRL (que contiene un 10% de -
mercaptoetanol). Tras una fuerte agitación para asegurarse de que todos los grumos 
desaparecieran, se le añadió 350 l de cloroformo:alcohol isoamílico (24:1) y se 
centrifugó durante 2 min a 10.000 xg a temperatura ambiente. Se traspasó la fase 
superior acuosa a un nuevo tubo donde se le añadió un volumen de isopropanol y se 
centrifugó en las mismas condiciones que en el paso anterior. Una vez descartado el 
sobrenadante, se disolvió el precipitado en 100 l de agua bidestilada estéril libre de 
RNasas y se le añadieron 350 l de tampón RB y 250 l de etanol absoluto. Se traspasó 
esta mezcla a la columna y se centrifugó durante 15 seg a 10.000 xg, descartando lo 
filtrado. Después se realizaron 3 lavados (1 con 750 l de tampón I y 2 con 500 l del 
tampón II) seguidos de centrifugaciones para eliminar lo filtrado. La elución del RNA 
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se realizó añadiendo a la columna 100 l de agua bidestilada estéril libre de RNasas  y 
centrifugando a máxima velocidad durante 1 min.
3.2.3.4. Kit QuickPrep
TM
 Total RNA Extraction Kit (Amersham Pharmacia)
Este kit fue diseñado para el aislamiento de RNA total a partir de células o tejidos 
eucariotas. Se basa en un procedimiento que combina las propiedades de disgregación y 
protección del tiocianato de guanidina (GTC) con la precipitación y centrifugación 
selectiva, utilizando cloruro de litio y trifluoroacetato de cesio (CsTFA). Inicialmente, el 
tejido es extraído por homogenización en una solución con alta concentración de GTC 
para asegurar la inactivación de la actividad RNasa endógena y la completa disociación 
del RNA de otros componentes celulares. Después de una segunda homogenización en 
presencia de cloruro de litio, el extracto es centrifugado en una solución de CsTFA. En 
una segunda centrifugación, el RNA formará un precipitado mientras que las proteínas y 
el DNA permanecerán en la fase líquida.
Con este kit se homogenizaron 500 mg de hepatopáncreas infectado con 1,5 ml del 
tampón de extracción, 30 l de -mercaptoetanol, 3,5 ml de la solución de cloruro de 
litio y 5 ml de CsTFA en un homogenizador sobre hielo. Después de centrifugar los 
tubos a 12.000 xg durante 20 min a 4ºC, se desecharon por aspiración la capa proteica y 
la fase líquida. Para completar el protocolo de este kit se realizó el lavado del 
precipitado de RNA añadiendo 0,75 ml del tampón de extracción, 1,75 ml de la solución 
de cloruro de litio y 2,5 ml de CsTFA agitando constantemente. Tras una centrifugación 
a 12.000 xg durante 10 min a 4ºC, se aspiró el sobrenadante y se dejaron los tubos en 
hielo para adicionarles 5 ml de etanol al 70%. Se volvió a centrifugar en las mismas 
condiciones durante 5 min, aspirando al finalizar. Una vez el precipitado estuvo 
completamente seco, se añadió 1 ml de agua bidestilada estéril libre de RNasas dejando 
los tubos sobre hielo, agitando ocasionalmente. Después se calentó la muestra a 65ºC 




Este kit es realmente un único reactivo diseñado para el aislamiento del RNA total 
de las muestras a partir de tejidos animales y vegetales, así como a partir de 
microorganismos, ya que contiene una combinación de desnaturalizantes  e inhibidores 
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de RNasas para el aislamiento del RNA incluso a partir de tejidos ricos en polisacáridos, 
ácidos grasos, proteínas o RNasas. 
Una vez que se homogenizaron las muestras de 600 mg de hepatopáncreas 
infectado con 6 ml del reactivo RNAwizTM, se incubaron durante 5 min a temperatura 
ambiente para la disociación de las proteínas de los ácidos nucléicos. Se añadieron 1,2 
ml de cloroformo a los homogenados y se agitaron durante 20 segundos. Tras incubar 
10 min a temperatura ambiente, se centrifugó la mezcla a 10.000 xg durante 15 min a 
4ºC, separándose la muestra en 3 fases. Se traspasó la fase superior a un nuevo tubo y se 
le añadieron 3 ml de agua bidestilada libre de RNasas, y 6 ml de isopropanol. Tras una 
incubación de 10 min a temperatura ambiente se centrifugó otra vez en las mismas 
condiciones. Se eliminó el sobrenadante y se lavó el precipitado con 6 ml de etanol 75% 
frío. Tras una nueva centrifugación, esta vez durante 5 min, se resuspendió el 
precipitado, una vez seco, en 500 l de agua bidestilada estéril libre de RNasas.
3.2.3.6. Kit RNAgents
®
 Total RNA Isolation System (Promega)
El sistema de este kit se basa en la combinación de las propiedades inhibidoras de 
las RNasas y de disgregación de complejos de proteínas  del tiocianato de guanidina con 
N-lauril sarcosina y de las propiedades de desnaturalización del Citrato/Sarcosina/-
mercaptoetanol, en un único reactivo. 
Para la homogenización de la muestra de 500 mg de hepatopáncreas infectado, se le 
añadieron 6 ml de solución de desnaturalización, 600 l de acetato sódico 2M pH 4 y 6 
ml de Fenol:Cloroformo:Alcohol Isoamílico con agitación constante. Después de dejar 
la muestra 15 minutos en hielo, se centrifugó durante 20 min a 10.000 xg a 4ºC para 
recuperar la fase superior acuosa que se pasó a un tubo nuevo al que también se le 
añadió un volumen de isopropanol. Se precipitó el RNA congelando durante al menos 5 
min la muestra a -20ºC y centrifugando a 10.000 xg durante 10 min a 4ºC. Tras 
resuspender el precipitado en 2,5 ml de solución desnaturalizante se le añadió el mismo 
volumen de isopropanol congelando y volviéndose a centrifugar en las mismas 
condiciones. Luego se realizó el lavado del RNA añadiendo 1 ml de etanol al 75% frío, 
resuspendiendo bien y centrifugando  a 10.000 xg durante 10 min a 4ºC y dejando secar 
el precipitado durante 5-20 min. El precipitado se resuspendió en 200 l de agua 




Este método se basa en la adsorción-elución usando cambios de pH para la 
concentración viral a partir de tejidos de moluscos, seguido de extracción del RNA por 
tratamiento con proteinasa K y fenol-cloroformo.
Según este protocolo, 5 g de cada una de las muestras de hepatopáncreas infectado 
se homogenizaron en 2,5 ml de agua marina artificial estéril. Tras esto, las muestras se 
diluyeron en una proporción 1:7 (p/v) en agua destilada estéril y se ajustó el pH a 5 para 
provocar la adsorción viral a los fragmentos de tejido del molusco. Asimismo, se rebajó 
la salinidad de las muestras hasta menos de 2000 ppm de NaCl por litro, mediante 
adicción de agua destilada estéril y control de forma continuada con un 
conductivímetro. Se ha comprobado que esta baja salinidad favorece la adhesión de los 
virus a las partículas sólidas (Lewis y Metcalf, 1988).
Posteriormente, se centrifugó a 1.850 xg durante 15 min a 4ºC para llevar a cabo la 
precipitación de las partículas sólidas de mayor tamaño con el virus adherido. Por ello, 
se desechó el sobrenadante y el precipitado resultante se resuspendió en tampón glicina 
salino 0,05 M (0,37% de glicina y 0,85% de NaCl p/v) en una proporción 1:7. 
Seguidamente se ajustó el pH a 7,5 y se incubó en agitación lenta 10 min para provocar 
la separación del virus de la fracción sólida, tras lo cual se centrifugó de nuevo a 1.850 
xg a 4ºC durante 15 min. En este caso, se recogió el sobrenadante con las partículas 
víricas eluídas y se desechó el precipitado correspondiente al exceso de tejido. De nuevo 
se ajustó el pH, esta vez a 4,5, para que se produjera la adsorción de los virus a la 
fracción sólida restante dispersa en la muestra y se dejó en agitación lenta durante 20 
min, tras lo cual, se centrifugó de nuevo en las mismas condiciones de velocidad, 
temperatura y tiempo. Se desechó el sobrenadante y el precipitado se resuspendió en 2-3
ml de tampón bifosfato 1N, ajustando el pH a 7,4.
Ya que el uso de muestras naturales para la detección viral mediante métodos 
moleculares requiere una “limpieza” de la muestra para evitar posibles interferencias o 
inhibidores de dicha técnica (Jiang et al., 1986), se utilizó el método de detoxificación 
por filtrado a través de columnas de Sephadex, descrito por Sobsey et al. (1978, 1980), 
usando una mezcla de Sephadex G-25 y G-100 en proporción 1:1, hidratado con tampón 
TE 1X (0,151 g Tris-HCl; 0,045 g EDTA por litro de agua destilada). Esta mezcla se 
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introdujo en jeringuillas de plástico de 2 ml, a las que previamente se les había extraído 
el émbolo y cortado las alas superiores. Estas jeringuillas se obturaron con lana de 
vidrio y se colocaron sobre viales Eppendorf sin tapa dentro de tubos de centrífuga. Tras
la compactación de la muestra, mediante centrifugación a 1.100 xg durante 5 min, se le 
añadieron los 2-3 ml resultantes de la concentración y se centrifugaron a 2.000 xg 
durante 5 min. Se recogieron las muestras filtradas y se guardaron a -80ºC hasta su uso. 
Para la extracción del RNA se siguió un protocolo estándar (Sambrook y Russell 
2001), en el que a cada 250 l de cada una de las muestras filtradas se les añadió una 
solución de Protinasa K (0,1 g de enzima por ml de tampón TE) para la eliminación de 
las proteínas presentes. Después se incubaron durante 30 min a 65ºC tras lo que se les 
agregó 250 l de una solución de formaldehido al 10% y -mercaptoetanol al 1% (v/v) 
dejándose incubar otros 30 min a 65ºC. A continuación se realizaron 5 series de 
extracciones fenólicas usando 250 l de una mezcla de fenol:cloroformo:alcohol 
isoamílico (25:24:1), recuperándose la fase acuosa tras una centrifugación a 7.000 rpm 
durante 7 min. El RNA se precipitó añadiendo 2 volúmenes de etanol absoluto 
(mantenido previamente a -20ºC) y 1/10 del volumen total de acetato sódico (pH 4,8), 
conservándose los viales durante 2 h a -20ºC. Una vez transcurrido este tiempo, las 
muestras se centrifugaron a 12.500 rpm durante 15 min y el precipitado resultante se 
resuspendió en 250 l de agua bidestilada estéril libre de RNasas, guardándose a -80ºC 
hasta su uso.
3.2.3.8. RT-PCR
La sensibilidad de cada uno de los kits en comparación con el método de extracción 
convencional, se determinó amplificando 10 l de cada uno de los RNA extraídos, 
utilizando el kit comercial de RT-PCR que resultó ser más sensible en el estudio 
anterior, bajo las condiciones específicas mencionadas para ese kit.
En algunos casos, se probaron cantidades más bajas de RNA extraído (1 y/o 0,1 l) 
para determinar si los kits durante el proceso de extracción no eliminaban la cantidad 
necesaria de inhibidores que permitiera el proceso de RT-PCR.
Los productos de amplificación se analizaron mediante electroforesis en geles de 
agarosa, visualizándose por tinción con bromuro de etidio y observación en un 
transiluminador UV, tal y como se describió en el apartado 3.2.2 de esta memoria.
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 3.2.4. Sensibilidad de las parejas de cebadores
3.2.4.1. Cebadores de HAV 
Para evaluar la influencia de la pareja de cebadores en la sensibilidad de la RT-PCR 
(Tabla 3.1), se realizaron diluciones decimales seriadas del stock viral de HAV en agua 
bidestilada estéril libre de RNasas, extrayéndose el RNA a partir de cada una de las 
diluciones mediante un choque térmico a 95ºC durante 5 min, tras lo cual se 
introdujeron inmediatamente los tubos en hielo.  Se utilizaron 10 l de RNA extraído 
para la RT-PCR mediante el kit con el que se obtuvo la mejor sensibilidad 
(SuperScriptTM One-Step RT-PCR System; Life Technologies), siguiendo las 
condiciones indicadas anteriormente, en un termociclador Mastercycler Personal 
(Eppendorf, Hamburgo, Alemania).
Tabla 3.1. Parejas de cebadores de HAV empleados en la comparación.
Cebadores Secuencia Referencia
Virus de la Hepatitis A 
HAVp3 5´-GGAAATGTCTCAGGTACTTTCTTTG-3´ Atmar et al., 1995
HAVp4 5´-GTTTTGCTCCTCTTTATCATGCTATG-3´
HAV240 5´-GGAGAGCCCTGGAAGAAAGA-3´ Bosch et al., 2001
HAV68 5´-TCACCGCCGTTTGCCTAG-3´




Las amplificaciones de HAV se realizaron mediante las parejas de cebadores 
HAVp3 y HAVp4 (Atmar et al., 1995) que tienen como diana el gen VP1 de hepatitis A 
y amplifican un fragmento de 248 pb, la pareja de cebadores HAV240 y HAV68 (Bosch 
et al., 2001) que amplifican un fragmento de 174 pb que se encuentra dentro de la 
región no codificadora 5´ y la pareja de cebadores HAV1 y HAV2 (Torrado et al., 
2003).
Las condiciones del programa utilizado para la pareja de cebadores HAVp3 y 
HAVp4 fueron también descritas previamente por Atmar et al. (1995), aunque se 
introdujeron algunas modificaciones con el fin de adaptarlas a una reacción de RT-PCR 
en un solo paso. Se llevó a cabo la RT a 43ºC durante 1 hora, y la posterior 
amplificación, tras un paso de calentamiento inicial de desnaturalización de 94ºC 
durante 5 min, mediante 40 ciclos de desnaturalización a 94ºC durante 1 min, 
hibridación de los cebadores a 49ºC durante 1 min y 20 seg y extensión a 72ºC durante 
50 seg, seguidos de una extensión final a 72ºC durante 15 min.
Las condiciones de RT-PCR con los cebadores HAV240 y HAV68 fueron descritas 
previamente por Bosch et al. (2001), e incluyeron un paso de RT durante 1 hora a 45ºC, 
seguida de un paso de inactivación de la retrotranscriptasa y activación de la Taq DNA 
polimerasa durante 5 min a 94ºC, y 40 ciclos de PCR (desnaturalización a 94ºC durante 
1 min, hibridación de los cebadores a 55ºC durante 1 min y extensión a 72ºC durante 1 
min 30 seg), con un paso final de extensión  a 72ºC durante 10 min.
Las condiciones en las que se realizó la RT-PCR con los cebadores HAV1 y HAV2 
se modificaron ligeramente de las descritas previamente por Torrado et al. (2003). Así, 
la RT se realizó durante 1 hora a 37ºC, seguida de un paso de un paso de inactivación de 
la retrotrancriptasa y activación de la Taq DNA polimerasa durante 5 min a 95ºC y 40 
ciclos de amplificación (desnaturalización a 94ºC durante 1 min, hibridación de los 
cebadores a 40ºC durante 1 min y extensión a 72ºC durante 1 min), con una extensión 
final de 10 min a 72ºC.
En todas las reacciones se incluyeron tanto un control positivo, (RNA obtenido a 
partir de las células FRhK-4 infectadas), como un control negativo (sin RNA).
Los productos de amplificación se analizaron mediante electroforesis en geles de 
agarosa, visualizándose por tinción con bromuro de etidio y observación en un 
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transiluminador UV buscando la banda característica que delimitan cada una de las 
parejas de cebadores usados, tal y como se describió en el punto apartado 3.2.2.
3.2.4.2. Cebadores de AsV
La influencia en la sensibilidad de las diferentes parejas de cebadores (Tabla 3.2) 
durante el proceso de RT-PCR, se evaluó mediante la realización de diluciones 
decimales seriadas del stock viral de AsV en agua bidestilada libre de RNasas estéril, 
extrayéndose el RNA a partir de cada una de las diluciones mediante un choque térmico 
a 95ºC durante 5 min, tras lo cual se introdujeron inmediatamente los tubos en hielo. Al 
igual que en la comparación de parejas de cebadores de HAV, se utilizaron 10 l de 
RNA extraído para la RT-PCR mediante el kit SuperScriptTM One-Step RT-PCR System 
(Life Technologies), siguiendo las condiciones indicadas anteriormente con este kit así 
como las mismas concentraciones de cebadores, y el mismo termociclador que para 
HAV (apartado 3.2.4.1).
Tabla 3.2. Parejas de cebadores de AsV empleados en la comparación.
Cebadores Secuencia Referencia
Astrovirus
A1 5´-CCTGCCCCGAGAACAACCAAGC-3´ Willcocks et al., 1994
A2 5´-GTAAGATTCCCAGATTGGTGC-3´
AV15 5´-CTTTTCTGTCTCTGTTTAGATTA-3´ Jonassen et al., 1995
AV12 5´-TTTTTTTTTTTTTTTTTTGC-3´
En el caso de AsV, se evaluaron dos parejas de cebadores: la primera formada por 
la pareja de cebadores A1 y A2 (Willcocks et al., 1994; Pintó et al., 1996) que amplifica 
un fragmento de 192 pb perteneciente a la ORF 1a del serotipo 2 (L13735) de AsV y se 
corresponde a los nucleótidos 2363 hasta 2599, y la pareja de cebadores AV15 y AV12 
(Jonassen et al., 1995) que amplifica un fragmento de 77 pb que se incluye en una 
región altamente conservada en la ORF 2 y corresponde a los nucleótidos 6739 hasta 
6815 (Jiang et al., 1993).
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Las condiciones en las que se llevó a cabo la reacción de RT-PCR con la pareja de 
cebadores A1 y A2 son las descritas por Abad et al. (2001), tan sólo con las 
modificaciones necesarias para adaptar este protocolo a una reacción en un solo paso. 
Brevemente, tras una RT a 42ºC durante 1 hora y la activación de la Taq DNA 
polimerasa con un choque térmico de 5 min a 95ºC, se realizaron 40 ciclos de 
amplificación donde se producía la desnaturalización a 94ºC durante 30 seg, la 
hibridación de los cebadores a 55ºC durante 30 seg y la extensión a 72ºC durante 30 
seg, con un paso de extesión final  a 72ºC durante 7 min.
Las condiciones del programa utilizado con la pareja de cebadores AV15 y AV12 
presentan pequeñas modificaciones a las del autor original (Jonassen et al., 1995), 
realizándose el paso de RT a 48ºC durante 45 min, una inactivación de la enzima 
transcriptasa inversa y activación de la Taq DNA polimerasa a 94ºC durante 5 min, 
seguido de 40 ciclos de amplificación (desnaturalización a 94ºC durante 15 seg, 
hibridación de los cebadores a 55ºC durante 15 seg y extensión a 72ºC durante 1 min), 
seguido de una extensión final a 72ºC durante 5 min.
En todas las reacciones se incluyeron tanto un control positivo, (RNA obtenido a 
partir de la infección de células CaCo-2 con el stock viral de AsV), como un control 
negativo (sin RNA).
Los productos de amplificación se analizaron mediante electroforesis en geles de 
agarosa, visualizándose por tinción con bromuro de etidio y observación en un 
transiluminador UV buscando la banda característica que delimitan cada una de las 
parejas de cebadores usados, tal y como se describió en el apartado 3.2.2.
3.2.4.3. Aplicación a muestras de molusco contaminadas artificialmente
Una vez realizadas las comparaciones entre las distintas parejas de cebadores, tanto 
de HAV como de AsV, con los distintos stocks virales, se realizaron contaminaciones 
artificiales de tejido digestivo de mejillón, con el fin de hacer la misma comparación a 
partir de este tejido, entre las distintas parejas de cebadores.
Para ello, se utilizaron mejillones (M. galloprovincialis), que se obtuvieron de los 
mercados locales y se procesaron e infectaron de igual modo que en el apartado 3.2.3.
Después se procesaron cada una de las muestras mediante el kit de extracción de RNA 
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que presentó la mayor sensibilidad en el apartado anterior (Total Quick RNA Cells & 
Tissues versión mini [Talent]) siguiendo las indicaciones descritas previamente.
Una vez realizada la extracción, se realizó la comparación de cada una de las 
parejas de cebadores para cada uno de los virus de estudio con 10 l de RNA extraído, 
tal y como se realizó con los stocks virales (apartados 3.2.4.1 y 3.2.4.2).
Los productos amplificados fueron analizados mediante electroforesis de geles de
agarosa, tiñéndolos con bromuro de etidio y visualizándolos mediante transiluminación 
con luz ultravioleta al igual que se realizó en los casos anteriores.
3.3. Resultados
3.3.1. Límite de detección de los kits de RT-PCR
La sensibilidad de cada kit se calculó como el número mínimo de unidades 
formadoras de placa necesarias para amplificación positiva. Los límites de sensibilidad 
detectados de cada kit se muestran en la Tabla 3.3.
 El kit que presentó una mayor sensibilidad en el estudio fue el SuperscriptTM One-
Step RT-PCR System con el que se pudo detectar entre 0,2-1 ufp/l (Figura 3.1). El kit
Ready-to-GoTM RT-PCR beads, al igual que el protocolo utilizado rutinariamente en 
nuestro laboratorio, presentaron un límite de detección hasta 10-50 ufp/l. Finalmente, 
tanto el kit Acces Introductory RT-PCR System como el kit Enhanced Avian RT-PCR 
presentaron una sensibilidad muy similar, alrededor de las 100-500 ufp/l (Tabla 3.3).
Con los otros dos kits que se evaluaron en este estudio, el Quiagen® One-Step RT-
PCR y el TitanTM One tube RT-PCR, no fue posible la detección de RNA viral con 
ninguno de los dos, incluso en diluciones muy concentradas de la cepa de HAV, por lo 
que su límite de detección fue >104 (Tabla 3.3).
Partiendo de la base de los resultados de la sensibilidad de kits de RT-PCR 
obtenidos, se seleccionó el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR System para los 
siguientes experimentos de prueba de kits de extracción de ácidos nucleicos.
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Tabla 3.3: Eficiencia de los kits comerciales de RT-PCR y del protocolo 
convencional usado en el laboratorio para la amplificación del RNA obtenido a partir de 
extractos de HAV.
Kit Tipo de polimerasa
sensibilidada
(pfu/l)
Access Introductory RT-PCR System (Promega) Tfl DNA polimerasa 100-500
Enhanced Avian RT-PCR Kit (Sigma) AccuTaq LA DNA polimerasa 100-500
Ready-To-GoTM RT-PCR Beads (Amersham Pharmacia Biotech) Taq DNA polimerasa 10-50
SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (Life Technologies) Platinum Taq DNA polimerasab 0,2-1
Quiagen® One-Step RT-PCR kit (Quiagen) HotStar Taq DNA polimerasa >104
TitanTM One tuve RT-PCR Kit (Boehringer Manheim)
Taq DNA polimerasa + PwoDNA 
polimerasac
>104
Protocolo usado en el laboratorio Taq DNA polimerasa 10-50
a  El rango de sensibilildad es el obtenido a partir de cuatro experimentos independientes
b Según la casa comercial, esta enzima presenta una hot-star Taq DNA polimerasa automática
c Esta mezcla encimática es llamada comercialmente ExpandTM High Fidelity




Figura 3.1: Sensibilidad encontrada con el kit comercial de RT-PCR SuperScriptTM
One-Step RT-PCR System en la detección  del RNA de HAV. Líneas: A, marcador de 
peso molecular (PCR marker 50-2000 pb, Sigma); B-H, amplificación del RNA 
extraído a partir de diluciones de la cepa de HAV a concentraciones de 104, 103, 102, 10, 
2, 0,2 y 0,02 ufp/l, respectivamente; I, control positivo (RNA de HAV a partir del 
stock viral sin diluir). Los números de la izquierda (tamaño de las bandas del marcador) 
y de la derecha (amplicón específico) están expresados en pares de bases (pb).
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3.3.2. Eficacia de los kits de extracción de RNA
Los resultados de las eficacias de extracción detectadas con cada uno de los 
procedimientos utilizados se muestran en la Tabla 3.4. 
Con dos de los kits estudiados, el RNAwizTM y el RNAgents® Total RNA Isolation 
System se obtuvo la menor eficacia de extracción ya que no fue posible la detección de 
RNA viral con ninguno de los dos, incluso en los tejidos de mejillón que se habían 
inoculado con diluciones muy concentradas de la cepa de HAV (Tabla 3.4). El kit que 
presentó una mayor eficacia fue el Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini 
(Talent) con un límite de detección entre 0,1 y 1 ufp/mg (Figura 3.2). Otros kits que 
presentaron resultados aceptables fueron la versión maxi del kit  Total Quick RNA Cells 
& Tissues (Talent) y el kit RNeasy® Plant Mini, presentando una eficacia de extracción 
entre 1 y 10 ufp/mg. La versión maxi del kit RNeasy® siguió en sensibilidad a estos kits,
presentando valores alrededor de las 66 ufp/mg (Tabla 3.4). Estos cuatro kits
mencionados anteriormente mostraron una mejor eficacia de extracción que la que 
presentó el protocolo de extracción de RNA que por rutina se estaba utilizando en el 
laboratorio (300 ufp/mg), siendo ésta igualada por el kit EZNA® Mollusc RNA, 
superando en sensibilidad (a parte de los kits en los que no se obtuvieron resultados 
positivos) sólo al kit QuickPrepTM Total RNA Extraction que presentó valores de 800 
ufp/mg (Tabla 3.4).
En cuanto a la posible inhibición de las muestras por la concentración de 
inhibidores de la RT-PCR al añadirle a las reacciones grandes volúmenes de RNA 
extraído (10 l) no se observaron diferencias al cambiar este volumen por otro más 
pequeño (1 o 0,1 l).
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Tabla 3.4.- Sensibilidad obtenida a partir de los diferentes kits de extracción de RNA y 
del protocolo convencional usado en el laboratorio para la detección de HAV a partir de 




RNeasy® Plant Mini Kit Quiagen 1-10
RNeasy® Maxi Kit Quiagen 66
Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini Talent 0,1-1
Total Quick RNA Cells & Tissues versión maxi Talent 1-10
EZNA Mollusc RNA Omega Bio-Tech 300
QuickPrepTM Total RNA Extraction Kit Amersham Pharmacia 800
RNAwizTM Ambion >105
RNAgents® Total RNA Isolation System Promega >105
Protocolo usado en laboratorio 300
a El kit comercial SuperscriptTM One-Step RT-PCR System se utilizó en la amplificación del RNA viral 
extraíso por los diferentes kits comerciales de extracción y por el protocolo usado en el laboratorio
b  El rango de sensibilildad es el obtenido a partir de cuatro experimentos independientes




Figura 3.2: Límite de detección de HAV a partir de muestras de tejido de mejillón 
usando la combinación de los kits comerciales Total Quick RNA Cells & Tissues 
versión mini (para la extracción del RNA) y SuperscriptTM One-Step RT-PCR System
(para la amplificación del ácido nucleico). Líneas: A, marcador de peso molucular (PCR 
marker 50-2000 pb, Sigma); B-I, amplificación del RNA extraído a partir de tejidos de 
mejillón infectados con diluciones de HAV a concentraciones de 105, 104, 103, 102, 10, 
1, 0,1 y 0,01 ufp/mg, respectivamente; J,  control positivo (RNA de HAV a partir del 
stock viral sin diluir). Los números de la izquierda (tamaño de las bandas del marcador) 
y de la derecha (amplicón específico) están expresados en pares de bases (pb).
Capítulo 3
93
3.3.3. Comparación entre las distintas parejas de cebadores
Los resultados que se obtuvieron en este trabajo mostraron grandes diferencias en 
cuanto a la sensibilidad en la amplificación dependiendo de la pareja de cebadores 
utilizada.
En cuanto a la detección de HAV se obtuvieron altas sensibilidades, tanto con la 
pareja de cebadores HAV240/HAV68, con las que se logró amplificación positiva entre 
0,02 y 0,1 ufp/l en el caso de las diluciones a partir del stock viral y entre 0,02 y 0,1 
ufp/g de hepatopáncreas en el caso de los tejidos de moluscos contaminados 
artificialmente (Tabla 3.5, Figura 3.3), como con la pareja de cebadores 
HAVp3/HAVp4 donde se obtuvo un límite de sensibilidad 1 log mayor que en el caso 
anterior (Tabla 3.5, Figura 3.3). Pero al utilizar la pareja de cebadores HAV1/HAV2 no 
hubo amplificación positiva ni en las diluciones a partir del stock viral ni en el caso del 
tejido digestivo de molusco infectado, lo que supone un límite de detección mayor a 104
ufp/l o mayor a 104 ufp/g de tejido digestivo respectivamente (Tabla 3.5).
En cuanto a la comparación entre las parejas de cebadores de AsV, los resultados 
mostraron que con la pareja formada por los cebadores A1/A2 la sensibilidad osciló 
entre 0,1 y 1 ufp/l o g de tejido digestivo de molusco para las diluciones a partir del 
stock viral y los moluscos infectados (Tabla 3.5, Figura 3.4), mientras que con la otra 
pareja de cebadores que se evaluó, AV15/AV12, se obtuvo un límite de sensibilidad 
>103 ufp/l o g de hepatopáncreas (Tabla 5.3).
3.4. Discusión
El hecho de que los moluscos bivalvos puedan servir como vectores de importantes 
patógenos humanos, incluyendo HAV y AsV, ha llevado al reconocimiento de la 
necesidad de la mejora de las medidas de control sanitario para los productos marinos 
que tienen como destino el consumo humano (Lees, 2000).
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Tabla 3.5. Sensibilidad encontrada con las diferentes parejas de cebadores evaluadas en 
la amplificación tanto de HAV como de AsV a partir de extractos virales procedentes 
del stock y a partir de tejido digestivo de molusco contaminado artificialmente.
Sensibilidada
Parejas de cebadores
Extractos virales (ufp/l) Moluscos infectados (ufp/g)b







a Rango de sensibilidad obtenido a partir de cuatro experimentos independientes
b Unidades formadoras de placa por cada gramo de tejido digestivo de mejillón
         
         
Figura 3.3: Sensibilidad encontrada en la amplificación del RNA de HAV usando las 
parejas de cebadores HAV240/HAV68 (A) y HAVp3/HAVp4 (B). Líneas: A, marcador 
de peso molecular (PCR marker 50-2000 pb, Sigma); B-I, amplificaciones del RNA 
extraído de las diluciones de la cepa de HAV correspondientes a las concentraciones de 
106, 105, 104, 103, 102, 10, 1 y 0,1 ufp/l respectivamente; J, control negativo (sin RNA 
viral); K, control positivo (RNA de HAV a partir del stock viral sin diluir). Los números 
de la izquierda (tamaño de las bandas del marcador) y de la derecha (amplicón 
específico) están expresados en pares de bases (pb).
Capítulo 3
95
Figura 3.4: Sensibilidad encontrada en la amplificación del RNA de AsV usando las 
parejas de cebadores A1/A2 (A) y AV15/AV12 (B). Líneas: A, marcador de peso 
molecular (PCR marker 50-2000 pb, Sigma); B-H, amplificaciones del RNA extraído de 
las diluciones de la cepa de AsV correspondientes a las concentraciones de 105, 104,
103, 102, 10, 1 y 0,1 ufp/l respectivamente; I, control negativo (sin RNA viral); J, 
control positivo (RNA de AsV a partir del stock viral sin diluir). Los números de la 
izquierda (tamaño de las bandas del marcador) y de la derecha (amplicón específico) 
están expresados en pares de bases (pb).
Para la detección directa de virus entéricos en muestras de moluscos bivalvos se 
han desarrollado gran variedad de métodos (Romalde, 1996), que incluyen un paso de 
extracción del RNA viral seguido de la detección del ácido nucléico basándose en 
procedimientos de RT-PCR (Atmar et al., 1995; Dix y Jaykus, 1998; Green et al., 1998; 
Le Guyader et al., 1994; Lewis y Metcalf, 1988; López-Sabater et al., 1997). Sin 
embargo, muchos de los métodos que podemos considerar como convencionales, son 
demasiado laboriosos, tardando muchas horas hasta la obtención de resultados, además 
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del elevado coste de algunos reactivos y, sobre todo, de la dificultad de estandarización 
entre laboratorios, haciendo su aplicación poco práctica para los análisis rutinarios. 
En los últimos años, se han desarrollado numerosos kits comerciales para la 
extracción y detección de ácidos nucleicos a partir de muestras de distinto origen, 
incluyendo bacterias y tejidos animales y vegetales. De ser efectivos para la detección 
viral en tejidos de moluscos, estos kits podrían ser de gran ayuda en el desarrollo de un 
método estandarizado para la evaluación de la calidad sanitaria de los moluscos, desde 
el punto de vista virológico.
Los resultados obtenidos con los kits de RT-PCR evaluados en este estudio 
muestran diferencias en la efectividad para la amplificación del RNA de HAV a partir 
de diluciones decimales seriadas de una cepa de este virus. Se obtuvo un gran rango de 
sensibilidades, desde el resultado de la no amplificación obtenido con los kits Quiagen®
One-Step RT-PCR y el TitanTM One tube RT-PCR hasta la amplificación de tan sólo 
0,2-1 ufp/l (lo que se correspondería aproximadamente con 10-50 partículas físicas por 
microlitro) obtenidas mediante el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR System, 
consiguiéndose mediante este último kit una sensibilidad de entre 10 y 250 veces mayor 
que con el procedimiento normalmente empleado en nuestro laboratorio (Romalde et 
al., 2002) y con el kit Ready-to-GoTM RT-PCR beads, y de entre unas 100 a 2500 veces 
mayor en sensibilidad que los kits comerciales Acces Introductory RT-PCR System y 
con el Enhaced Avian RT-PCR. Por consiguiente, aunque algunos kits se basen en un 
procedimiento muy fácil y consuman muy poco tiempo o tengan un precio menor (por 
ejemplo, el Ready-to-GoTM RT-PCR Beads), el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR 
System fue el elegido para todos los estudios posteriores.
Es interesante que, en contraposición a nuestros resultados con el RNA procedente 
del HAV, el kit TitanTM One tube RT-PCR fue empleado por otros investigadores para 
amplificar RNA de virus con estructura small round (SRSV) y RNA de rotavirus 
extraídos de muestras de heces (Kok et al., 2000). Desafortunadamente, esos 
investigadores no especifican si el protocolo que utilizaron fue el mismo que las 
instrucciones recomendadas por el fabricante o si se introdujeron cambios en la 
aplicación del protocolo del kit. En cualquier caso, estos resultados contradictorios 
parecen indicar que los diferentes kits deben ser evaluados para cada uno de los tipos 
virales y tipos de muestra en los que se han de emplear.
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En cuanto a la evaluación de los kits comerciales de extracción de RNA, los 
resultados indicaron que tanto el kit RNAwizTM como el RNAgents® Total Isolation 
System no resultaron adecuados para la extracción del RNA de HAV a partir de 
hepatopáncreas de molusco. En cambio, de los otros kits que se evaluaron, cuatro de 
ellos, el Total Quick RNA Cells & Tissues en sus dos versiones mini y maxi (Talent), el 
RNeasy® Plant Mini Kit y RNeasy® Maxi Kit, presentaron mejores resultados que el 
protocolo habitual usado anteriormente en el laboratorio (Romalde et al., 2002), siendo 
el kit Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini (Talent) el más efectivo con un 
límite de detección de 0,1-1 ufp/mg de tejido digestivo de mejillón (equivalente a 5-50 
partículas físicas por miligramo). Además, mientras que el protocolo que se usaba 
rutinariamente en el laboratorio necesitaba más de cinco horas para su realización, este 
kit comercial sólo requería entre 20 y 50 minutos para la extracción completa del RNA. 
Por otro lado, la versión mini del kit de Talent demostró ser efectivo en la eliminación 
de los inhibidores de la RT-PCR que existen en las muestras de mejillón, ya que se 
detectaron resultados similares independientemente de la dilución de RNA extraída 
probada. La principal desventaja de la mayoría de estos kits para incluirlos en un 
procedimiento estandarizado, es su precio elevado, ya que una extracción de RNA 
podría costar entre 2 y 10 euros por muestra. De todas formas, el Total Quick RNA 
Cells & Tissues versión mini resultó ser no sólo el más efectivo, sino también el más 
barato de los kits utilizados en este estudio (unos 2 euros por muestra).
Es interesante destacar que ninguno de los kits evaluados fue diseñado 
originalmente para la extracción de RNA a partir de tejidos de molusco. Incluso el 
EZNA® Mollusc RNA Kit que, a pesar de su nombre comercial, fue desarrollado para 
muestras de tejido de invertebrados incluyendo moluscos terrestres, artrópodos y 
gusanos. Por otro lado, el kit RNeasy® Plant Mini fue también aplicado con éxito para la 
extracción de RNA a partir de muestra de heces infectadas por la adicción de SRSV, 
rotavirus y poliovirus, eliminando en gran medida los inhibidores de la RT-PCR (Kok et 
al., 2000).
El desarrollo de estos kits junto con las técnicas de RT-PCR para la detección 
rápida y fiable de estos patógenos virales ha sido un importante avance (Yamashita et 
al., 1991; Le Guyader et al., 1994; Abad et al., 1997; Marx et al., 1997; Croci et al., 
1999; Kingsley y Richards, 2001; Mullendore et al., 2001; Yokoi et al., 2001). Por otro 
Capítulo 3
98
lado, la selección de los cebadores constituye un paso crítico en la sensibilidad y 
especificidad adecuados (Marx et al., 1997; Lees, 2000), sobre todo es particularmente 
importante en los casos en los que existe heterogeneidad entre las cepas virales (con la 
consecuente variación en la secuencia nucleotídica), como es el caso de AsV.
En la comparación de las distintas parejas de cebadores analizadas en este estudio 
se aprecia diferencias en la sensibilidad dependiendo de la pareja seleccionada tanto 
para HAV como para AsV. 
En el caso de HAV, la pareja que mostró la mayor sensibilidad fue la descrita por 
Bosch et al. (2001) con un rango entre 0,02 y 0,1 ufp/l o g de hepatopáncreas siendo 
ésta un logaritmo más sensible que la obtenida con la pareja de cebadores HAVp3 y 
HAVp4 (Atmar et al., 1995). En cambio, con una de las parejas de cebadores (HAV1 y 
HAV2; Torrado et al., 2003) no se detectó amplificación con ninguna de las diluciones 
evaluadas (límite de detección >104). Sin embargo, esta pareja de cebadores 
normalmente es empleada dentro de un protocolo de nested-PCR (Torrado et al., 2003) 
y en nuestro estudio fue adaptada a un protocolo de RT-PCR en un solo paso, lo que 
puede ser la razón para la falta de productos de amplificación. Por otro lado, los 
cebadores utilizados amplifican distintas regiones del genoma de HAV, hecho que 
puede provocar algún efecto en cuanto a la sensibilidad.
En cuanto a la detección de AsV, la mejor sensibilidad se encontró con la pareja de 
cebadores A1/A2 (Willcocks et al., 1994) (0,1-1 ufp/l o g de hepatopáncreas), 
mostrándonos una diferencia en sensibilidad mayor de 3 logaritmos en relación con la 
pareja AV15/AV12 (Jonassen et al., 1995). Esto podría ser debido a que el último par 
de cebadores fue diseñado para amplificar todos los serotipos  de AsV (Jonassen et al.,
1995). Como en el caso de HAV, la sensibilidad podría verse afectada por la región del 
genoma que amplifica cada una de las parejas de cebadores. De hecho, esto ha sido 
señalado por Willcocks et al., (1995), que indica que el extremo 3´ de la ORF 2 es más 
variable entre las diferentes cepas de AsV que el extremo 5´ de la misma ORF o las 
regiones de proteínas no estructurales. Además, la posibidad de amplificación no 
específica ha sido sugerida para los cebadores AV15/AV12 (Jonassen et al., 1995) ya 
que el cebador AV12 es básicamente un oligod(T). Por lo tanto, esta pareja de 
cebadores no sólo presenta una baja sensibilidad sino también una baja especificidad.
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Resultados similares en sensibilidad se obtuvieron con la misma pareja de 
cebadores tanto en los experimentos en los que se emplearon diluciones seriadas de los 
distintos stocks virales como en los que se utilizaron muestras de moluscos 
contaminadas artificialmente.
En resumen, los resultados obtenidos en este estudio, han permitido la selección de 
dos kits comerciales, el Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini para la 
extracción de RNA a partir de muestras de tejido digestivo de moluscos y el kit
SuperscriptTM One-Step RT-PCR System para la retrotranscripción y amplificación del 
RNA viral a partir de muestras de moluscos, así como las parejas de cebadores 
HAV240/HAV68 para la detección de HAV y A1/A2 para la detección de AsV. Estos 
métodos han sido empleados a partir de este estudio rutinariamente en nuestro 
laboratorio para la detección del HAV y AsV en mejillón cultivado en bateas de Galicia, 
que es una de las regiones de producción con más importancia de Europa. Además, 
aunque siguen siendo muy necesarios estudios para la estandarización y la validación 
interlaboratorios, los resultados de este estudio mostraron con claridad la utilidad de 
estos kits comerciales para la evaluación de la calidad sanitaria de los moluscos.
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4. Prevalencia de virus entéricos en 






Dentro de los modos de dispersión de los virus entéricos, cabe destacar la descarga 
continua de aguas residuales domésticas (tanto tratadas como no) en aguas marinas 
costeras. Este tipo de ambientes son áreas de crecimiento natural de moluscos, e 
igualmente aprovechadas para la instalación de bateas y cultivo de estos organismos de 
forma controlada.
Los moluscos, por su forma de alimentación, son organismos filtradores. Se ha 
demostrado que el flujo que atraviesa su tracto digestivo puede alcanzar los 20 litros en 
una hora. Como consecuencia de este flujo se retienen todo tipo de partículas sólidas, 
muchas de las cuales son flóculos sedimentarios que poseen adheridas partículas virales 
(Vaughn et al., 1979; Landry et al., 1983; Schwartzbrod y Boher, 1993), o bien 
partículas virales libres (Metcalf, 1982).
De esta manera, moluscos como mejillones, berberechos, almejas y ostras actúan a 
modo de concentradores virales naturales. Esta bioacumulación es pasiva, sin 
multiplicación del virus en el interior del molusco (Enriquez et al., 1992), pero implica 
un dilema ante la localización viral en estos animales, ya que pese a que en principio la 
acumulación de las partículas tiene lugar en el tracto digestivo, posteriormente se 
supone que los fagocitos propios de este organismo pueden trasladar dichos virus a 
través de las membranas plasmáticas hasta depósitos celulares, donde el virus 
permanece estable o bien pueden ser destruidos por el sistema enzimático del molusco 
(Di Girolamo et al., 1970; Romalde et al., 1994).
Todo lo anteriormente descrito confirma el hecho, ya comentado en esta memoria, 
de que estos organismos filtradores actúan como vectores en la transmisión de 
enfermedades como hepatitis infecciosa o gastroenteritis, lo cual implica un riego serio 
para la salud pública y la necesidad de una vía de prevención de esta transmisión.
4.1.1. Significado de la presencia viral en el medio ambiente
Los virus entéricos se encuentran en elevadas cantidades en las heces de los 
individuos con infecciones sintomáticas o asintomáticas (Sattar et al., 1978) y, 
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posteriormente, son vertidos a las aguas superficiales en las heces, junto con otros 
microorganismos fecales. Por esta razón, la cantidad de virus entéricos humanos que se 
puede detectar en aguas residuales es extremadamente elevada, ya que un individuo 
puede liberar hasta 1011 partículas virales por gramo de materia fecal (Schwartzbrod y 
Boher 1993). En las aguas pueden llegar a aparecer de 102 a 105 partículas por litro 
(Bosch, 1986). A través de las aguas residuales, estos virus acceden a todo tipo de aguas 
superficiales, donde representan un serio riesgo sanitario (De Flora et al., 1975; Goyal 
et al., 1979; Metcalf, 1982).
Está ampliamente comprobado que el agua es un vector de enfermedades víricas. 
Dentro de las que presentan mayor incidencia está la hepatitis A y la gastroenteritis 
causada por norovirus (Mosley, 1972; Landry et al., 1983), lo cual se deduce de los 
datos recogidos de epidemias ocurridas durante el siglo pasado. 
Numerosos estudios apoyan la dispersión de los virus en el medio ambiente así 
como la inexistencia de un medio acuático libre de carga viral, sobre todo en lo que 
concierne a las familias Picornaviridae y Caliciviridae.
4.1.2. Factores para la supervivencia viral en agua
Los virus son parásitos intracelulares obligados y únicamente pueden multiplicarse 
dentro de células huésped susceptibles. Una vez fuera de las mismas se exponen a
factores tanto físico-químicos como biológicos, como son la temperatura, el pH, la 
desecación, las actividades enzimáticas de las bacterias, algas, etc. (Metcalf y Stiles, 
1965; Sattar, 1978). 
En el caso de las aguas contaminadas o residuales, donde el contenido en materia 
orgánica es mayor, la supervivencia viral aumenta, probablemente debido a la adsorción 
a coloides orgánicos dispersos en el agua que ofrecen al virus una relativa protección 
frente a factores bióticos y abióticos (Landry et al., 1983; Schwartzbrod y Boher, 1993). 
Asimismo, la acumulación de estas partículas orgánicas en los sedimentos, da lugar a un 
depósito viral, removido ocasionalmente por corrientes y temporales o simplemente por 
lluvias. Tras un temporal, la presencia de virus en el agua es significativamente más alta 
(Gerba, 1979).
Dentro de los factores físico-químicos que afectan a la supervivencia de los virus en 
el medio acuático, la temperatura ha sido estudiada como uno de los más relevantes 
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(Metcalf, 1982). En varios trabajos se comprueba que los virus persisten con mayor 
facilidad en el agua a temperaturas de 4 o 5ºC que a temperaturas mayores, a las cuales 
la estabilidad de la partícula desciende (Vaughn et al., 1979; Berg et al., 1988). 
Igualmente ocurre con la variación estacional, manifestándose un descenso en la 
capacidad de supervivencia del virus en verano, frente a estaciones frías, momento en el 
que la contaminación viral es más intensa (Payment et al., 1987; Beril et al., 1996). Se 
han establecido varias hipótesis que explicarían este hecho, como puede ser una mayor 
radiación solar en estaciones cálidas, ya que ésta tiene poder virucida, o bien, la mayor 
temperatura del agua, que supone un mayor movimiento de las moléculas que 
bombardearían la partícula viral, disminuyendo así su capacidad de supervivencia 
(Denis et al., 1973; Schwartzbrod et al., 1989). Asimismo, hay que tener en cuenta que 
la mayor intensidad de precipitaciones de las estaciones frías removerían en mayor 
medida los sedimentos acuáticos liberando una mayor cantidad de virus al agua.
La luz, en su fracción ultravioleta, posee igualmente un efecto antiviral, de la 
misma manera que las radiaciones ionizantes, aunque estas últimas demostraron ser 
menos selectivas (Mallet et al., 1991).
En cuanto al pH los diferentes virus reaccionan de distinta forma, pero se ha 
comprobado que mientras la temperatura sea baja, la influencia del pH no es decisiva, 
ya que las diferentes especies virales pueden resistir amplios rangos de variación. 
Teniendo en cuenta que en aguas naturales la oscilación del pH suele ser de 5 a 9, 
siendo esta variación en el mar más estable (entre 7,5-8,5), este factor no supone una 
limitación para la supervivencia viral.
La inactivación de los virus en el medio acuático por causas biológicas, es uno de 
los factores más relevantes y a la vez controvertidos de los que actúan sobre la 
estabilidad de las partículas víricas. Dentro de este tipo de factores, la actividad 
antivírica relacionada con la presencia y multiplicación de determinados 
microorganismos, bacterias o algas, juega un importante papel (Katzenelson y Kedmi, 
1979). Se considera que la producción de enzimas proteolíticos por parte de estos 
organismos es la responsable de este ataque a las partículas virales, aunque, en 




4.1.3. Control de la producción de moluscos bivalvos
El peligro de las enfermedades infecciosas asociadas al consumo de moluscos 
bivalvos se conoce desde hace muchos años. Consecuentemente, y como medidas 
preventivas en la mayoría de los países se han establecido controles sanitarios para la 
producción de estos organismos. En la Unión Europea, estas normas, comunes para toda 
la Unión, se recogían en la directiva 91/492/EEC (Anónimo, 1991) que regulaba las 
operaciones dentro de la UE desde 1993. En EEUU también se han establecido normas 
dentro del Programa Nacional de Higiene de Moluscos de la FDA (Food and Drug 
Administration), que se recogen en el manual de operaciones (Anónimo, 1993), y que 
son de aplicación en todos los estados gracias a acuerdos de comercio interestatal. Estas 
normativas recogían requerimientos básicos similares para la clasificación de las áreas 
de cultivo, para los controles y procesamiento necesarios para moluscos procedentes de 
áreas contaminadas, las condiciones de higiene para los establecimientos de procesado y 
venta, documentación para comercialización, etc. Las importaciones a la UE 
procedentes de terceros países tienen que cumplir los mismos estándares que los 
productos domésticos. Por tanto, las principales naciones exportadoras han desarrollado 
también programas para cumplir con los requerimientos de sus principales mercados. 
Una característica común de estos controles es que están basados en el uso de 
indicadores bacterianos clásicos de contaminación fecal, como los coliformes fecales o 
Escherichia coli, para evaluar los niveles de contaminación  e implementar las medidas 
de control apropiadas en cada caso. Los niveles de indicadores fecales se determinan 
bien en los propios moluscos (aproximación europea) bien en las aguas de cultivo 
(aproximación americana). Históricamente, se ha aceptado internacionalmente que los 
moluscos que presenten niveles microbiológicos menores de 230 E. coli, o 300 
coliformes fecales, por 100 g de carne se pueden comercializar directamente. Estos 
valores, junto a otros requerimientos específicos para determinados patógenos (como 
Salmonella), contaminantes químicos, y biotoxinas, se incluyeron en la directiva UE
91/492 como estándar de producto final (Anónimo, 1991).
En Mayo del 2006 entró en vigor en España el Real Decreto 640/2006 del 26 de 
Mayo (Anónimo 2006e) el cual incorpora al derecho español la nueva normativa 
europea (Directiva 2004/41/CE del 21 de Abril del 2004 [Anónimo, 2004a]) aprobada 
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por el Parlamento Europeo y el Consejo y aplicable a todos los estados miembros desde 
el 1 de Enero del 2006.
La nueva directiva europea deroga varias directivas en las que se establecían las 
condiciones de higiene de los productos alimenticios y las condiciones sanitarias para la 
producción y comercialización de determinados productos de origen animal destinados 
al consumo humano, entre ellas la Directiva 91/492/CEE (Anónimo, 1991).
Dentro de la nueva normativa europea son de aplicación en este campo los 
Reglamentos (CE) nº 852/2004 relativa a la higiene de los productos alimenticios 
(Anónimo, 2004b), el Reglamento (CE) nº 853/2004 que establece las normas 
específicas de higiene de los alimentos de origen animal (Anónimo, 2004c), el 
Reglamento (CE) nº 854/2004 que establece normas específicas para la organización de 
los controles oficiales de los productos de origen animal destinados al consumo humano 
(Anónimo, 2004d), que va a modificar y establecer las nuevas normas de aplicación a lo 
tocante a las zonas de producción  y la comercialización de moluscos bivalvos vivos y 
el Reglamento (CE) nº 2073/2005 relativo a los criterios microbiológicos aplicables a 
los productos alimenticios (Anónimo, 2005a) (modificado por el Reglamento (CE) nº 
1441/2007 [Anónimo, 2007]).
En las consideraciones del Reglamento 2073/2005 (Anónimo 2005a) se recomienda 
que los criterios microbiológicos sean pertinentes y eficaces en relación con la salud de 
los consumidores. Además manifiesta que los indicadores fecales convencionales no 
son fiables para demostrar la presencia o ausencia de virus y que basarse en la 
eliminación de los indicadores bacterianos fecales para la determinación de los períodos 
de depuración del marisco no es una práctica segura, recomendando el uso de E. coli en 
lugar de coliformes fecales en zonas de cría de moluscos. Por último señala la necesidad 
de desarrollar nuevos métodos analíticos para poder establecer criterios adecuados en 
relación con los virus patógenos en moluscos bivalvos vivos.
Generalmente se acepta que la medida más efectiva y fiable para controlar la 
contaminación de los moluscos es la recolección de estos organismos a partir de áreas 
con aguas de buena calidad. El control de las contaminaciones mediante técnicas de 
procesado de los moluscos es menos eficaz, aunque pueda ser una opción práctica para 
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aquellos países cuyas aguas estén sometidas a contaminación por efluentes de aguas 
residuales. 
En la antigua Directiva 91/492/CEE (Anónimo, 1991) se permitía destinar a 
mercado los moluscos procedentes de zonas con alto nivel de contaminación fecal (zona 
C) después de una reinstalación durante un período largo de mínimo dos meses o 
después de una depuración intensiva, en la que se disminuyesen los niveles de 
contaminación fecal hasta los admisibles para el consumo humano directo (zona A). 
Según esta normativa, el control sanitario se tenía que basar en el recuento de bacterias 
fecales debido a la ausencia de métodos de detección de virus y de normas virológicas.
La nueva normativa comunitaria, el Reglamento (CE) nº 854/2004 del Parlamento 
europeo y del Consejo del 29 de Abril del 2004 por el que se establecen normas 
específicas para la organización de los controles oficiales de los productos de origen 
animal destinados al consumo humano (Anónimo, 2004d), sólo admite la reinstalación 
de los moluscos procedentes de zonas clasificadas como C durante un largo período de 
tiempo (mínimo dos meses) de manera que cumplan las normativas sanitarias 
correspondientes a la clase A, para que puedan llegar al mercado en fresco. 
Actualmente no existen técnicas estandarizadas para hacer el análisis de virus y su 
control se sigue basando en el recuento de bacterias fecales. En este momento existe un 
vacío legal en lo tocante a la metodología analítica para la detección y control de la 
incidencia de los virus, y su control se sigue basando en el recuento de E. coli. En 
relación con este hecho, el grupo europeo de normalización (CEN), a través del grupo 
de trabajo TAG 4 de detección de virus en alimentos (CEN/TC/275/WG6/TAG4) está 
desarrollando desde 2004 toda la metodología necesaria para la normalización de las 
técnicas de análisis de virus en alimentos y es previsible que en un plazo breve (2008-
2009) exista una versión final del método de análisis, estando prevista su publicación 
como norma ISO internacional para el 2011-2012. Fruto de la disponibilidad de dicho 
método de análisis, las autoridades sanitarias establecerán los criterios de control a 
realizar sobre determinados productos asociados a este tipo de riesgo biológico 
(Rodrigo et al., 2007).
En este estudio se evaluó la prevalencia viral (virus de la hepatitis A y astrovirus) 
que presentan diversas especies de moluscos bivalvos cultivados y silvestres 
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procedentes de la Ría de Vigo durante un período de 3 años mediante técnicas 
convencionales de RT-PCR y RT-PCR a tiempo real, ampliando el número de virus 
(norovirus genogrupo I y II, enterovirus, rotavirus y Aichi virus) en un conjunto de 
muestras pertenecientes al año 2005. También se determinó la cantidad de Escherichia 
coli y bacteriófagos RNA F+ presente en las muestras con el fin de realizar una 
comparación entre la contaminación vírica y bacteriana.
4.2. Material y métodos
4.2.1. Toma de muestras
Se realizaron muestreos mensuales de moluscos bivalvos procedentes de la Ría de 
Vigo desde Marzo del 2004 hasta Diciembre del 2006. Cada muestreo consistía en 3 
muestras de mejillón (M. galloprovincialis), 1 de almeja (R. decussatus) y 1 de 
berberecho (C. edule). Dos de las muestras de mejillón provenían de puntos de muestreo 
clasificados como zona B (230-4600 E.coli/100 g molusco) correspondientes a zonas de 
cultivo en bateas. La tercera muestra de mejillón así como la muestra de almeja y la de 
berberecho, se recogieron en un área de muestreo clasificada como zona C (>4600 
E.coli/100 g molusco) que se correspondía a una zona de costa, considerando a estos 
moluscos como silvestres.
A lo largo de todos los muestreos se recogieron y analizaron un total de 160 
muestras de las cuales 99 fueron de mejillón (68 eran muestras de cultivo y 31 eran 
muestras silvestres), 30 fueron de almeja y 31 de berberecho (Tabla 4.1). 
Los moluscos se transportaron a una temperatura de 4ºC, llegando al laboratorio el 
mismo día de la recolección.
Todas estas muestras fueron analizadas para el recuento de E. coli  y bacteriófagos 
RNA F+, para la detección de HAV y AsV mediante técnicas convencionales de RT-
PCR y para la detección y cuantificación de HAV mediante rRT-PCR.
Con el objeto de realizar un análisis más completo de la presencia de otros virus 
entéricos, se seleccionaron 41 muestras recogidas entre Enero y Diciembre del 2005 a 
las que se les llamará de ahora en adelante “Muestras 2005”. De estas muestras, 36 
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fueron de mejillón (24 de mejillón de cultivo en batea y 12 de mejillón silvestre de 
roca), 3 muestras fueron de almeja y 2 de berberecho (Tabla 4.1). Estas muestras se 
procesaron y analizaron en el Institut Française de Reserche pour l´Exploitation de la 
Mer (IFREMER) bajo la tutela de la Dra. Le Guyader. Además de los virus citados 
anteriormente, se analizó la presencia de otros virus entéricos, como son RV y AiV 
(mediante técnicas convencionales de RT-PCR y nested RT-PCR), EV y NoV GI y GII 
(mediante rRT-PCR con sondas específicas para cada uno de los genogrupos).
4.2.2. Determinación de Escherichia coli
Para el recuento de E. coli (indicador bacteriano), se optó por la técnica del Número 
Más Probable (NMP) empleando la variante de 5 tubos y 3 diluciones para la 
determinación, siguiendo el protocolo establecido en la ISO 16649-3 (Anónimo, 
2005b), en el que se utiliza el medio 5-bromo-4-cloro-3-indolil--D-glucurónido, 
también llamado Caldo Glutamato Modificado (medio GB).
Tras la recepción de los moluscos, estos se lavaron y rasparon bajo agua corriente 
potable (se descartaron los moluscos muertos o abiertos) y se abrieron asépticamente 
con un bisturí estéril. Se pesaron 50 g de molusco entero sin concha (carne y líquido 
intervalvar) y se homogenizaron con 450 ml de agua de peptona 0,1% (Panreac;
Castellar del Vallés, Barcelona, España) pH 7,4 con un blender esterilizado por 
flameado de las cuchillas, a máxima velocidad durante tres ciclos de 60 segundos cada 
uno. Se inocularon tres series de 5 tubos en el medio GB con 10 ml, 1 ml y 0,1 ml por 
cada una de las muestras. En el caso de que las muestras estuvieran fuertemente 
contaminadas, se realizaron diluciones decimales seriadas del homogenado en agua de 
peptona 0,1%, inoculándose en series sucesivas de medio GB. Estos tubos se incubaron 
a 37±1ºC durante 24±2 horas. Los tubos que, después de transcurrir el período de 
incubación, mostraron producción de ácido, se sembraron en Agar Triptona Bilis 
Glucurónido (agar TBX) y se incubaron a 44±1ºC. Se consideraron positivas aquellas 
placas que transcurrido el tiempo de incubación, presentaron colonias verdeazuladas.
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A1 08/03/2004 M. galloprovincialis B
B1 08/03/2004 M. galloprovincialis B
C1 08/03/2004 M. galloprovincialis C
D1 08/03/2004 R.s decussatus C
1
E1 08/03/2004 C. edule C
A2 12/04/2004 M. galloprovincialis B
B2 12/04/2004 M. galloprovincialis B
C2 19/04/2004 M. galloprovincialis C
D2 19/04/2004 R. decussatus C
2
E2 19/04/2004 C. edule C
A3 03/05/2004 M. galloprovincialis B
B3 03/05/2004 M. galloprovincialis B
C3 03/05/2004 M. galloprovincialis C
D3 03/05/2004 R. decussatus C
3
E3 03/05/2004 C. edule C
A4 31/05/2004 M. galloprovincialis B
B4 31/05/2004 M. galloprovincialis B
C4 31/05/2005 M. galloprovincialis C
D4 31/05/2005 R. decussatus C
4
E4 31/05/2005 C. edule C
A5 05/07/2004 M. galloprovincialis B
B5 05/07/2004 M. galloprovincialis B
C5 05/07/2004 M. galloprovincialis C
D5 05/07/2004 R. decussatus C
5
E5 05/07/2004 C. edule C
A6 02/08/2004 M. galloprovincialis B
B6 02/08/2004 M. galloprovincialis B
C6 02/08/2004 M. galloprovincialis C
D6 03/08/2004 R. decusatus C
6
E6 03/08/2004 C. edule C
A7 30/08/2004 M. galloprovincialis B
B7 30/08/2004 M. galloprovincialis B
C7 30/08/2004 M. galloprovincialis C
D7 30/08/2004 R. decussatus C
7
E7 30/08/2004 C. edule C
A8 04/10/2004 M. galloprovincialis B
B8 04/10/2004 M. galloprovincialis B
C8 04/10/2004 M. galloprovincialis C
D8 04/10/2004 R. decusatus C
8
E8 04/10/2004 C. edule C
A9 15/11/2004 M. galloprovincialis B
B9 15/11/2004 M. galloprovincialis B
C9 15/11/2004 M. galloprovincialis C
D9 15/11/2004 R. decussatus C
9
E9 15/11/2004 C. edule C
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A10 13/12/2004 M. galloprovincialis B
B10 13/12/2004 M. galloprovincialis B
D10 13/12/2004 R. decussatus C
10
E10 13/12/2004 C. edule C
A11* 24/01/2005 M. galloprovincialis B
B11* 24/01/2005 M. galloprovincialis B
C11* 24/01/2005 M. galloprovincialis C
D11 24/01/2005 R. decussatus C
11
E11 24/01/2005 C. edule C
A12* 28/02/2005 M. galloprovincialis B
B12* 28/02/2005 M. galloprovincialis B
C12* 28/02/2005 M. galloprovincialis C
D12 01/03/2005 R. decussatus C
12
E12 28/02/2005 C. edule C
A13b* 04/04/2005 M. galloprovincialis B
A13m* 04/04/2005 M. galloprovincialis B
B13b* 04/04/2005 M. galloprovincialis B
B13m* 04/04/2005 M. galloprovincialis B
C13* 28/03/2005 M. galloprovincialis C
D13 28/03/2005 R. decussatus C
13
E13 28/03/2005 C. edule C
A14* 25/04/2005 M. galloprovincialis B
B14* 25/04/2005 M. galloprovincialis B14
C14* 25/04/2005 M. galloprovincialis C
A15* 23/05/2005 M. galloprovincialis B
B15* 23/05/2005 M. galloprovincialis B
C15* 23/05/2005 M. galloprovincialis C
D15 23/05/2005 R. decussatus C
15
E15 23/05/2005 C. edule C
A16* 20/06/2005 M. galloprovincialis B
B16* 20/06/2005 M. galloprovincialis B
C16* 20/06/2005 M. galloprovincialis C
D16* 20/06/2005 R. decussatus C
16
E16 20/06/2005 C. edule C
A17* 18/07/2005 M. galloprovincialis B
B17* 18/07/2005 M. galloprovincialis B
C17* 18/07/2005 M. galloprovincialis C
D17 24/08/2005 R. decussatus C
17
E17 18/07/2005 C. edule C
A18* 22/08/2005 M. galloprovincialis B
B18* 22/08/2005 M. galloprovincialis B
C18* 22/08/2005 M. galloprovincialis C
D18 22/08/2005 R. decussatus C
18
E18 29/08/2005 C. edule C
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A19* 19/09/2005 M. galloprovincialis B
B19 19/09/2005 M. galloprovincialis B
C19* 19/09/2005 M. galloprovincialis C
D19* 19/09/2005 R. decussatus C
19
E19 19/09/2005 C. edule C
A20* 17/10/2005 M. galloprovincialis B
B20* 17/10/2005 M. galloprovincialis B
C20* 17/10/2005 M. galloprovincialis C
D20* 17/10/2005 R. decussatus C
20
E20* 17/10/2005 C. edule C
A21* 14/11/2005 M. galloprovincialis B
B21* 14/11/2005 M. galloprovincialis B
C21* 14/11/2005 M. galloprovincialis C
D21 14/11/2005 R. decussatus C
21
E21* 14/11/2005 C. edule C
A22 13/12/2005 M. galloprovincialis B
B22* 13/12/2005 M. galloprovincialis B
C22 13/12/2005 M. galloprovincialis C
D22 14/12/2005 R. decussatus C
22
E22 14/12/2005 C. edule C
A23 30/01/2006 M. galloprovincialis B
B23 30/01/2006 M. galloprovincialis B
C23 30/01/2006 M. galloprovincialis C
D23 30/01/2006 R. decussatus C
23
E23 30/01/2006 C. edule C
A24 27/02/2006 M. galloprovincialis B
B24 27/02/2006 M. galloprovincialis B
C24 27/02/2006 M. galloprovincialis C
D24 27/02/2006 R. decussatus C
24
E24 27/02/2006 C. edule C
A25 27/03/2006 M. galloprovincialis B
B25 27/03/2006 M. galloprovincialis B
C25 27/03/2006 M. galloprovincialis C
D25 27/03/2006 R. decussatus C
25
E25 27/03/2006 C. edule C
A26 24/04/2006 M. galloprovincialis B
B26 24/04/2006 M. galloprovincialis B
D26 24/04/2006 R. decussatus C26
E26 24/04/2006 C. edule C
A27 29/05/2006 M. galloprovincialis B
B27 29/05/2006 M. galloprovincialis B
C27 29/05/2006 M. galloprovincialis C
D27 29/05/2006 R. decussatus C
27
E27 29/05/2006 C. edule C
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A28 13/06/2006 M. galloprovincialis B
B28 13/06/2006 M. galloprovincialis B
C28 13/06/2006 M. galloprovincialis C
D28 13/06/2006 R. decusatus C
28
E28 13/06/2006 C. edule C
A29 10/07/2006 M. galloprovincialis B
B29 10/07/2006 M. galloprovincialis B
C29 10/07/2006 M. galloprovincialis C
D29 10/07/2006 R. decussatus C
29
E29 10/07/2006 C. edule C
A30 28/08/2006 M. galloprovincialis B
30 B30 28/08/2006 M. galloprovincialis B
A31 11/09/2006 M. galloprovincialis B31 B31 11/09/2006 M. galloprovincialis B
A32 18/09/2006 M. galloprovincialis B
B32 18/09/2006 M. galloprovincialis B32
C32 18/09/2006 M. galloprovincialis C
A33 26/10/2006 M. galloprovincialis B
B33 26/10/2006 M. galloprovincialis B
C33 25/10/2006 M. galloprovincialis C33
E33 25/10/2006 C. edule C
C34 23/11/2006 M. galloprovincialis C
D34 23/11/2006 R. decussatus C34
E34 23/11/2006 C. edule C
A35 20/12/2006 M. galloprovincialis B
B35 20/12/2006 M. galloprovincialis B
C35 20/12/2006 M. galloprovincialis C
D35 20/12/2006 R. decussatus C
35
E35 20/12/2006 C. edule C
*Muestras que se engloban en Muestras 2005
En cada uno de los muestreos se realizó un control positivo (la cepa de E. coli
CECT-434, que es positiva tanto en medio GB como en agar TBX), un control negativo 
(la cepa de E. aerogenes CECT-684, que es positiva para el medio GB y negativa para 
el agar TBX) y un blanco (que consistió en inocular agua de peptona 0,1% en tres series 
de 5 tubos de medio GB).
La combinación de los resultados positivos de E. coli obtenidos de las tres series de 
cinco tubos, se transformó en el número de E. coli/100 g de molusco mediante la tabla 
del número más probable de Donovan et al. (1998).
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4.2.3. Determinación de bacteriófagos RNA F+
Los moluscos se analizaron para la determinación de bacteriófagos RNA F+ 
mediante la técnica de sobrecapa (ISO 10705-1; Anónimo, 1996), usando la bacteria 
hospedadora Salmonella typhimurium WG49 descrita por Havelaar y Hogeboom 
(Havelaar y Hogeboom, 1984; Doré et al., 2000). Este hospedador está genéticamente 
modificado insertándole un plásmido que codifica para la producción de pilus F. Así se 
produce una bacteria hospedadora que es susceptible a bacteriófagos RNA F+ (Doré et 
al., 2000). 
El recuento de los bacteriófagos se realizó seleccionando la dilución de la muestra 
más adecuada (30-300 ufp), para obtener el número de ufp/100 g molusco según la 
siguiente fórmula:
      N-NRNasas x F 
Cufp = 
_________________________ x 300
   n
donde:
Cufp = número confirmado de bacteriófagos RNA F+ expresados como unidades 
formadoras de placas en 1ml de muestra sin diluir.
N = número total de placas contadas en las placas de WG49.
NRNasas  =  número total de placas contadas en las placas de WG49 con RNasas.
n = número de réplicas.
F = factor de dilución.
Para  preparar un cultivo hospedador de la bacteria  S. tiyphimurium WG49, se 
añadió 1 ± 0,1 ml de solución de calcio-glucosa al 1% a 100 ± 1 ml de Tryptone-Yeast 
extract-Glucose Broth (TYGB) y 1 hora después se le inoculó 1± 0,1 ml de un cultivo 
de trabajo de la bacteria hospedadora. Se dejó incubar a 37 ± 1ºC en agitación durante 5 
± 1 hora.  
Los moluscos se lavaron y rasparon bajo agua corriente y se abrieron asépticamente 
(10 ejemplares para mejillones o 20 ejemplares para berberechos o almejas) con un 
bisturí estéril. Se homogenizaron en un blender con 1:2 p/v de agua de peptona 0,1%
Capítulo 4
134
pH 7,2. De este homogenado se cogieron 30-50 ml, se centrifugaron a 2.000 xg durante 
5 minutos a temperatura ambiente y se recogió el sobrenadante para hacer las diluciones 
decimales seriadas en agua de peptona pH 7,2 hasta la dilución 10-2.
Se alicuotó 1 ± 0,1 ml del cultivo hospedador en tubos con tapa de rosca, se le 
añadió 1 ± 0,1 ml del sobrenadante de la muestra o su dilución correspondiente  y 2,5 
ml de Agar triptona-extracto de levadura-glucosa al 1% de Agar (TYGA-1) calentado 
previamente para permanecer en estado líquido y aclimatado durante un mínimo de una 
hora a una temperatura de 45ºC. Se mezcló por inversión y se vertió sobre placas de  
Agar triptona-extracto de levadura-glucosa al 2% de Agar (TYGA-2) formando una 
sobrecapa homogénea. Se dejaron secar las placas y se incubaron a 37 ± 1ºC durante 18 
± 4 horas.
Transcurrido el tiempo de incubación, se realizó el recuento de placas de lisis 
(excepto las que presentan morfología de placas de lisis de DNA) por comparación con 
el control positivo utilizado (el bacteriófago de E. coli MS2, ATCC 15597-B1).
En los casos en los que se detectó más de un 5% de placas de lisis grandes, se 
realizó un ensayo confirmatorio en presencia de RNasas. Esta prueba se realizó en 
paralelo y con la misma metodología que con las placas descritas anteriormente,
preparando una serie similar a la que se le añadía 100 ± 1 l de solución de RNasas
antes de verter la sobrecapa con el fin de que en el recuento final, sólo se tuvieran en 
cuenta las placas de lisis formadas por los bacteriófagos RNA F+.
Los criterios microbiológicos que se siguieron en este estudio establecen que una 
muestra presentaría una cantidad aceptable de bacteriófagos RNA F+ si presenta valores 
menores a 100 ufp/100 g molusco. 
4.2.4. Detección y cuantificación viral
4.2.4.1. Procesamiento de las muestras y extracción del RNA
Tras limpiar y desechar los moluscos muertos, se realizó asépticamente la apertura 
y disección de los individuos (10 mejillones o 20 almejas o berberechos) retirando los 
hepatopáncreas que se homogenizaron con agua de peptona 0,1% (pH 7,2) (1:1 p/v) con 
un blender a máxima velocidad durante tres series de 60 seg cada una. Después se 
dejaron en agitación fuerte durante 1 hora a 4ºC y se centrifugaron a 1000 xg durante 5 
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min. Se recogió el sobrenadante y se procedió a la extracción del RNA por el kit Total 
Quick RNA Cells and Tissues mini preparations (Talent) siguiendo las instrucciones 
establecidas en el capítulo anterior (Ribao et al., 2004).
En el primer paso de la extracción, se le añadieron a la muestra 10 l del virus de 
Mengo para realizar el cálculo de la eficiencia de la extracción.
Para el procesamiento y la extracción del RNA del grupo de Muestras 2005, se 
emplearon procedimientos distintos a los anteriormente citados, utilizando la 
metodología que rutinariamente utilizaba el laboratorio de virus entéricos del 
IFREMER. Estas muestras se abrieron y diseccionaron de un modo aséptico, extrayendo 
los hepatopáncreas, de los que se hicieron alícuotas de 1,5 g de peso. Estas alícuotas se 
congelaron a -20ºC hasta que se realizó el procesamiento de las muestras y la extracción 
de RNA.
Para el análisis, se descongelaron en hielo las alícuotas antes mencionadas y a cada 
una de ellas se le añadieron los 10 l del virus de Mengo para el cálculo de la eficiencia 
de la extracción. Después las muestras se homogenizaron con tampón glicina pH 9.5, se 
extrajeron las partículas virales mediante la adicción de 2 volúmenes de cloroformo-
butanol (50/50) y 0,5 ml de Cat-floc diluido (0,346 ml de Cat-floc concentrado por ml 
de tampón glicina) (Calgon, Ellwood City, PA). Tras agitación en un agitador orbital 
durante 5 minutos a temperatura ambiente, se centrifugó a 13.500 xg durante 15 min a 
4ºC, recogiendo el sobrenadante al que se añadió un volumen de  polietilenglicol 6000 
(PEG 6000) para precipitar la muestra. Después se dejó agitando en el agitador orbital 
durante 1 hora a 4ºC tras lo cual se centrifugó la muestra a 11.000 xg durante 20 min a 
4ºC. Se desechó el sobrenadante y el precipitado, una vez seco, se resuspendió en 1 ml 
de agua bidestilada libre de RNasas precalentada a 56ºC (Atmar et al., 1995; Le 
Guyader et al., 2000, 2006; Loisy et al., 2005b).
El ácido nucleico viral fue extraído y purificado a partir del precipitado 
resuspendido de PEG usando un procedimiento de extracción semiautomático que se 
basa en partículas magnéticas (Nuclisens® MiniMag; Biomerieux, France) (Le Guyader 
et al., 2009).
Este sistema de extracción de ácidos nucleicos está basado en el método de Boom 
et al. (1990) que utiliza partículas magnéticas de sílice bajo condiciones de alta 
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salinidad, lo que provoca que el ácido nucleico se una a dichas partículas. Éstas actúan 
como una fase sólida y los componentes que no sean ácido nucleico se eliminan 
mediante varios pasos de lavado para, finalmente, ser eluídos de la fase sólida.
Para la extracción del RNA, se le añadió a cada una de las muestras de precipitado 
de PEG resuspendido, 2 ml de tampón de lisis dejándolo incubar en un baño durante 30 
min a 56ºC, tras lo que se le añadieron 50 l de sílice. Después de una incubación de 10 
min a temperatura ambiente se centrifugaron 2 min a 1.500 xg descartándose el 
sobrenadante y resuspendiendo las partículas de sílice en 400 l del tampón de lavado 1, 
pasando todo el contenido a un tubo situado en la plataforma magnética MiniMag. Tras 
otro lavado con el mismo tampón, 2 lavados con el tampón 2 y un lavado más con el 
tampón 3, se le añadiron 100 l del tampón de elución y se incubaron a 60ºC durante 5 
min con el termobloque en agitación a 1.400 rpm. Finalmente se recuperó la fracción 
líquida de las muestras (100 l), separando las partículas de sílice magnéticas al 
introducir los tubos en una gradilla que contiene un imán. Los RNA extraídos se 
guardaron a -80ºC hasta su uso.
4.2.4.2. RT-PCR convencional
Todas las reacciones de RT y PCR se realizaron en un termociclador T Gradient 
(Biometra®; Goettingen, Alemania), excepto las de las Muestras 2005, en las que se 
usaron termocicladores 9600  y 2400 (Applied Biosystems).
Para la detección de HAV mediante RT-PCR convencional se seleccionó la pareja 
de cebadores HAV 240 y HAV 68 (Tabla 4.2). Las amplificaciones se llevaron a cabo 
bien siguiendo el mismo protocolo descrito en el capítulo anterior con el kit comercial 
SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (Life Technologies) (Ribao et al., 2004),
excepto en la concentración final de los cebadores en la reacción que fue de 0,19 M en 
el caso de HAV, o bien mediante RT-PCR convencional en dos pasos. En esta última, la 
RT se realizó en un volumen final de 25 l en los que, a los 10 l de RNA extraído se le 
añadieron (en concentraciones finales) 1X First-Strand Buffer (50 mM Tris-HCl pH 8,3, 
75 mM KCl, 3 mM MgCl2) (Invitogen; Paisley, Inglaterra), 400 M de cada uno de los 
cuatro tipos de dNTPs, 5 mM dithiothreitol, 20 U de Reconbinant RNasin®
Ribonuclease Inhibitor (Promega), 0,5 M del cebador reverso HAV 240 (Tabla 4.2) y 
100 U de la enzima MMLV-RT (Invitrogen). La reacción RT consistió en un paso de 1 
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hora a 45 ºC con un paso previo de 5 min a 92ºC. Con 10 l del cDNA obtenido en el 
paso anterior, se realizó la PCR en un volumen total de 50 l consistentes en 
(concentraciones finales) 1X Immobuffer (16 mM (NH4)2SO4, 100 mM Tris-HCl pH 
8,3, 0,01% Tween-20) (Bioline; Londres, Inglaterra), 2,5 mM MgCl2, 0,9 U de 
ribonucleasa A (Sigma), 400 M de cada uno de los cuatro dNTPs, 0,25 M de cada 
uno de los cebadores (HAV 240 y HAV 68) (Tabla 4.2) y 100 U de la enzima 
ImmolaseTM DNA polimerasa (Bioline). La amplificación se llevó a cabo tras un paso 
de inactivación del RNA de 30 min a 37ºC, seguido de un paso  de activación de la Taq
polimerasa a 94ºC durante 5 min y 40 ciclos de amplificación consistentes en una 
desnaturalización a 94ºC durante 1 min, hibridación de los cebadores a 55ºC durante 1 
min y extensión a 72ºC durante 1 min, con una extensión final de 10 min a 72ºC.
Para la detección por medio de esta técnica de otros virus entéricos, se 
seleccionaron las parejas de cebadores (Tabla 4.2): AV1/AV2 para AsV, que delimitan 
un fragmento de 90 pb en la región final 3´ del genoma de AsV humano (Le Cann et al., 
2004), VP6.3/VP6.4  para RV, que delimitan un fragmento de 186 pb de la región VP6 
(Villena et al., 2003), y 6261/6602 y nested-6309/nested-6488 para AiV que delimitan 
un fragmento de 342 pb y 160 pb respectivamente (Yamashita et al., 2000; Oh et al., 
2006).
En todos los casos, la reacción de RT se realizó en un volumen final de 20 l que 
contenían 2 l del RNA extraído, 1X buffer II (Applied Biosystem), 5 mM MgCl2, 1 
mM de cada uno de los cuatro dNTPs, 2 U de inhibidor de RNasas (Applied 
Biosystem), 1,25 M cebador reverso  (AV1 para AsV, VP6.3 para RV y 6602 para 
AiV) y la enzima M-MLV RT (Applied Biosystem)  (Le Guyader et al., 2003). La RT
se llevó a cabo mediante un paso de 30 min a 42ºC, excepto para AiV, donde este paso 
se realizó a una temperatura de 37ºC, con un paso de desnaturalización final de 5 min a 
95ºC. Después se le añadió la mezcla de la PCR para quedar, en volumen final, 50 μl
que contenían 1X buffer II (Applied Biosystem), 1,25 mM MgCl2, 0,5 M cebador 
directo (AV2 para AsV, VP6.4 para RV y 6261 para AiV) y la enzima Taq polimerasa 
(Applied Biosystem). La amplificación se realizó mediante 40 ciclos de 
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desnaturalización a 94ºC durante 30 seg, hibridación de los cebadores a 50ºC durante 30 
seg y extensión a 72ºC durante 30 seg, con un paso de extensión final de 7 min a 72ºC.
Tabla 4.2: Cebadores y sondas específicas utilizadas en el ensayo.
Virus Cebador Sonda Secuencia 5´-3´ Referencia
NoV GI QNIF4 CGCTGGATGCGNTTCCAT Da Silva et al., 2007
NV1LCR CCTTAGACGCCATCATCATTTAC Svraka et al., 2007
NV1Lpr 6-FAM-TGGACAGGAGAYCGCRATCT-6-TAMRA1 Svraka et al., 2007
NoV GII QNIF2d ATGTTCAGRTGGATGAGRTTCTCWGA Loisy et al., 2005b
COG2R TCGACGCCATCTTCATTCACA
    Kageyama et al., 
2003
QNIFS 6-FAM-AGCACGTGGGAGGGCGATCG-6-TAMRA1 Loisy et al., 2005b
HAV HAV240 GGAGAGCCCTGGAAGAAAG Costafreda et al., 2006





Costafreda et al., 2006
Bosch et al., 2001
EV EVR GGAAACACGGACACCCAAAGTAG Donia et al., 2005
EVF TGAATGCGGCTAATCCCAACCTC Donia et al., 2005
EVS 6-FAM-TGCGCGTTACGACAGGCCAATCAC-6-TAMRA1 Donia et al., 2005
AsV AV1 CCGAGTAGGATCGAGGGT Le Cann et al., 2004
AV2 GCTTCTGATTAAATCAATTTTAA Le Cann et al., 2004
Avs Biotin- CTTTTCTGTCTCTGTTTAGATTATTTTAATCACC3 Le Cann et al., 2004
RV VP6.3 GCTTTAAAACGAAGTCTTCAAC Villena et al., 2003
VP6.4 GGTAAATTACCAATTCCTCCAG Villena et al., 2003
biot-RV Biotin-CAAATGATAGTTACTATGAATGG3 Villena et al., 2003
Aichi 6261 ACACTCCCACCTCCCGCCAGTA Yamashita et al., 2000
6602 AGGATGGGGTGGATRGGGGCAGAG Oh et al., 2006
nested 6309 GTACAAGGACATGCGGCG Oh et al., 2006
nested 6488 CCTTCGAAGGTCGCGGCRCGGTA Oh et al., 2006
biot-AiV Biotin-GTACAAGGACATGCGGCG3 Oh et al., 2006
1La sonda está marcada con 6-carboxifluoresceína en el extremo 5´ y lleva como quencher carboxitetrametilrodamina
2La sonda está marcada con 6-carboxifluoresceína en el extremo 5´ y lleva como quencher un minor-groove binder
3La sonda está marcada con biotina en el extremo 5´
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En el caso de AiV fue necesario realizar una nested-PCR, consistente en la 
amplificación de 2 l del producto amplificado obtenido de la primera PCR, con los 
cebadores específicos nested-6309 y nested-6488 (Oh et al., 2006) en las mismas 
condiciones descritas en el párrafo anterior.
Una vez que se obtuvieron los amplificados, se realizó una electroforesis de los 
productos finales en un gel de agarosa al 1,5% en tampón TAE 1X (0,04M Tris-acetato, 
1mM EDTA), añadiendo bromuro de Etidio (EtBr) con una concentración final de 0,5 
g/ml, tal como fue descrito en el apartado 3.2.2. 
La separación de los amplificados obtenidos de las muestras 2005 se realizó en 
geles de poliacrilamida al 9% (Le Guyader et al., 2000). Se tomaron 10 l de cada uno 
de los productos de amplificación y se mezclaron con 2 l de tampón de carga, dejando 
el gel correr en una cubeta de electroforesis a 100 V durante 1 hora. Después de teñir el 
gel en una cubeta con EtBr a concentración final de 0,5 g/ml, se visualizó en el 
transiluminador de luz ultravioleta Gel Doc 2000 (BioRad; Hercules, CA, EEUU).
4.2.4.3. Hibridación 
Como comprobación a los resultados de detección positiva mediante la técnica de 
RT-PCR convencional, se realizaron hibridaciones con sondas biotiniladas en el 
extremo 5´ específicas para cada uno de los distintos tipos virales (Tabla 4.2). Estas 
hibridaciones se realizaron mediante el kit comercial HybridowellTM Universal (Argene; 
Verniolle, Francia), siguiendo las instrucciones recomendadas por el fabricante. 
Con este kit se fija el DNA amplificado de cada una de las muestras a uno de los 
pocillos de la placa de microtitulación donde se hibridan con la sonda específica 
correspondiente al virus que queremos confirmar, para, posteriormente, detectar los 
híbridos mediante un conjugado de estreptavidina-peroxidasa y revelarlos mediante el 
cromógeno tetrametilbenzidina. Las lecturas de absorbancia se realizaron 450 nm 
mediante un lector de placas ELISA Titertek Multiskan® PLUS MKII (Labsystems; 
Walthan, MA, EEUU).
En la detección mediante RT-PCR convencional, sólo se consideraron positivas  
aquellas muestras en las que se logró detectar el amplicón mediante hibridación. 
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4.2.4.4. RT-PCR a tiempo real
Mediante esta técnica se realizó la detección y cuantificación viral para HAV, NoV 
GI y GII y EV. Las reacciones se llevaron a cabo con las mismas concentraciones de 
cada uno de los reactivos exceptuando la pareja de cebadores y la sonda característica 
(Tabla 4.2) y el protocolo que se utilizó fue el mismo en cualquiera de los tipos virales 
citados.
La rRT-PCR se realizó en un solo paso utilizando el kit comercial Platinum 
quantitative RT-PCR Thermoscript One-step system (Invitrogen) y se evaluaron los 
RNAs muestra de forma directa y también con una dilución 1/10.
La reacción se llevó a cabo en un volumen final de 25 l, que contenían en 
concentraciones finales 5 l del RNA extraído (o su dilución correspondiente), 1X 
Thermoscript reaction buffer (Invitrogen), 0,9 M del cebador reverso (NV1LCR para 
NoV GI, COG2R para NoV GII, HAV240 para HAV y EVR para EV), 0,5 M del 
cebador directo (QNIF4 para NoV GI, QNIF2d para NoV GII, HAV68 para HAV y 
EVF para EV), 0,45 M de la sonda  (NV1Lpr para NoV GI, QNIFS para NoV GII, 
HAV150 para HAV y EVS para EV), 0,5 l de 5-carboxi-X-rodamina (ROX) y 0,5 l 
de la mezcla de enzimas Thermoscript Plus/Platinum Taq enzyme mix (Invitrogen). El 
ROX se utilizó como una referencia pasiva interna para la normalización de la señal 
emitida por el fluoróforo.
Las reacciones de rRT-PCR se realizaron en placas de 96 pocillos con un 
termociclador a tiempo real iCycler (Biorad) excepto las que se realizaron para las 
Muestras 2005, que se llevaron a cabo o con un ABI Prism 7000 SDS detector (Applied 
Biosystems) o con un Mx3000P QPCR System (Stratagene, EEUU). La RT se realizó 
mediante un paso de 1 hora a 55ºC, seguido de 45 ciclos de amplificación con 
desnaturalización a 95ºC durante 15 seg, hibridación de los cebadores y de las sondas a 
60ºC durante 1 min y extensión a 65ºC durante 1 min, leyéndose la fluorescencia al 
final de cada uno de los ciclos de amplificación.
El Ct se define como el ciclo en el cual se produce un incremento significativo de la 
fluorescencia, es decir, es el momento en el que la fluorescencia  empieza a poder 
distinguirse de la fluorescencia de fondo o background (da Silva et al., 2007; Le 
Guyader et al., 2008). Las muestras que mostraron un valor de Ct igual o por debajo de 
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41, sin evidencias de amplificación positiva en los controles negativos (sin superar el 
threshold después de los 45 ciclos de amplificación) se consideraron positivas.
4.2.4.5. Cuantificación viral
La cuantificación del número de copias de RNA de HAV y de ambos genogrupos 
de NoV a partir de las muestras positivas se estimó mediante la utilización de rectas 
estándar a partir del RNA extraído del virus puro en el caso de HAV (Costafreda et al.,
2006) o a partir de transcriptos de RNA del mismo modo que los descritos por da Silva 
et al. (2007) y Le Guyader et al. (2008).
Para la construcción de la recta estándar de HAV, se realizaron diluciones seriadas 
del stock viral de la cepa del virus HAV HM-175 en agua bidestilada libre de RNasas, 
de las cuales se extrajo el RNA mediante un choque térmico de 99ºC durante 5 min. 
Con este RNA extraído se generó la recta estándar mediante rRT-PCR usando desde 3 
hasta 3x105 partículas virales. La concentración de estas partículas se calculó mediante 
ensayos de infectividad (TDCI50), aplicando, para hallar la concentración final, un factor 
x60 al título infectivo para obtener el número real de partículas físicas (Jansen et al., 
1988; Deng et al., 1994; Costafreda et al., 2006). Después se estimaron las copias de 
genoma presentes en cada una de las muestras que resultaron positivas mediante 
interpolación de los valores de Ct en las rectas estándar, expresándose los resultados 
como el número de copias de RNA por gramo de tejido digestivo analizado.
La recta estándar de NoV GI, se realizó mediante clonación de las dos primeras 
ORFs, que se corresponden con la secuencia nucleotídica desde las posiciones 146 hasta 
6935 del virus de Norwalk (la cepa prototipo del GI) en el vector pCRII TOPO 
(Invitrogen). Para la realización de la recta para la cuantificación del genogrupo GII de 
NoV, se clonó del mismo modo la secuencia correspondiente al fragmento  delimitado 
por las posiciones 4191 y 5863 de la cepa Houston (GII.4) 
(Hu/Houston/TCH186/2002/US, Genbank EU310927) (da Silva et al., 2007). Después 
se hizo una transcripción in vitro de las muestras de plásmidos linearizados mediante el 
kit comercial Promega Riboprobe System (Promega). Tras un tratamiento con DNAsas, 
el RNA se purificó y cuantificó mediante densidad óptica a 260 nm (OD260) (El Senousi 
et al., 2007). Se generaron las rectas estándar  usando desde 5,3 hasta 5,3x105 copias y 
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desde 7,5 hasta 7,5x105 copias de cada uno de los transcriptos para NoV GI y GII, 
respectivamente. Al igual que con HAV, se estimaron las copias de genoma presentes 
en cada una de las muestras que resultaron positivas para alguno de los genogrupos de 
NoV mediante interpolación de los valores de Ct determinados en cada una de las rectas 
estándar. 
4.2.4.6. Controles
Para prevenir resultados falsos positivos o falsos negativos se tomaron  
determinadas precauciones en el trabajo de laboratorio, tales como la separación en 
distintas salas de los procesos de detección viral, la utilización de puntas con filtro en 
todos los pasos del proceso, así como la adicción de un control negativo, en el que no se
incluyó ácido nucleico y un control positivo que consistió en RNA específico de cada 
uno de los distintos tipos virales.
Para determinar la eficiencia del proceso de extracción se infectó cada una de las 
muestras con una cantidad conocida del virus de Mengo con el fin de cuantificar, al 
final del proceso de extracción de RNA, la cantidad recuperada de este virus, pudiendo 
ver, de esta manera, el porcentaje o eficiencia de extracción. 
El virus de Mengo es un patógeno natural de ratones que pertenece del género 
Cardiovirus  dentro de la familia Picornaviridae. Su genoma consiste en una molécula 
de una cadena de RNA de sentido positivo de aproximadamente unas 8 kb (Hato et al., 
2007). El virión consiste en 60 copias de cada una de las cuatro proteínas estructurales 
(VP1, VP2, VP3 y VP4) que rodean a la cadena de RNA (Kobasa et al., 1995). El 
potencial patogénico de este virus viene determinado por una cola de poli(C) en la 
región no codificadora 5´ de su genoma de tal modo que la delección de esta parte 
llevaría a la pérdida del potencial patogénico del virus (Duke et al., 1990; Altmeyer et 
al., 1995).
El Mengovirus utilizado en este estudio se obtuvo tras la transfección del clon de 
DNA complementario llamado pMC0 (donado por el Dr. Albert Bosch, Universidad de 
Barcelona) en células HeLa (Martin et al. 1996), produciendo el stock viral en esas 
mismas células. Este clon carece de la cola de poli(C) en comparación a las cepas 
silvestres de Mengovirus, que da origen a una cepa viral mutante, la vMC0, en las que se
mantienen idénticas las propiedades de crecimiento con respecto a las cepas silvestres 
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pero presentando un fenotipo avirulento (Martin et al., 1996). Este clon puede 
considerarse como un buen candidato para el control del proceso de extracción del ácido 
nucleico dentro de los virus entéricos, ya que al pertenecer a la familia Picornaviridae,
comparte características estructurales y genómicas con otros virus pertenecientes a la 
misma familia, como el virus de la hepatitis A (Costafreda et al., 2006). Costafreda et 
al. (2006) desarrollaron una amplificación específica para este virus mediante la técnica 
de rRT-PCR con sondas TaqMan que tiene como diana de amplificación una secuencia 
que está relacionada estructuralmente con los virus entéricos, lo que permite la 
cuantificación del virus y la posibilidad de cálculo de la eficiencia de extracción. 
Todas las muestras se evaluaron tanto a partir del RNA extraído como a partir de 
una dilución decimal seriada en agua bidestilada estéril libre de RNasas para calcular así 
el efecto de los posibles inhibidores de la rRT-PCR que contuviera la muestra. La 
eficiencia de la extracción se obtuvo mediante la comparación del valor del Ct obtenido 
a partir de la amplificación del control positivo de Mengovirus (RNA obtenido a partir 
del stock viral) con el Ct que se obtuvo de la muestra, clasificándose los valores 
conseguidos dentro de tres categorías: baja (si presentaba una eficiencia de extracción 
menor al 1%), aceptable (si la eficiencia estaba entre el 1 y el 10%) o buena (si este 
porcentaje era superior al 10%) (da Silva et al., 2007).
Se realizó también el cálculo de la eficiencia de rRT-PCR en las amplificaciones de 
NoV, con el fin de evaluar la cantidad de inhibidores de la rRT-PCR que puede 
presentar la muestra. Para ello se realizaron co-amplificaciones, consistentes en 2,5 l 
de cada uno de los RNA muestra junto con 2,5 l de un control interno específico para 
cada uno de los genogrupos que contenían unas 100 copias del GI o GII, evaluándose en 
experimentos separados (Costafreda et al., 2005; Le Guyader et al., 2008). Para realizar 
el cálculo de la eficiencia de rRT-PCR, el Ct valor de la réplica que contiene, además de 
la muestra, el control interno de GI o GII, se compara con el Ct valor del control interno 
mezclado sólo con agua bidestilada libre de RNasas, clasificándose después en las 
mismas tres categorías en las que se había dividido también la eficiencia de extracción 




Se determinó la correlación existente entre los resultados del recuento de E. coli y 
bacteriófagos RNA F+, así como entre la presencia viral y el recuento de E. coli y entre 
la presencia viral y el recuento de bacteriófagos RNA F+. Para ello se realizaron tablas 
de contingencia y se analizaron estadísticamente los datos mediante una distribución X2
(Programa Chidos para Windows; Rossi, 2002) con un nivel de confianza del 95%. 
4.3. Resultados
4.3.1. Recuento de Escherichia coli
Los resultados del recuento de E. coli obtenidos en las 160 muestras mediante el 
método del NMP se muestran en las tablas 4.3 y 4.4.
Estos resultados variaron entre las 10 E. coli/100 g molusco, resultado encontrado 
en varias muestras del año 2006 y las 36.000 E. coli/100 g molusco detectadas en una 
muestra de berberecho. Del total de las muestras, el 42,9% presentaron recuentos de 
<230 E. coli/100 g molusco, el 38,5% entre 230 y 4.600 E. coli/100 g molusco y el 
18,6%  valores >4.600 E. coli/100 g molusco.
Dentro de los moluscos cultivados, el 70,1% de las muestras presentaron recuentos 
de <230 E. coli/100 g molusco, en el 28,3% se obtuvieron valores entre 230 y 4.600 E. 
coli/100 g molusco y en una de las muestras (1,5%) se obtuvo un valor superior  a 4.600 
E. coli/100 g molusco. El 22,5%  de los moluscos silvestres presentaron valores de E. 
coli <230 E. coli/100 g molusco, el 46,1% entre 230 y 4.600 E. coli/100 g molusco y en 
el 31,5% de los casos se encontraron valores >4.600 E. coli/100 g molusco.
En el caso de mejillón de roca, 10 de las 30 muestras (33,3%) presentaron valores 
<230 E. coli/100 g molusco, la mitad (50%) valores entre 230 y 4.600 E. coli/100 g 
molusco y 5 muestras (16,7%) valores superiores a 4.600 E. coli/100 g molusco. En 3 
de las 30 muestras de almeja se obtuvieron valores menores a 230 E. coli/100 g 
molusco, mientras 14 y 13 de las 30 muestras analizadas (46,7 y 43,33% 
respectivamente) presentaron valores entre 230 y 4.600 E. coli/100 g molusco. De las 
muestras de berberecho, el 24,1% (7 de 29) presentaron valores <230 E. coli/100 g 
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molusco, 12 muestras (41,4%) valores entre 230 y 4.600 E. coli/100 g molusco y el 
resto de las muestras (10) valores superiores a 4.600 E. coli/100 g molusco.
4.3.2. Recuento de bacteriófagos RNA F+
Los resultados obtenidos oscilaron entre la no detección de estos bacteriófagos en 
38 muestras hasta valores de 1,52x105 ufp/100 g molusco obtenido en el recuento de 
una muestra de almeja (Tabla 4.3). Las muestras cultivadas presentaron valores entre la 
no detección hasta valores cercanos a los 3x104 ufp/100 g molusco y, aunque dentro de 
las silvestres hubo muestras en las que tampoco se detectaron bacteriófagos RNA F+, 
los valores más altos en el recuento (1,52x105 ufp/100 g molusco) se dieron en este 
grupo de muestras.
Analizando los resultados obtenidos, se comprobó que, del total de las muestras el 
33,7% presentó valores menores a las 100 ufp/100 g molusco mientras que el 66,2% 
superó dichos valores (Tabla 4.5).
Mientras en las muestras cultivadas los porcentajes son similares (54,4% de las 
muestras presentaron menos de 100 ufp/100 g molusco y 45,6% más de 100 ufp/100 g 
molusco), en las muestras silvestres hay una marcada tendencia (81,5%) a presentar 
niveles >100 ufp/100 g molusco.
Entre las muestras silvestres, se encontraron 10 muestras de mejillón de roca 
(32,2%), 6 de almeja (20%) y tan sólo 1 muestra de berberecho (3,2%) que presentaron 
recuentos menores a 100 ufp/100 g molusco, detectándose en la mayoría de las muestras 
(un 67,7% de mejillón de roca, un 80% de almeja y un 96,8% de berberecho) recuentos 
iguales o mayores a las 100 ufp/100 g molusco.
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A1 08/03/2004 M. galloprovincialis B 310 60
B1 08/03/2004 M. galloprovincialis B 500 29.983
C1 08/03/2004 M. galloprovincialis C 1.400 1.450
D1 08/03/2004 R. decussatus C 80 3.320
E1 08/03/2004 Cerastoderma edule C 10.800 4.620
A2 12/04/2004 M. galloprovincialis B 20 0
B2 12/04/2004 M. galloprovincialis B 70 1.090
C2 19/04/2004 M. galloprovincialis C 100 560
D2 19/04/2004 R. decussatus C 10.800 0
E2 19/04/2004 C. edule C 36.000 1.340
A3 03/05/2004 M. galloprovincialis B 40 1.059
B3 03/05/2004 M. galloprovincialis B 40 300
C3 03/05/2004 M. galloprovincialis C 1.000 3.350
D3 03/05/2004 R. decussatus C 1.000 1.930
E3 03/05/2004 C. edule C 2.500 36.458
A4 31/05/2004 M. galloprovincialis B 20 0
B4 31/05/2004 M. galloprovincialis B 40 0
C4 31/05/2004 M. galloprovincialis C 620 360
D4 31/05/2004 R. decussatus C 620 1.020
E4 31/05/2004 C. edule C 20 3.890
A5 05/07/2004 M. galloprovincialis B 40 0
B5 05/07/2004 M. galloprovincialis B 160 0
C5 05/07/2004 M. galloprovincialis C 440 0
D5 05/07/2004 R. decussatus C 620 720
E5 05/07/2004 C. edule C 5.500 300
A6 02/08/2004 M. galloprovincialis B 20 360
B6 02/08/2004 M. galloprovincialis B 50 0
C6 02/08/2004 M. galloprovincialis C 4.800 60
D6 03/08/2004 R. decussatus C 4.800 0
E6 03/08/2004 C. edule C 2.500 180
A7 30/08/2004 M. galloprovincialis B 40 360
B7 30/08/2004 M. galloprovincialis B 90 0
C7 30/08/2004 M. galloprovincialis C 2.600 1.800
D7 30/08/2004 R. decussatus C 4.400 132.601
E7 30/08/2004 C. edule C ND 10770
A8 04/10/2004 M. galloprovincialis B 70 120
B8 04/10/2004 M. galloprovincialis B 70 240
C8 04/10/2004 M. galloprovincialis C 4.800 180
D8 04/10/2004 R. decussatus C 1.700 710
E8 04/10/2004 C. edule C 200 180
A9 15/11/2004 M. galloprovincialis B 160 1.270
B9 15/11/2004 M. galloprovincialis B 110 60
C9 15/11/2004 M. galloprovincialis C ND 120
D9 15/11/2004 R. decussatus C 18.200 61.960




Nombre Fecha de recogida Especie
Zona 
Recolección




A10 13/12/2004 M. galloprovincialis B 70 0
B10 13/12/2004 M. galloprovincialis B 50 645
D10 13/12/2004 R. decussatus C 220 7.300
E10 13/12/2004 C. edule C 2.500 2.050
A11 24/01/2005 M. galloprovincialis B 70 1.100
B11 24/01/2005 M. galloprovincialis B 220 4.230
C11 24/01/2005 M. galloprovincialis C 1.000 5.055
D11 24/01/2005 R. decussatus C 40 720
E11 24/01/2005 C. edule C 100 8.513
A12 28/02/2005 M. galloprovincialis B 310 0
B12 28/02/2005 M. galloprovincialis B 140 180
C12 28/02/2005 M. galloprovincialis C 400 2.460
D12 01/03/2005 R. decussatus C 440 10.553
E12 28/02/2005 C. edule C 100 8.513
A13 04/04/2005 M. galloprovincialis B 310 60
B13 04/04/2005 M. galloprovincialis B 500 180
C13 28/03/2005 M. galloprovincialis C 18.200 4.367
D13 28/03/2005 R. decussatus C 1.300 152.000
E13 28/03/2005 C. edule C 6.500 57.353
A14 25/04/2005 M. galloprovincialis B 500 1.890
B14 25/04/2005 M. galloprovincialis B 750 120
C14 25/04/2005 M. galloprovincialis C 2.200 620
A15 23/05/2005 M. galloprovincialis B 70 0
B15 23/05/2005 M. galloprovincialis B 160 60
C15 23/05/2005 M. galloprovincialis C 620 120
D15 23/05/2005 R. decussatus C 18.200 8.013
E15 23/05/2005 C. edule C 2.150 25.880
A16 20/06/2005 M. galloprovincialis B 110 60
B16 20/06/2005 M. galloprovincialis B 1.750 60
C16 20/06/2005 M. galloprovincialis C 1.000 0
D16 20/06/2005 R. decussatus C 5.600 0
E16 20/06/2005 C. edule C 350 120
A17 18/07/2005 M. galloprovincialis B 20 530
B17 18/07/2005 M. galloprovincialis B 20 1.000
C17 18/07/2005 M. galloprovincialis C 40 0
D17 01/08/2005 R. decussatus C 4.800 180
E17 18/07/2005 C. edule C 1.000 300
A18 22/08/2005 M. galloprovincialis B ND 120
B18 22/08/2005 M. galloprovincialis B 20 180
C18 22/08/2005 M. galloprovincialis C 1.500 60
D18 22/08/2005 R. decussatus C 7.000 660
E18 29/08/2005 C. edule C 11.000 2.670
A19 19/09/2005 M. galloprovincialis B 40 530
B19 19/09/2005 M. galloprovincialis B 20 0
C19 19/09/2005 M. galloprovincialis C 220 0
D19 19/09/2005 R. decussatus C 2.600 120
E19 19/09/2005 C. edule C 8.500 1.360
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    Continuación Tabla 4.3.
Nombre Fecha de recogida Especie
Zona 
Recolección




A20 17/10/2005 M. galloprovincialis B 18.000 60
B20 17/10/2005 M. galloprovincialis B 2.400 60
C20 17/10/2005 M. galloprovincialis C 100 0
D20 17/10/2005 R. decussatus C 580 1.480
E20 17/10/2005 C. edule C 17.500 620
A21 14/11/2005 M. galloprovincialis B 40 180
B21 14/11/2005 M. galloprovincialis B 40 0
C21 14/11/2005 M. galloprovincialis C 80 180
D21 14/11/2005 R. decussatus C 5.600 31.100
E21 14/11/2005 C. edule C 350 2.880
A22 13/12/2005 M. galloprovincialis B 110 300
B22 13/12/2005 M. galloprovincialis B 50 360
C22 13/12/2005 M. galloprovincialis C 220 660
D22 14/12/2005 R. decussatus C 7.000 120
E22 14/12/2005 C. edule C ND 1.960
A23 30/01/2006 M. galloprovincialis B 20 60
B23 30/01/2006 M. galloprovincialis B 160 60
C23 30/01/2006 M. galloprovincialis C 80 420
D23 30/01/2006 R. decussatus C 620 1.700
E23 30/01/2006 C. edule C 17.500 980
A24 27/02/2006 M. galloprovincialis B 750 1.990
B24 27/02/2006 M. galloprovincialis B 220 2.260
C24 27/02/2006 M. galloprovincialis C 40 1.140
D24 27/02/2006 R. decussatus C 7.000 1.620
E24 27/02/2006 C. edule C 10 4.800
A25 27/03/2006 M. galloprovincialis B 500 710
B25 27/03/2006 M. galloprovincialis B 310 180
C25 27/03/2006 M. galloprovincialis C 4.800 870
D25 27/03/2006 R. decussatus C 1.000 10.160
E25 27/03/2006 C. edule C 1.100 16.506
A26 24/04/2006 M. galloprovincialis B 20 0
B26 24/04/2006 M. galloprovincialis B 10 60
D26 24/04/2006 R. decussatus C 10.800 1.310
E26 24/04/2006 C. edule C 2.500 180
A27 29/05/2006 M. galloprovincialis B 20 0
B27 29/05/2006 M. galloprovincialis B 10 0
C27 29/05/2006 M. galloprovincialis C 100 120
D27 29/05/2006 R. decussatus C 620 0
E27 29/05/2006 C. edule C 200 240
A28 13/06/2006 M. galloprovincialis B 500 0
B28 13/06/2006 M. galloprovincialis B 500 0
C28 13/06/2006 M. galloprovincialis C 140 0
D28 13/06/2006 R. decusatus C 500 0
E28 13/06/2006 C. edule C 100 0
A29 10/07/2006 M. galloprovincialis B 10 0
B29 10/07/2006 M. galloprovincialis B 10 0
C29 10/07/2006 M. galloprovincialis C 1.500 0
D29 10/07/2006 R. decussatus C 7.000 120














A30 28/08/2006 M. galloprovincialis B 110 0
B30 28/08/2006 M. galloprovincialis B 10 0
A31 11/09/2006 M. galloprovincialis B 10 60
B31 11/09/2006 M. galloprovincialis B 50 0
A32 18/09/2006 M. galloprovincialis B 750 300
B32 18/09/2006 M. galloprovincialis B 160 60
C32 18/09/2006 M. galloprovincialis C 2.200 1.380
A33 26/10/2006 M. galloprovincialis B 430 1.810
B33 26/10/2006 M. galloprovincialis B 1.700 8.003
C33 25/10/2006 M. galloprovincialis C 18.200 5.340
E33 25/10/2006 C. edule C 11.000 23.550
C34 23/11/2006 M. galloprovincialis C 2.200 0
D34 23/11/2006 R. decussatus C 10.800 0
E34 23/11/2006 C. edule C 1.000 7.200
A35 20/12/2006 M. galloprovincialis B 310 60
B35 20/12/2006 M. galloprovincialis B 750 0
C35 20/12/2006 M. galloprovincialis C 1.500 1.860
D35 20/12/2006 R. decussatus C 2.600 360
E35 20/12/2006 C. edule C 2.500 128.010
1 Resultados expresados como número de E. coli  por 100 g. de carne de molusco
2 Resultados expresados como unidades formadoras de placa de lisis por 100 g. de carne de molusco
ND Resultado no determinado
Tabla 4.4. Distribución de las muestras en las diferentes categorías establecidas en 















ufc/100g 67 (42,9%) 47 (70,1%) 20 (22,5%) 10 (33,3%) 3 (10%) 7 (24,1%)
230-4600
ufc/100g 60 (38,5%) 19 (28,3%) 41 (46,1%) 15 (50%) 14 (46,7%) 12 (41,4%)
>4600 
ufc/100g 29 (18,6%) 1 (1,5%) 28 (31,5%) 5 (16,7%) 13 (43,3%) 10 (34,5%)
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Tabla 4.5. Distribución de las muestras en las diferentes categorías establecidas en 















ufp/100g 54 (33,7%) 37 (54,4%) 17 (18,4%) 10 (32,2%) 6 (20%) 1 (3,2%)
100
ufp/100g 106 (66,2%) 31 (45,6%) 75 (81,5%) 21 (67,7%) 24 (80%) 30 (96,8%)
4.3.3. Detección viral
4.3.3.1. HAV
La detección de este virus se realizó tanto por RT-PCR convencional como por 
rRT-PCR. Los resultados se muestran en las tablas 4.6 y 4.7. 
Se detectaron un total de 71 muestras positivas, es decir, el 44,3% del total de las 
muestras estaban contaminadas con HAV (Tabla 4.7). No se detectaron diferencias en el 
porcentaje de muestras contaminadas por este virus entre cultivadas y silvestres (44,1% 
y 44,6% respectivamente). Entre las distintas especies de las muestras silvestres, se 
encontró una mayor prevalencia de detecciones en muestras de mejillón de roca (17 de 
31 muestras contaminadas, 54,8%) que en muestras de almeja y berberecho (13 de 30, 
43,3% y 11 de 31, 35,5% respectivamente).
De entre las muestras positivas, un total de 26 (16,2%) se detectaron mediante la 
técnica de RT-PCR convencional, 8 de las cuales eran muestras cultivadas mientras que 
el resto (18 muestras) eran silvestres (Tabla 4.7). Dentro de las muestras silvestres, el 
número de muestras positivas en cada especie fue similar y superior a las cultivadas, 
detectándose contaminación por HAV en 7/30 muestras de almeja  (23,3%), en 6/31 









real time        
RT-PCR
E1 08/03/2004 berberecho + -
B2 12/04/2004 mejillón batea - +
E2 19/04/2004 berberecho - +
A4 31/05/2004 mejillón batea + -
C4 31/05/2004 mejillón roca + -
E4 31/05/2004 berberecho + -
B6 02/08/2004 mejillón batea + +
D6 03/08/2004 almeja - +
B7 30/08/2004 mejillón batea + -
D9 15/11/2004 almeja - +
E10 13/12/2004 berberecho + +
A12 28/02/2005 mejillón batea - +
B12 28/02/2005 mejillón batea - +
C12 28/02/2005 mejillón roca - +
A13 04/04/2005 mejillón batea + +
D13 28/03/2005 almeja - +
E13 28/03/2005 berberecho - +
A14 25/04/2005 mejillón batea + +
B14 25/04/2005 mejillón batea + +
C14 25/04/2005 mejillón roca + +
C15 23/05/2005 mejillón roca + -
D15 23/05/2005 almeja + +
E15 23/05/2005 berberecho + +
C16 20/06/2005 mejillón roca - +
D16 20/06/2005 almeja + -
B17 18/07/2005 mejillón batea - +
D18 22/08/2005 almeja + -
A19 19/09/2005 mejillón batea - +
B19 19/09/2005 mejillón batea - +
C19 19/09/2005 mejillón roca - +
D19 19/09/2005 almeja - +
E19 19/09/2005 berberecho - +
A20 17/10/2005 mejillón batea - +
B20 17/10/2005 mejillón batea - +
C20 17/10/2005 mejillón roca - +
A21 14/11/2005 mejillón batea - +
B21 14/11/2005 mejillón batea - +
C21 14/11/2005 mejillón roca - +
D21 14/11/2005 almeja + +
E21 14/11/2005 berberecho + +







real time    
RT-PCR
C22 13/12/2005 mejillón roca - +
D22 14/12/2005 almeja + +
A23 30/01/2006 mejillón batea - +
B23 30/01/2006 mejillón batea - +
C23 30/01/2006 mejillón roca - +
D23 30/01/2006 almeja + +
E23 30/01/2006 berberecho + +
A24 27/02/2006 mejillón batea - +
B24 27/02/2006 mejillón batea - +
D24 27/02/2006 almeja + +
E24 27/02/2006 berberecho - +
C25 27/03/2006 mejillón roca - +
A26 24/04/2006 mejillón batea - +
B26 24/04/2006 mejillón batea - +
C27 29/05/2006 mejillón roca - +
B28 13/06/2006 mejillón batea - +
C28 13/06/2006 mejillón roca - +
D28 13/06/2006 almeja - +
A29 10/07/2006 mejillón batea - +
B29 10/07/2006 mejillón batea + -
C29 10/07/2006 mejillón roca - +
D29 10/07/2006 almeja - +
E29 10/07/2006 berberecho - +
A30 28/08/2006 mejillón batea - +
A31 11/09/2006 mejillón batea - +
B32 18/09/2006 mejillón batea - +
C32 18/09/2006 mejillón roca - +
A33 26/10/2006 mejillón batea + -
C33 25/10/2006 mejillón roca + +
C34 23/11/2006 mejillón roca + +
* Mejillón batea: moluscos recolectados de zona B; mejillón roca, almeja y berberecho: moluscos 
recolectados de zona C.
Mediante la técnica de rRT-PCR se detectaron un total de 61 muestras (38,1%) 
positivas para el virus de la hepatitis A (Tabla 4.7). Se encontraron porcentajes de 
detección muy similares entre las muestras cultivadas (26 positivas, 38,2%) y muestras 
silvestres (35 muestras positivas, 38,1%), al contrario de lo que sucedió con la técnica 
de RT-PCR convencional. Dentro de las muestras silvestres, la especie que presentó un 
mayor porcentaje de resultados positivos fue el mejillón de roca (15 muestras positivas, 
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48,4%). En porcentajes menores de prevalencia de HAV se encuentran las muestras de 
almeja y berberecho (36,7 y 29,1% respectivamente). 
En cualquiera de los grupos de muestras estudiados es mayor el número de resultados 
positivos detectados mediante la técnica de rRT-PCR que por el protocolo de RT-PCR 
convencional (Tabla 4.7). La coincidencia de detección de HAV mediante las dos 
técnicas empleadas se dio en un total de 16 muestras (22,5%) (Tabla 4.7) de las que tan 
sólo cuatro (13,3%) fueron muestras cultivadas mientras que las otras 12 (29,3%) se 
produjeron en muestras silvestres (3 muestras de mejillón de roca, 5 de almeja y 4 de 
berberecho).
La coincidencia en resultados tanto positivos como negativos obtenidos en el total de 
las muestras por ambas técnicas, fue de un 65,6% (Tabla 4.7). De los resultados 
coincidentes, 42 (61,8%) fueron en muestras cultivadas mientras que 63 (68,5%) se 
produjeron en muestras silvestres de las cuales 24 pertenecieron a muestras de 
berberecho, 22 a muestras de almeja y sólo 17 a muestras de mejillón de roca (Tabla 
4.7).
















convencional 26 (16,25%) 8 (11,76%) 18 (19,56%) 5 (16,12%) 7 (23,33%) 6 (19,35%)
real time 
RT-PCR 61 (38,23%) 26 (38,23%) 35 (38,04%) 15 (48,38%) 11 (36,66%) 9 (29,03%)
Ambas técnicas 71 (44,33%) 30 (44,11%) 41 (44,56%) 17 (54,83%) 13 (43,33) 11 (35,48%)
Coincidencia 
positivos 16 (22,53%) 4 (13,33%) 12 (29,26%) 3 (17,64%) 5 (38,46%) 4 (36,36%)
Coincidencia 
resultados 105 (65,62%) 42 (61,76%) 63 (68,47%) 17 (54,83%) 22 (73,33%%) 24 (77,41%)
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El mayor número de muestras positivas se produjo en Septiembre y Noviembre del 
2005 y Enero y Julio del 2006 (Figura 4.1). Resultó muy difícil encontrar un patrón 
estacional claro, debido al bajo número de muestras recogidas en cada uno de los meses, 
pero, en los meses de Junio y Julio 2004 y Junio, Julio y Agosto 2005 (Figura 4.1 A y 
B), que se pueden considerar los meses cálidos del año, hubo una disminución en el 
número de resultados positivos respecto a los meses anteriores y posteriores. Esto no 
sucedió durante el año 2006, ya que los meses de Junio y Julio se produce un 
incremento en el número de detecciones de HAV (Figura 4.1 C).
Dentro de las muestras cultivadas, el mayor número de detecciones, se encontró en 
los meses de Febrero, Abril, Septiembre, Octubre y Noviembre del 2005 y Enero, 
Febrero, Abril, Julio y Septiembre del 2006 (Figura 4.2). Al igual que con el total de las 
muestras, no se pudo establecer un patrón claro, pero existe una disminución de 
resultados positivos para HAV durante los meses de Junio y Julio del 2004 y 2005,  y 
Mayo y Junio del año 2006 (Figura 4.2).
Algo similar sucedió en las muestras silvestres, siendo los meses con mayor 
número de resultados positivos los meses de Mayo, Septiembre y Noviembre del 2005 y 
Enero y Julio del 2006. Tampoco se encontró un patrón estacional claro, pero sí una 
disminución de detecciones de HAV en los meses de Junio y Julio del 2004, Julio y 
Agosto del 2005 y Agosto del 2006 (Figura 4.3).
Para la cuantificación viral, primero se distribuyeron las muestras en base a la 
eficiencia de la extracción de cada una de las muestras (Tabla 4.8) en tres categorías:
baja (si la eficiencia de extracción presentaba un valor menor al 1%), aceptable (si 
estaba entre el 1 y el 10%) o buena (si superaba el 10%) (Tabla 4.9).
Los resultados mostraron un amplio rango de eficiencias de extracción, que varió 
entre valores de <0,1% hasta el 100% de eficiencia observado en tres muestras (una de 
mejillón de cultivo, otra de mejillón de roca y otra de almeja). De las 160 muestras 
estudiadas, 62 de ellas (38,7%) presentan una eficiencia de extracción baja, 51 (31,9%) 




Figura 4.1. Muestras positivas para HAV mensualmente a lo largo de los tres años de 
estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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Figura 4.2. Muestras cultivadas positivas para HAV mensualmente a lo largo de los tres 
años de estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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Figura 4.3. Muestras silvestres positivas para HAV mensualmente a lo largo de los tres 
años de estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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No existen diferencias notables en eficiencia de extracción entre muestras silvestres 
y cultivadas ya que presentaron una eficiencia de extracción baja un 35,3% y un 41,3% 
respectivamente, una eficiencia aceptable el 36,8% de las muestras cultivadas frente al 
28,3% de las muestras silvestres, y una buena eficiencia de extracción el 27,9 y el 
30,4% respectivamente.
Por otro lado, al realizar esta comparación con respecto a las distintas especies que 
se engloban dentro de la categoría de moluscos silvestres, se observaron diferencias en 
cuanto al porcentaje de muestras que presentan una baja eficiencia de extracción (un 
19,3% de las muestras de mejillón de roca, un 40% de las muestras de almeja y un 
64,5% de las muestras de berberecho). En cuanto a las muestras que presentan una 
eficiencia aceptable, tanto las muestras de almeja como las de berberecho presentan 
porcentajes similares (un 16,7% y un 19,3% respectivamente) frente a las  de mejillón 
de roca en las que se incrementa este porcentaje hasta el 48,4%. Con respecto a la 
eficiencia de extracción buena, la especie que presenta un mayor porcentaje de muestras 
dentro de esta categoría es la almeja (43,3%), seguida del mejillón de roca (32,2%), 
quedando con el menor porcentaje las muestras de berberecho (16,1%).
En las Figuras 4.4 y 4.5 se muestran respectivamente la recta estándar, con la 
ecuación utilizada para el cálculo de la cuantificación del número de copias de RNA de 
HAV, y la gráfica de rRT-PCR correspondiente. Después estos valores fueron 
expresados por gramo de tejido digestivo analizado y corregidos mediante el porcentaje 
de eficiencia de extracción (Tabla 4.10).
Los niveles de contaminación que se detectaron para HAV se encontraron entre las 
3,1x102 hasta las 1,4x1010 copias de RNA por gramo de tejido digestivo (Tabla 4.10). 
Estos niveles máximos y mínimos coinciden con valores detectados en muestras 
cultivadas (Figuras 4.6). Aunque, en general, las muestras cultivadas presentaron 
niveles de contaminación menores, ya que en el 22,7% de las mismas se observaron 
niveles menores a las 1.000 copias de RNA por gramo de tejido digestivo. En las 
muestras silvestres, por el contrario, tan sólo una muestra (3,1%) no superó este valor, 
detectándose en el resto de muestras silvestres (96,9%) niveles de cuantificación 
superiores a 1,9x103 (Tabla 4.10, Figura 4.6).
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Tabla 4.8. Porcentajes de eficiencia de extracción viral en las muestras 
analizadas.







A1 0,2 B10 9,3 A20* 5,0 C29* 5,0
B1 0,7 D10 17,5 B20* 8,1 D29* 40,4
C1 0,6 E10* 0,5 C20* 12,3 E29* 2,0
D1 0,0 A11 <0,1 D20 100 A30* 46,4
E1 0,1 B11 6,1 E20 4,0 B30 13,2
A2 <0,1 C11 2,0 A21* 13,2 A31* 12,3
B2* 0,1 D11 <0,1 B21* 18,7 B31 2,5
C2 0,1 E11 0,8 C21* 9,3 A32 21,5
D2 0,2 A12* 24,8 D21* 24,8 B32* 8,7
E2* 0,1 B12* <0,1 E21* 26,6 C32* 2,3
A3 0,2 C12* <0,1 A22* 10,7 A33 0,7
B3 0,8 D12 <0,1 B22 14,2 B33 30,5
C3 <0,1 E12 <0,1 C22* <0,1 C33* 15,2
D3 <0,1 A13* 8,7 D22* 17,5 E33 0,1
E3 0,5 B13 12,3 E22 3,8 C34* 23,1
A4 11,5 C13 26,6 A23* 0,1 D34 0,1
B4 4,6 D13* <0,1 B23* 49,8 E34 0,1
C4 24,8 E13* 0,3 C23* 7,6 A35 0,2
D4 4,6 A14* 0,3 D23* 11,5 B35 0,1
E4 3,5 B14* 12,3 E23* 0,1 C35 1,3
A5 8,7 C14* 0,1 A24* 1,3 D35 1,5
B5 4,9 A15 0,1 B24* 13,2 E35 <0,1
C5 6,1 B15 24,8 C24 5,3
D5 30,5 C15 3,5 D24* <0,1
E5 <0,1 D15* 0,5 E24* 93,3
A6 10,0 E15* <0,1 A25 1,7
B6* 8,7 A16 8,7 B25 7,1
C6 30,5 B16 6,1 C25* 24,7
D6* 28,5 C16* 12,3 D25 6,4
E6 3,1 D16 37,6 E25 35,1
A7 4,9 E16 0,3 A26* 100
B7 <0,1 A17 3,3 B26* <0,1
C7 9,3 B17* 0,1 D26 0,7
D7 12,3 C17 49,8 E26 <0,1
E7 2,0 D17 0,1 A27 3,3
A8 1,3 E17 0,1 B27 12,3
B8 1,2 A18 5,3 C27* 8,1
C8 0,1 B18 0,5 D27 32,7
D8 3,1 C18 3,1 E27 26,6
E8 0,1 D18 2,8 A28 <0,1
A9 0,1 E18 18,73 B28* <0,1
B9 2,3 A19* 0,65 C28* 1,3
C9 8,7 B19* 18,73 D28* <0,1
D9* 11,5 C19* 6,13 E28 0,1
E9 <0,1 D19* 23,10 A29* 0,1
A10 4,0 E19* 0,75 B29 0,1
*Muestras positivas para la detección de HAV.
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Tabla 4.9. Clasificación de las eficiencias de extracción obtenidas.
Figura 4.4. Recta estándar para el virus de la hepatitis A generada a partir de RNA 














<1% 62 (38,75%) 24 (35,29%) 38 (41,30%) 6 (19,35%) 12 (40%) 20 (64,51%)
1-10% 51 (31,87%) 25 (36,76%) 26 (28,26%) 15 (48,38%) 5 (16,66%) 6 (19,35%)
>10% 47 (29,37%) 19 (27,94%) 28 (30,43%) 10 (32,25%) 13 (43,33%) 5 (16,12%)
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Figura 4.5. Gráfica de las curvas de amplificación de HAV.
Además, 7 de las muestras que resultaron positivas para este virus (4 cultivadas y 3 
silvestres), presentaron niveles de cuantificación muy cercanos al límite de detección de 
las técnicas utilizadas, por lo que no se pudo realizar una cuantificación exacta del 
número inicial de copias que se encontraba en la muestra (Tabla 4.10). 
Con los resultados de cuantificación obtenidos mediante la técnica de rRT-PCR, 
se evaluó la estacionalidad de la presencia viral (Figura 4.6).
En el año 2004 tan sólo se pudieron cuantificar un total de 3 muestras 
pertenecientes al grupo de las silvestres y ninguna cultivada. Estas muestras positivas 
aparecieron en la segunda mitad del año (en los meses de Agosto, Noviembre y 
Diciembre). (Figura 4.6 A). En el año 2005, se pudieron establecer 2 períodos donde se 
agrupan la mayoría de muestras positivas para este virus (Figura 4.6 B): el primero que 
se corresponde con los meses entre Febrero y Mayo donde, en general, los valores de 
cuantificación son los más altos del año, y un segundo período que se corresponde a los 
meses entre Septiembre y Diciembre. Al igual que lo que sucedió en el año 2005, en la 
primera mitad del año 2006 se observó una tendencia a unos niveles de cuantificación 
mayores, tanto en las muestras cultivadas como en las silvestres (Figura 4.6 C). 
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Tabla 4.10. Cuantificación de HAV expresado en copias por gramo de tejido digestivo.
Copias/g. tej. digestivo




B2 12/04/2004 mejillón batea 41,2 positivo* positivo* positivo*
E2 19/04/2004 berberecho 41,1 positivo* positivo* positivo*
B6 02/08/2004 mejillón batea 41,7 positivo* positivo* positivo*
D6 03/08/2004 almeja 35,3 8,0 8,0E+02 2,8E+03
D9 15/11/2004 almeja 36,2 4,1 4,1E+02 3,6E+03
E10 13/12/2004 berberecho 40,9 0,1 1,3E+01 2,4E+03
A12 28/02/2005 mejillón batea 36,9 2,4 2,4E+02 9,8E+02
B12 28/02/2005 mejillón batea 39,6 0,3 3,4E+01 6,4E+06
C12 28/02/2005 mejillón roca 34,6 13,4 1,3E+03 3,8E+08
A13 04/04/2005 mejillón batea 35,5 6,9 6,9E+02 7,9E+03
D13 28/03/2005 almeja 42,1 positivo* positivo* positivo*
E13 28/03/2005 berberecho 32,4 68,2 6,8E+03 2,2E+07
A14 25/04/2005 mejillón batea 31,3 159,8 1,6E+04 5,6E+06
B14 25/04/2005 mejillón batea 33,8 25,1 2,5E+03 2,0E+04
C14 25/04/2005 mejillón roca 35,6 6,4 6,4E+02 6,8E+06
D15 23/05/2005 almeja 36,2 4,1 4,1E+02 7,7E+05
E15 23/05/2005 berberecho 37,5 1,6 1,6E+02 1,1E+07
C16 20/06/2005 mejillón roca 36,2 4,1 4,1E+02 3,3E+03
B17 18/07/2005 mejillón batea 36,7 2,8 2,8E+02 5,7E+05
A19 19/09/2005 mejillón batea 42,5 positivo* positivo* positivo*
B19 19/09/2005 mejillón batea 33,5 30,2 3,0E+03 1,6E+04
C19 19/09/2005 mejillón roca 37,5 1,6 1,6E+02 2,6E+03
D19 19/09/2005 almeja 34,5 14,4 1,4E+03 6,2E+03
E19 19/09/2005 berberecho 38,3 0,9 8,7E+01 1,1E+04
A20 17/10/2005 mejillón batea 39,1 0,5 5,0E+01 1,0E+03
B20 17/10/2005 mejillón batea 41,9 positivo* positivo* positivo*
C20 17/10/2005 mejillón roca 35,3 8,3 8,3E+02 6,7E+03
A21 14/11/2005 mejillón batea 35,9 5,1 5,1E+02 3,9E+03
B21 14/11/2005 mejillón batea 37,7 1,3 1,3E+02 7,2E+02
C21 14/11/2005 mejillón roca 34,7 12,4 1,2E+03 1,3E+04
D21 14/11/2005 almeja 41,4 positivo* positivo* positivo*
E21 14/11/2005 berberecho 34,9 10,7 1,1E+03 4,0E+03
A22 13/12/2005 mejillón batea 34,3 17,3 1,7E+03 1,6E+04
C22 13/12/2005 mejillón roca 31,6 123,3 1,2E+04 1,2E+04
D22 14/12/2005 almeja 36,4 3,5 3,5E+02 2,0E+03
A23 30/01/2006 mejillón batea 36,9 2,4 2,4E+02 4,3E+05
B23 30/01/2006 mejillón batea 36,2 4,1 4,1E+02 8,2E+02
C23 30/01/2006 mejillón roca 33,5 31,4 3,1E+03 4,1E+04
D23 30/01/2006 almeja 31,9 98,7 9,9E+03 8,6E+04









A24 27/02/2006 mejillón batea 35 10,0 1,0E+03 7,5E+04
B24 27/02/2006 mejillón batea 30,9 207,0 2,1E+04 1,6E+05
D24 27/02/2006 almeja 33,0 45,1 4,5E+03 3,9E+08
E24 27/02/2006 berberecho 32,5 63,3 6,3E+03 6,8E+03
C25 27/03/2006 mejillón roca 38,3 0,9 8,7E+01 3,5E+02
A26 24/04/2006 mejillón batea 36,6 3,0 3,0E+02 3,0E+02
B26 24/04/2006 mejillón batea 31,4 143,0 1,4E+04 1,4E+10
C27 29/05/2006 mejillón roca 30,6 258,5 2,6E+04 3,2E+05
B28 13/06/2006 mejillón batea 35,9 5,1 5,1E+02 1,9E+07
C28 13/06/2006 mejillón roca 35,4 7,7 7,7E+02 5,8E+04
D28 13/06/2006 almeja 36,1 4,6 4,6E+02 1,6E+07
A29 10/07/2006 mejillón batea 31,7 118,8 1,2E+04 5,1E+07
C29 10/07/2006 mejillón roca 36,9 2,4 2,4E+02 4,9E+03
D29 10/07/2006 almeja 33,4 33,8 3,4E+03 8,4E+03
E29 10/07/2006 berberecho 37,8 1,3 1,3E+02 6,2E+03
A30 28/08/2006 mejillón batea 34,8 11,5 1,2E+03 2,5E+03
A31 11/09/2006 mejillón batea 33,8 24,2 2,4E+03 2,0E+04
B32 18/09/2006 mejillón batea 35,6 6,4 6,4E+02 7,3E+03
C32 18/09/2006 mejillón roca 35,4 7,4 7,4E+02 3,2E+04
C33 25/10/2006 mejillón roca 36,7 2,8 2,8E+02 1,9E+03
C34 23/11/2006 mejillón roca 35,3 8,3 8,3E+02 3,6E+03
* Muestra que resultó positiva pero a un nivel demasiado bajo para realizar una cuantificación fiable.
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Figura 4.6. Detección temporal y cuantificación de HAV en muestras de molusco 
expresada como el logaritmo del número de copias de RNA por gramo de 




Los resultados mostraron que en el 17,5% de las muestras se detectó contaminación 
por AsV (Tablas 4.11 y 4.12). La prevalencia de este virus mostró porcentajes similares 
tanto en las muestras cultivadas (17,6%) como en muestras silvestres (17,4%). De las 
muestras silvestres que resultaron positivas, 5 (16,1%) fueron de mejillón de roca, 4 
(13,3%) de almeja y 7 (22,6%) de berberecho.
En la detección de AsV, al igual que sucedió en el caso de HAV, no se pudo 
establecer un patrón estacional claro, debido al bajo número de muestras estudiadas 
cada mes y a que las detecciones se produjeron a lo largo de  todo el año (Figuras 4.7, 
4.8 y 4.9).
En el año 2004, el mes en el que se dieron un mayor número de detecciones fue 
Julio (Figura 4.7 A). En cambio, en los 3 meses anteriores no se detectó el virus en 
ninguna de las muestras estudiadas. Tampoco se encontraron resultados positivos para 
este virus en los meses de Febrero, Marzo, Octubre y Noviembre del 2005 (Figura 4.7 
B), detectándose el mayor número de casos positivos en los meses de Enero, Junio y 
Julio. Sólo hubo 3 resultados positivos durante el año 2006 (Figura 4.7 C), que se 
produjeron en los meses de Febrero, Marzo y Mayo.
Dentro de las muestras cultivadas, durante los años 2004 y 2005, el mes en que se 
detectaron más resultados positivos fue Julio (Figura 4.8 A y B). Sin embargo, durante 
el año 2006, la única detección realizada se produjo en el mes de Febrero (Figura 4.8 
C).
En las muestras silvestres, no se encontraron resultados positivos para AsV en los 
meses de Abril, Mayo, Junio, Agosto y Septiembre del 2004 (Figura 4.9 A), 
detectándose el virus en tan sólo 1 muestra por mes en los restantes meses del año. En el 
año 2005, después de un período de no detección (entre Febrero y Abril), se produjo un 
incremento en resultados positivos en los meses de Mayo y Junio, encontrándose 
muestras contaminadas por este virus hasta el mes de Septiembre (Figura 4.9 B). Tan 








B3 03/05/2004 mejillón batea +
D3 03/05/2004 almeja +
A5 05/07/2004 mejillón batea +
B5 05/07/2004 mejillón batea +
C5 05/07/2004 mejillón roca +
B6 02/08/2004 mejillón batea +
C8 04/10/2004 mejillón roca +
A9 15/11/2004 mejillón batea +
C9 15/11/2004 mejillón roca +
E10 13/12/2004 berberecho +
B11 24/01/2005 mejillón batea +
C11 24/01/2005 mejillón roca +
E11 24/01/2005 berberecho +
A14 25/04/2005 mejillón batea +
E15 23/05/2005 berberecho +
A16 20/06/2005 mejillón batea +
D16 20/06/2005 almeja +
E16 20/06/2005 berberecho +
A17 18/07/2005 mejillón batea +
B17 18/07/2005 mejillón batea +
C17 18/07/2005 mejillón roca +
D17 24/08/2005 almeja +
B19 19/09/2005 mejillón batea +
E19 19/09/2005 berberecho +
E22 14/12/2005 berberecho +
B24 27/02/2006 mejillón batea +
E25 27/03/2006 berberecho +
D27 29/05/2006 almeja +
* Mejillón batea: moluscos procedentes de zona B; mejillón roca, almeja y berberecho: moluscos 
procedentes de zona C.















AsV 28 (17,5%) 12 (17,6%) 16 (17,4%) 5 (16,1%) 4 (13,3%) 7 (22,6%)
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Figura 4.7. Detección temporal de AsV en muestras de molusco a lo largo de los tres 
años de estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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Figura 4.8. Detección temporal de AsV en muestras cultivadas a lo largo de los tres 
años de estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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Figura 4.9. Detección temporal de AsV en muestras silvestres a lo largo de los tres años 
de estudio. A: año 2004; B: año 2005; C: año 2006.
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4.3.3.3. Contaminación mixta por HAV y AsV
Se observó coexistencia de ambos tipos virales en 9 de las 160 muestras estudiadas 
(5,6%) (Tabla 4.13). De entre estas muestras, 5 fueron muestras cultivadas, mientras 
que las otras 4 fueron muestras silvestres: 1 fue de almeja y las otras tres de berberecho.
En casi la mitad de las muestras (50,6%), se encontró contaminación por uno de los 
virus de estudio, siendo similares los porcentajes que presentan las muestras cultivadas 
y las silvestres (47,1 y 53,3% respectivamente). Un 43,7% de las muestras estuvieron 
libres de contaminación con porcentajes similares entre muestras cultivadas (45,6%) y 
silvestres (42,4%).
Tabla 4.13. Distribución de la coexistencia de HAV y AsV en las muestras 














0 virus 70 (43,7%) 31 (45,6%) 39 (42,4%) 9 (29%) 15 (50%) 15 (48,4%)
1 virus 81 (50,6%) 32 (47,1%) 49 (53,3%) 22 (71%) 14 (46,7%) 13 (41,9%)
2 virus 9 (5,6%) 5 (7,3%) 4 (4,3%) 0 (0%) 1 (3,3%) 3 (9,7%)
Aunque la coexistencia de ambos tipos virales sólo se produce en muestras de 
almeja (3,3%) y de berberecho (9,7%), en el 71% de los casos de mejillón de roca 
estudiados existe contaminación o bien de HAV o bien de AsV, mientras que en las 
otras dos especies se dan porcentajes menores de presencia de uno de los dos virus (46,7 




Se estudió la correlación entre las distintas categorías en las que anteriormente 
dividimos los resultados de Escherichia coli con la carga de bacteriófagos existente en 
las muestras. Para ello se realizaron tablas de contingencia que recogían los datos de la 
tabla 4.3 y se analizaron estadísticamente mediante una distribución chi-cuadrado (X2), 
con un nivel de confianza del 95%, tanto del total de las muestras como de muestras 
silvestres y cultivadas por separado y, dentro de las muestras silvestres, por especie a la 
que pertenecen.
Considerando el total de las muestras, se pudo observar una cierta correlación 
estadísticamente significativa entre los niveles de contaminación detectados en función 
de E. coli y los observados a partir de los datos de bacteriófagos RNA F+ (Tabla 4.14).
Por el contrario, no se encontró una correlación estadísticamente significativa entre 
los parámetros antes mencionados al analizar los datos de cultivados y silvestres, así 
como los de las distintas especies pertenecientes a la categoría moluscos silvestres 
(Tablas 4.15, 4.16, 4.17, 4.18 y 4.19). 
Tabla 4.14. Correlación entre E. coli y bacteriófagos en el total de las muestras 









32 16 6 54 X2= 9,23
DEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
35 44 23 102
67 60 29 156
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27 9 1 37 X2= 1,36
INDEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
20 10 0 30
47 19 1 67










5 7 5 17 X2= 0,56
INDEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
15 34 23 72
20 41 28 89
Tabla 4.17. Correlación entre E. coli y bacteriófagos en muestras de mejillón de 









4 5 1 10 X2= 0,94
INDEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
6 10 4 20
10 15 5 30
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0 2 4 6 X2= 1,95
INDEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
3 12 9 24
3 14 13 30
Tabla 4.19. Correlación entre E. coli y bacteriófagos en muestras de berberecho 









1 0 0 1 X2= 3,25
INDEPENDIENTES>100 
ufp/100 g.
6 12 10 28
7 12 10 29
No se encontró una correlación estadísticamente significativa (p<0,05) entre los 
niveles de contaminación por E. coli y la detección de HAV ni en el total de muestras 
estudiadas, ni dentro de las muestras cultivadas ni de las silvestres (Tablas 4.20, 4.21 y 
4.22).
Se encontró esta misma situación de independencia entre E. coli y la detección de 
AsV (Tablas 4.23, 4.24 y 4.25), así como entre el indicador bacteriano y la presencia de 
alguno de los virus (Tablas 4.26, 4.27 y 4.28).
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Tabla 4.20. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con E. coli en el total de 







Presencia 30 23 18 71 X2= 4,45
INDEPENDIENTES
Ausencia 37 37 11 85
67 60 29 156
Tabla 4.21. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con E. coli en muestras 







Presencia 21 8 1 30 X2= 1,41
INDEPENDIENTES
Ausencia 26 10 0 37
47 19 1 67
Tabla 4.22. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con E. coli en muestras 







Presencia 9 15 17 41 X2= 3,90
INDEPENDIENTES
Ausencia 11 26 11 48
20 41 28 89
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Tabla 4.23. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con E. coli en el total de 







Presencia 14 8 4 26 X2= 1,59
INDEPENDIENTES
Ausencia 53 52 25 130
67 60 29 156
Tabla 4.24. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con E. coli en muestras 







Presencia 11 1 0 12 X2= 3,22
INDEPENDIENTES
Ausencia 36 18 1 55
47 19 1 67
Tabla 4.25. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con E. coli en muestras 







Presencia 3 7 4 14 X2= 0,10
INDEPENDIENTES
Ausencia 17 34 24 75
20 41 28 89
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Tabla 4.26. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con E. coli en 







Presencia 40 29 20 89 X2= 3,70
INDEPENDIENTES
Ausencia 27 31 9 67
67 60 29 156
Tabla 4.27. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con E. coli en 







Presencia 28 9 1 38 X2= 1,58
INDEPENDIENTES
Ausencia 19 10 0 29
47 19 1 67
Tabla 4.28. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con E. coli en 







Presencia 12 20 19 51 X2= 2,52
INDEPENDIENTES
Ausencia 8 21 9 38
20 41 28 89
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Tampoco se encontró ninguna correlación estadísticamente significativa entre el 
recuento de bacteriófagos RNA F+ y la detección de HAV ni en el total de las muestras, 
ni en las muestras cultivadas o silvestres (Tablas 4.29, 4.30 y 4.31). Esta falta de 
correlación estadísticamente significativa también se encontró con AsV (Tablas 4.32, 
4.33 y 4.34), o con la detección de ambos virus conjuntamente (Tablas 4.35, 4.36 y 
4.37).
Tabla 4.29. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con bacteriófagos RNA 





Presencia 28 43 71 X2= 1,83
INDEPENDIENTES
Ausencia 26 63 89
54 106 160
Tabla 4.30. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con bacteriófagos RNA 





Presencia 19 11 30 X2= 1,71
INDEPENDIENTES




Tabla 4.31. Correlación entre presencia/ausencia de HAV con bacteriófagos RNA 





Presencia 9 32 41 X2= 0,58
INDEPENDIENTES
Ausencia 8 43 51
17 75 92
Tabla 4.32. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con bacteriófagos RNA 





Presencia 8 20 28 X2= 0,39
INDEPENDIENTES
Ausencia 46 86 132
54 106 160
Tabla 4.33. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con bacteriófagos RNA 





Presencia 5 7 12 X2= 0,93
INDEPENDIENTES




Tabla 4.34. Correlación entre presencia/ausencia de AsV con bacteriófagos RNA 





Presencia 3 13 16 X2= 0,54
INDEPENDIENTES
Ausencia 14 62 76
17 75 92
Tabla 4.35. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con 





Presencia 33 57 90 X2= 0,76
INDEPENDIENTES
Ausencia 21 49 70
54 106 160
Tabla 4.36. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con 





Presencia 22 15 37 X2= 0,81
INDEPENDIENTES




Tabla 4.37. Correlación entre presencia/ausencia de virus detectados con 





Presencia 11 42 53 X2= 0,41
INDEPENDIENTES
Ausencia 6 33 39
17 75 92
4.3.3.5. Muestras 2005
En este grupo de muestras, además de HAV y AsV, se llevó a cabo la detección de 
NoV GI, NoV GII, EV, RV y AiV. 
El virus que se detectó en mayor número de muestras fue NoV GII con un total de 
22 muestras positivas (53,6%) (Tabla 4.38), seguido de EV y AsV que se detectaron en 
un total de 5 muestras (12,2%), NoV GI en 3 (7,3%) y RV en 2 de las muestras (4,9%). 
Mediante las técnicas utilizadas en este estudio no se detectaron ni HAV ni AiV. 
El análisis viral mostró que el 63,4% de las muestras estaban contaminadas por, al 
menos, uno de los virus de estudio. Así, el 41,5% del total de estas muestras 
presentaban uno de los virus, mientras que en el 17,1 % y el 4,9% de las mismas se 
detectó coexistencia de 2 o 3 virus diferentes respectivamente (Tabla 4.39). Sólo un 
36,58% de las muestras estuvieron libres de contaminación viral.
Dentro de las muestras cultivadas tampoco se detectó ninguna muestra positiva para 
RV (Tabla 4.38). En estas muestras, el virus que mostró una mayor prevalencia fue 
NoV GII, que se detectó en 13 muestras (54,2%), mientras que el resto de los virus 
detectados (NoV GI, AsV y EV) se encontraron en un menor porcentaje de detección 
(8,3% cada uno) (Tabla 5.38). La mayoría  de las muestras cultivadas contaminadas 
(45,8%) lo estaban con sólo uno de los tipos virales de estudio, aunque también se 
encontraron muestras contaminadas con 2 o 3 tipos virales distintos (4,2% y 8,3% 
respectivamente), por lo que el 58,3% de las muestras cultivadas estaban contaminadas 
por, al menos, un patógeno viral, permaneciendo libres de virus sólo el 41,7% de las 





Dentro de las muestras silvestres, se detectó contaminación viral en el 70,6% de las 
muestras, estando libre de virus entéricos sólo el 29,4% de las muestras. En las muestras 
silvestres se encontró contaminación viral por 1 o 2 tipos virales distintos en la misma 
proporción (35,3%) (Tabla 4.39).
Al igual que en los casos anteriores, el virus que se detectó en mayor número de 
muestras (9, 52,9%) fue NoV GII, seguido de EV y RV que se detectaron en un 17,6% y
un 11,8% de las muestras respectivamente. Tanto AsV como NoV GI fueron detectados 
únicamente  en una sóla de las muestras (5,9%) (Tabla 4.38).
Tabla 4.39. Detección de simultanea de los distintos virus en Muestras 2005 en 














0 virus 15 (36,6%) 10 (41,7%) 5 (29,4%) 5 (41,7%) 0 (0%) 0 (0%)
1 virus 17 (41,5%) 11 (45,8%) 6 (35,3%) 2 (16,7%) 3 (100%) 1 (50%)
2 virus 7 (17,1%) 1 (4,2%) 6 (35,3%) 5 (41,7%) 0 (0%) 1 (50%)
3 virus 2 (4,9%) 2 (8,3%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
Por especie a la que pertenecen, se pudo ver que 6 de las 12 muestras de mejillón de 
roca (50%), estaban contaminadas con NoV GII, 3 (25%) con EV, 2 (16,7%) con AsV y 
tan sólo en una (8,3%) se pudo detectar NoV GI (Tabla 4.38). En estas muestras, se 
detectó contaminación por coexistencia de dos patógenos virales distintos en el 41,7% 
de las muestras, porcentaje que supera notablemente al de muestras contaminadas sólo 
por uno de los virus estudiados (16,7%) (Tabla 4.39). 
Las tres muestras de almeja presentaron contaminación por algunos de los virus de 
estudio. En uno de los casos (33,3%) se detectó NoV GII, mientras que en las otras dos 
muestras (66,7%) se detectó RV (Tabla 4.38). En las dos muestras de berberecho se 




Sólo en la detección de NoV GII se pudo observar un patrón estacional, ya que 
todas las muestras positivas para este virus se detectaron en los meses más fríos del año, 
no encontrándose muestras positivas entre los meses de Mayo y Agosto. En este último 
mes se dio una muestra positiva, que fue recogida al final de mes y presentó tan bajos 
niveles de contaminación que no se pudo realizar una cuantificación precisa (Figura 
4.10).
EV se detectó sólo desde Enero hasta Abril,  AsV principalmente en los meses de 
Enero, Noviembre y Diciembre (Figura 4.11) y RV tan sólo se detectó en los meses de 
Junio y Septiembre (Figura 4.11).
Figura 4.10. Detección temporal y cuantificación de NoV GII en muestras de molusco 




Figura 4.11. Detección mensual de virus entéricos (NoV GI, AsV, EV y RV) 
durante el período de muestreo.
En las Figuras 4.12 y 4.13  se muestran las rectas estándar y las ecuaciones 
obtenidas utilizadas para el cálculo de la cuantificación del número de copias de RNA 
de NoV GI y GII respectivamente. Después estos valores fueron expresados por gramo 
de tejido digestivo analizado y corregidos mediante el porcentaje de eficiencia de 
extracción  y rRT-PCR (Tablas 4.40 y 4.41).
Se obtuvieron eficiencias de extracción que iban desde el 2,3% hasta el 37,9%, no 
encontrándose ninguna en la categoría de baja extracción (<1%) (Tabla 4.40). Trece de 
las 41 muestras (31,7%) estuvieron dentro de la categoría de extracción aceptable (1-
10%), estando la mayoría de las muestras (28 de 41, 68,3%) en la categoría de buena 
extracción (>10%) (Tabla 4.41).
Se encontraron porcentajes similares de extracción aceptable entre las muestras 
cultivadas (7 de 24; 29,2%) y las silvestres (6 de 17; 35,3%), así como de buena 
extracción (17 de 24 muestras cultivadas, 70,8%; y 11 de 17 muestras silvestres, 64,7%) 
(Tabla 4.41). El rango de eficiencias de extracción fue desde el 2,6% al 37,9% en las 
muestras cultivadas y del 2,3% hasta el 25,6% en las muestras silvestres (Tabla 4.40). 
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Figura 4.12. Recta estándar para NoV GI generada a partir del clon correspondiente 
a la secuencia nucleotídica desde las posiciones 146 hasta 6935.
Figura 4.13. Recta estándar para NoV GII generada a partir del clon 
correspondiente a la secuencia nucleotídica desde las posiciones 4191 hasta 5863.
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Por especie, se observó que la 11 de las 12 muestras de mejillón de roca (91,7%) 
presentaron una buena eficiencia de extracción mientras que, en la muestra restante 
(8,3%), se obtuvo una eficiencia de extracción aceptable (Tabla 4.41). En las tres 
muestras de almeja y las dos de berberecho se encontró una eficiencia de extracción 
aceptable (Tabla 4.41).
Las eficiencias de rRT-PCR oscilaron entre el 4,3% y el 100% en el caso de NoV 
GI y entre el 9,2% y el 100% en el caso de NoV GII (Tabla 4.40).
Con la mayoría de las muestras (37 de las 41 muestras, 90,2%) se observaron 
buenas eficiencias de rRT-PCR para NoV GI (>10%) (Tabla 4.41). El resto de las 
muestras (3 de mejillón de cultivo y 1 de mejillón de roca) presentaron eficiencias de
rRT-PCR aceptables para este virus (1-10%) (Tabla 4.41).
En tan sólo 1 muestra de mejillón cultivado del total de las muestras 2005 (2,4%) se 
observó una eficiencia de rRT-PCR aceptable para NoV GII (Tabla 4.41). El resto de las 
muestras (97,6%) mostró una eficiencia buena, superando en cualquier caso el 10% 
(Tabla 4.41).
Teniendo en cuenta estas eficiencias, los niveles de contaminación que se 
obtuvieron con NoV GI estuvieron entre las 6,38x102 y las 3,29x103 copias de RNA por 
gramo de tejido digestivo (Tabla 4.42). Los niveles menores de cuantificación 
provienen de una muestra de mejillón de roca, aunque las diferencias encontradas entre 
esta muestra salvaje y las muestras cultivadas son de menos de 1 log.
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NoV GI NoV GII
A11* 24/01/2005 M.galloprovincialis 18,5 22,5 29,7
B11* 24/01/2005 M. galloprovincialis 12,9 82,8 100,0
C11* 24/01/2005 M. galloprovincialis 10,4 69,1 100,0
A12* 28/02/2005 M. galloprovincialis 14,9 51,2 74,1
B12 28/02/2005 M. galloprovincialis 7,4 6,8 100,0
C12* 28/02/2005 M. galloprovincialis 3,5 18,7 100,0
A13b* 04/04/2005 M. galloprovincialis 17,5 4,3 32,7
A13m* 04/04/2005 M. galloprovincialis 19,8 66,3 96,6
B13b* 04/04/2005 M. galloprovincialis 14,5 34,6 22,8
B13m 04/04/2005 M. galloprovincialis 7,7 30,1 100,0
C13* 28/03/2005 M. galloprovincialis 19,5 59,3 100,0
A14* 25/04/2005 M. galloprovincialis 4,5 17,0 15,6
B14* 25/04/2005 M. galloprovincialis 23,9 54,1 100,0
C14* 25/04/2005 M. galloprovincialis 17,0 45,5 97,9
A15 23/05/2005 M. galloprovincialis 13,0 35,1 100,0
B15 23/05/2005 M. galloprovincialis 37,9 97,9 60,5
C15 23/05/2005 M. galloprovincialis 14,2 92,6 25,5
A16 20/06/2005 M. galloprovincialis 22,5 67,7 100,0
B16 20/06/2005 M. galloprovincialis 21,1 27,7 25,6
C16 20/06/2005 M. galloprovincialis 12,1 84,6 100,0
D16 20/06/2005 R.decussatus 7,9 61,8 90,7
A17 18/07/2005 M. galloprovincialis 9,2 100,0 100,0
B17 18/07/2005 M. galloprovincialis 5,7 22,5 13,7
C17 18/07/2005 M. galloprovincialis 13,6 43,0 100,0
A18* 22/08/2005 M. galloprovincialis 32,1 7,1 100,0
B18 22/08/2005 M. galloprovincialis 2,6 21,7 9,2
C18 22/08/2005 M. galloprovincialis 18,0 69,1 100,0
A19* 19/09/2005 M. galloprovincialis 20,8 77,8 100,0
C19 19/09/2005 M. galloprovincialis 16,1 62,7 28,9
D19 19/09/2005 R. decussatus 3,9 82,8 40,4
A20* 17/10/2005 M. galloprovincialis 21,1 60,9 100,0
B20* 17/10/2005 M. galloprovincialis 11,9 100,0 66,3
C20* 17/10/2005 M. galloprovincialis 25,6 61,8 100,0
D20* 17/10/2005 R. decussatus 7,8 76,7 38,7
E20* 17/10/2005 C.edule 2,9 4,9 70,1
A21* 14/11/2005 M. galloprovincialis 35,1 47,4 100,0
B21* 14/11/2005 M. galloprovincialis 14,9 66,7 100,0
C21 14/11/2005 M. galloprovincialis 22,2 48,4 95,9
E21* 14/11/2005 C. edule 2,3 58,4 71,0
B22 13/12/2005 M. galloprovincialis 9,8 20,5 79,4
C22* 13/12/2005 M. galloprovincialis 16,5 48,4 100,0
* Muestras que resultaron positivas en la detección de NoV GI o NoV GII.
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Tabla 4.41. Eficiencias de extracción y rtRT-PCR de NoV GI y GII en Muestras 2005














<1% 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
1-




>10% 28 (68,3%) 17 (70,8%) 11 (64,7%) 11 (91,7%) 0 (0%) 0 (0%)
<1% 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
1-





>10% 37 (90,2%) 21 (87,5%) 16 (91,1%) 12 (100%) 3 (100%) 1 (50%)
<1% 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
1-























>10% 40 (97,6%) 23 (95,8%) 17 (100%) 12 (100%) 3 (100%) 2 (100%)
 En la cuantificación de NoV GII, los niveles de contaminación detectados se 
encontraron entre las 56 y las 3,38x104 copias de RNA por gramo de tejido digestivo 
(Tabla 4.42). Los niveles más altos de cuantificación fueron similares entre las muestras 
silvestres (3,38x104 copias de RNA por gramo de tejido digestivo) y las cultivadas 
(1,52x104 copias de RNA por gramo de tejido digestivo), aunque, en general, estas 
últimas presentaron niveles de contaminación menores que las muestras silvestres. De 
hecho, en el 76,9% de las muestras cultivadas positivas para este virus, los valores de 
cuantificación fueron menores de 1x103 copias de RNA por gramo de tejido digestivo, 
mientras que en el 66,7% de las muestras silvestres en las que se encontró el virus se 
detectaron niveles de contaminación más elevados (Tabla 4.42).
En tres de las muestras cultivadas que mostraron resultados positivos para NoV GII 
se observó una carga viral muy cercana al límite de detección de la técnica utilizada, por 
lo que no fue posible una cuantificación precisa del virus (Tabla 4.42).
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Tabla 4.42. Cuantificación de NoV genogrupo I y II en tejido digestivo de moluscos 
determinada mediante rRT-PCR.
Copias RNA/g. tej. digestivo











A20 mejillón cultivo 17/10/2005 39,6 11,1 1,5E+02 7,0E+02 2,4E+02 1,2E+03
C20 mejillón roca 17/10/2005 40,1 7,6 1,0E+02 3,9E+02 1,6E+02 6,4E+02NoV GI
B21 mejillón cultivo 14/11/2005 38,5 24,5 3,3E+02 2,2E+03 4,9E+02 3,3E+03
A11 mejillón cultivo 24/01/2005 36 5,7 7,5E+01 4,1E+02 2,5E+02 1,4E+03
B11 mejillón cultivo 24/01/2005 34,7 14,1 1,9E+02 1,5E+03 1,9E+02 1,5E+03
C11 mejillón roca 24/01/2005 35,3 9,4 1,3E+02 1,2E+03 1,3E+02 1,2E+03
A12 mejillón cultivo 28/02/2005 36,6 3,7 4,9E+01 4,0E+02 6,6E+01 4,4E+02
C12 mejillón roca 28/02/2005 35,4 8,4 1,1E+02 3,2E+03 1,1E+02 3,2E+03
A13b mejillón cultivo 04/04/2005 41,1 0.09 positivo* positivo* positivo* positivo*
A13m mejillón cultivo 04/04/2005 41 0,5 positivo* positivo* positivo* positivo*
B13b mejillón cultivo 04/04/2005 38,1 1,2 1,6E+01 1,1E+02 7,2E+01 5,0E+02
C13 mejillón roca 28/03/2005 33,2 40,8 5,4E+02 2,8E+03 5,4E+02 2,8E+03
A14 mejillón cultivo 25/04/2005 35,5 7,9 1,1E+02 2,4E+03 6,8E+02 1,5E+04
B14 mejillón cultivo 25/04/2005 35,7 7,2 9,6E+01 4,0E+02 9,6E+01 4,0E+02
C14 mejillón roca 25/04/2005 37,7 1,7 2,2E+01 1,3E+02 2,3E+01 1,3E+02
A18 mejillón cultivo 22/08/2005 41,5 0,1 positivo* positivo* positivo* positivo*
A19 mejillón cultivo 19/09/2005 37,5 1,9 2,6E+01 1,2E+02 2,6E+01 1,2E+02
B20 mejillón cultivo 17/10/2005 37,8 1,6 2,1E+01 1,8E+02 3,2E+01 2,7E+02
C20 mejillón roca 17/10/2005 36,3 4,8 6,4E+01 2,5E+02 6,4E+01 2,5E+02
D20 almeja 17/10/2005 37,4 2,1 2,9E+01 3,7E+02 7,4E+01 1,0E+03
E20 berberecho 17/10/2005 36,9 3,0 4,0E+01 1,4E+03 5,7E+01 2,8E+03
A21 mejillón cultivo 14/11/2005 37,9 1,5 2,0E+01 5,6E+01 2,0E+01 5,6E+01
B21 mejillón cultivo 14/11/2005 38,2 1,2 1,6E+01 1,1E+02 1,6E+01 1,1E+02
E21 berberecho 14/11/2005 38,3 1,1 1,5E+01 6,3E+02 2,1E+01 1,3E+03
NoV GII
C22 mejillón roca 13/12/2005 29,9 420,0 5,6E+03 3,4E+04 5,6E+03 3,4E+04




En la legislación vigente (Anónimo 2004d), se establece el uso de programas de 
monitoreo que se basan en indicadores bacteriológicos, específicamente Escherichia 
coli, para la determinación de la calidad sanitaria de los moluscos, así como la 
clasificación de las áreas de cultivo. Un gran número de estudios han mostrado que, 
aunque estos controles han sido efectivos en la reducción del riesgo de enfermedades de 
origen bacteriano hasta niveles mínimos, moluscos que cumplen los parámetros 
requeridos pueden contener virus entéricos. Debido a ello, estos moluscos, pueden 
actuar como vectores de enfermedades humanas de origen vírico (Croci et al., 2000; 
Lees, 2000; Le Guyader et al., 2000, 2006; Romalde et al., 2002; Sánchez et al., 2002; 
Cheng, et al., 2005; Gallimore et al., 2005). Por esta razón, se han intentado buscar 
nuevos indicadores que nos indiquen la contaminación viral presente en los moluscos, 
como es el caso de los bacteriófagos RNA F+, aunque, hasta el momento han tenido 
resultados pobres o poco concluyentes (Vilariño et al., 2006; Lowther et al., 2008), por 
lo que la tendencia actual va dirigida hacia la detección viral directa.
Se han publicado numerosos estudios a cerca de la contaminación viral en moluscos 
o en áreas de cultivo (Croci et al., 2000; Lees et al., 2000; Le Guyader et al., 2000; 
Romalde et al., 2002; Myrmel et al., 2004), pero pocos de ellos presentan resultados a 
cerca de un programa de monitoreo regular (Le Guyader et al., 2000; Romalde et al., 
2002; Lowther et al., 2008). Por lo que, es poco lo que se conoce acerca de la incidencia 
real de los virus entéricos en las zonas de cultivo de moluscos.
El objetivo de este trabajo ha sido la determinación de la prevalencia de HAV y 
AsV, así como de otros virus entéricos, tanto en moluscos silvestres como cultivados 
recogidos de la Ría de Vigo, durante un período de tres años. Además se determinaron 
los parámetros microbiológicos que establece la legislación vigente (E. coli), así como 
otros posibles indicadores de contaminación viral como los bacteriófagos RNA F+. A 
pesar de la importancia de este área en la producción de moluscos, han sido pocos los 
estudios realizados en este emplazamiento (Romalde et al., 2002) y ninguno de ellos 
incluyó todos los virus analizados en este estudio.
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En este estudio se recogieron los moluscos de dos zonas, una de ellas era una zona 
de cultivo de mejillón en batea, catalogada como zona B (Anónimo, 2004c, d) 
consistente en dos parques de cultivo distintos, y la otra zona se correspondía con la
costa y fue allí donde se recogieron los moluscos silvestres (mejillón de roca, almeja y 
berberecho). Esta zona estaba catalogada como zona C (Anónimo, 2004c, d).
En el estudio del nivel de contaminación bacteriológica, mediante la determinación 
de E. coli, los resultados mostraron que existe una tendencia a presentar un menor 
número de E. coli que lo que corresponde a la catalogación de la zona de cultivo. Pero, 
aunque el 70,1% de los moluscos cultivados, que pertenecían a una zona de cultivo 
clasificada como B, presentaron valores inferiores a 230 E. coli/100 g molusco, este 
porcentaje no llega al 90% requerido para el cambio en la catalogación del área. Esto 
mismo sucedió con las muestras silvestres que fueron recogidas de una zona de cultivo 
catalogada como C, ya que en el 31,5% de los casos presentaron recuentos 
bacteriológicos mayores a 4.600 E. coli/100 g molusco. 
Al igual que en trabajos anteriores (Romalde et al., 2002) se detectó una mayor 
contaminación bacteriológica en las muestras silvestres (el 77,5% de las muestras 
presentaron valores superiores a 230 E. coli/100 g molusco), que en las cultivadas (tan 
sólo el 29,8% superaron este valor).
En cuanto a los niveles de contaminación detectados mediante los bacteriófagos, se 
observaron niveles mayores a las 100 ufp/100 g molusco en el 66,2% de las muestras, 
siendo este porcentaje menor dentro de las muestras cultivadas (48,6%) que en las 
silvestres (81,5%). Se encontró una correlación estadísticamente significativa entre E. 
coli y bacteriófagos RNA F+ en el total de las muestras. Pero esta correlación 
desaparece al dividir las muestras en silvestres y cultivadas. Este hecho nos indica que 
existe una cierta correlación estadísticamente significativa entre ambos tipos de 
indicadores que se hace más patente al aumentar el número de muestras que se estudian. 
Aunque, a primera vista, estos resultados puedan parecer contradictorios, se debe a que 
al aumentar el número de muestras, se hace patente la dependencia entre ambos tipos de 




En el total de las muestras, los resultados de HAV y AsV mostraron que cerca de la 
mitad de las muestras estaban contaminadas por uno de los dos patógenos, presentando
un porcentaje mayor el grupo de muestras silvestres (53,3%) que el de las cultivadas 
(47,1%). Por el contrario, la coexistencia de los dos tipos virales es superior en las 
muestras cultivadas (7,3%) que en las silvestres (4,3%). Se produjo un incremento en la 
detección de HAV (en el 44,3% de las muestras se detectó este virus) con respecto a 
estudios previos que englobaban el mismo área de estudio (Romalde et al., 2002), así 
como con otros estudios realizados con mejillones de áreas sujetas a fuerte 
contaminación en Francia  (Le Guyader et al., 2000). Este hecho puede ser debido a la 
utilización de técnicas más sensibles, como la rRT-PCR. Por el contrario, el número de 
casos de AsV detectados en el total de las muestras resultó similar a lo detectado en el
estudio en Francia en las zonas sujetas a contaminación ocasional (Le Guyader et al., 
2000).
Los resultados obtenidos con el grupo de muestras seleccionadas, pertenecientes al 
año 2005 (Muestras 2005), mostraron que un gran número de muestras (63,4%) estaban 
contaminadas con, al menos, uno de los tipos de virus entéricos estudiados, elevándose 
este porcentaje hasta el 70,6% si se consideran sólo las muestras silvestres. Estos 
resultados son similares a los publicados en un estudio en Francia (Le Guyader et al., 
2000). En las Muestras 2005, el virus más prevalente ha sido NoV GII, seguido de EV, 
AsV, NoV GI y RV respectivamente. En cuanto a las prevalencias de NoV, EV y AsV 
se han obtenido resultados similares en un estudio de tres años en Francia (Le Guyader
et al., 2000), así como en muestras obtenidas de un productor comercial antes del 
proceso de depuración en Inglaterra (Lowther et al., 2008). 
Contrariamente a los resultados obtenidos en un primer estudio dentro de la misma 
área geográfica (Romalde et al., 2002) y a los obtenidos del total de las muestras, HAV 
no se detectó en ninguna de las muestras seleccionadas analizadas. Este hecho puede ser 
debido a las diferentes metodologías que se han empleado en este trabajo.
Tampoco se detectó ninguna muestra positiva para AiV. Este virus fue por primera 
vez reconocido como causa de gastroenteritis asociada al consumo de ostras en Japón en 
1989 (Yamasita et al., 1991) y ha sido recientemente detectado en muestras de molusco 
implicadas en un brote en Francia (Le Guyader et al., 2008).
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Se observaron contaminaciones mixtas con más de un virus. La detección 
simultánea de diferentes virus entéricos ha sido también publicada en estudios 
anteriores realizados en diferentes países (Lees, 2000; Le Guyader et al., 2000, 2008; 
Romalde et al., 2002; Myrmel et al., 2004), incluyendo moluscos asociados con brotes 
de enfermedad. Se ha sugerido que la coinfección con múltiples virus podría repercutir 
en una mayor severidad de los síntomas en la población afectada (Le Guyader et al., 
2008).
Al igual que en otros estudios (Sobsey y Jaykus, 1991; Doré y Lees, 1995; Lees, 
2000; Muniain-Mujika et al., 2003; Lowther et al., 2008) no se encontró una correlación 
entre el recuento de E. coli y la contaminación viral presentes en la muestra. Por otro 
lado, aunque determinados estudios (Doré et al., 2000; Lowther et al., 2008) sugieran 
una cierta correlación entre la contaminación detectada en función de los bacteriófagos 
RNA F+ y la carga viral presente en las muestras, en nuestro estudio no existe una 
correlación estadísticamente significativa entre ambos parámetros. Otros autores 
(Muniain-Mujika et al., 2003) apuntan que serían mejores indicadores los bacteriófagos 
que infectan a Bacteriodes fragilis ya que los bacteriófagos RNA F+ pueden ser 
inactivados a pH alcalino y su elución mediante tampones neutros podría incrementar su 
recuento (Lees, 2000).
En general, y de acuerdo con los datos publicados anteriormente (Romalde et al.,
2002), los resultados que se obtuvieron en este trabajo nos indican que la contaminación 
viral es mayor en las muestras silvestres que en las cultivadas. Este mayor nivel de 
contaminación encontrado en los moluscos silvestres puede estar relacionado con la 
proximidad de los puntos de muestreo a las fuentes de contaminación, ya que estos 
moluscos crecieron en la costa donde el impacto urbano es mayor.  Es importante 
señalar que, a pesar de que las muestras que provienen de áreas de cultivo clasificadas 
como zona B tienen que ser depuradas antes de que los moluscos puedan salir al 
mercado, la efectividad de la depuración en la eliminación de la contaminación viral es 
limitada (Richards, 1988; Schwab et al., 1998; Loisy et al., 2005a; Vilariño et al., 2006; 
Le Guyader et al., 2008), por lo que estos moluscos podrían constituir un peligro 
potencial para la salud pública.
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La cuantificación del RNA viral en moluscos es un procedimiento complicado 
porque el proceso está sujeto a problemas de inhibición en la reacción de RT-PCR 
debido a los componentes presentes en los tejidos de los moluscos, dando lugar a 
posibles falsos negativos (Le Guyader et al., 2008). La utilización en el paso de la 
extracción de una cantidad conocida de un virus externo a la propia detección como 
control, como es el caso del virus de Mengo que no interfiere en el resultado final de la 
cuantificación, así como controles internos específicos que permiten que se realice el 
cálculo de las eficiencias extracción y rRT-PCR, hace posible realizar una aproximación 
más real a la carga viral que se encuentra en los moluscos (Costafreda et al., 2006). Un 
estudio reciente realizado por da Silva et al. (2007) mostró que sólo uno de los 
genogrupos de NoV resultaba inhibido en algunas de las muestras, lo que confirma que 
los inhibidores del proceso de RT-PCR no afectan de igual manera a los diferentes 
cebadores y sondas a pesar de que las diferencias entre las eficiencias de rRT-PCR entre 
NoV GI y GII no fueran estadísticamente significativas. El uso de estas nuevas 
aproximaciones para la cuantificación hace posible, en cualquier caso, un acercamiento 
más real a la cantidad de virus existente en las muestras, haciéndose posible un mejor 
control de las áreas de cultivo.
Además, dentro de los virus que se han estudiado, se pudo observar un claro patrón 
estacional en la detección del genogrupo II de NoV. La disminución de este virus 
durante los meses templados y cálidos del año está bien documentada (Le Guyader et 
al., 2000, 2006), pudiendo ser un factor importante la baja tasa de circulación de este 
virus durante los meses cálidos (Svraka et al., 2007), además de la rápida degradación 
de las partículas virales cuando están sometidas a elevadas temperaturas y a la acción de 
la luz solar (Metcalf et al., 1995). 
Los resultados de este estudio nos indican la necesidad de estudios sistemáticos de 
moluscos procedentes de diferentes áreas con el fin de evaluar la magnitud real de la 
contaminación viral en el medio y su relación con la epidemiología de las enfermedades 
entéricas de origen viral. Además, sería también de importancia para conseguir la 
mejora de la seguridad alimentaria de los moluscos con los consiguientes beneficios 
para la salud pública.
4. Prevalence of human enteric 
viruses in bivalve molluscs from the 
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4.2. Additional results to: “Evaluation of the microbial contamination of 
cultured and wild shellfish in the Ría de Vigo (NW Spain)”
4.2.1. Materials and Methods
Samples of cultured and wild mussels, clams and cockles were obtained monthly 
between March 2004 and December 2006 in Ría de Vigo, Galicia (NW Spain). A total 
of 160 samples (68 of cultured mussel, 31 of wild mussel, 30 of clam and 31 of cockle) 
(Table 4.1) were collected from the same areas that mentioned in the article above.
All this samples were processed and analyze for the enumeration of E. coli and 
FRNA bacteriophages and HAV detection by RT-PCR, as described before.
In addition, Astrovirus (AsV) was detected by classical RT-PCR and HAV by real 
time RT-PCR (rRT-PCR) with TaqMan probes.
For the detection of AsV, the primer set AV1/AV2 (Le Cann et al., 2004) was 
selected (Table 4.2). RT mix consisted in 5 mM MgCl2, 1mM each dNTPs, 2 U RNases 
inhibitor (Applied Biosystem; París, France), 1,25 M reverse primer and the MMLV 
reverse transcriptase enzyme (Applied Biosystem), with 2 l of extracted RNA. RT was 
performed for 30 min at 42ºC. After that, PCR mix (1,25 mM MgCl2, 0,5 M forward 
primer and Taq polymerase enzyme (Applied Biosystem) was added to obtain a final 
volume of 50 l, (Le Guyader et al., 2003). After a denaturation for 5 min at 95ºC, the 
PCR amplification was performed for 40 cycles (94ºC for 30 s, 50ºC for 30 s, and 72ºC 
for 30 s) with final extension at 72ºC for 7 min. Hybridization was performed with a 
commercial kit HybridowellTM Universal (Argene; Verniolle, France) following 
manufacturer instructions.
rRT-PCR for HAV detection and quantification was carried out using the Platinum 
Quantitative RT-PCR Thermoscript One-step system (Invitrogen; France) in a 25 l of a 
reaction mixture containing 5 l of extracted RNA, 1X of Thermoscript reaction buffer, 
0,9 M of reverse primer HAV 240, 0,5 M of forward primer HAV 68, 0,45 M probe 
HAV 150 (Table 4.2), 0,5 l of ROX and 0,5 l of Thermoscript Plus/Platinum Taq
enzyme mix (Invitrogen). 
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The rRT-PCR was performed in a iCycler (BioRad; Hercules, CA, EEUU) 
termocycler in a 96-well format under the following conditions: reverse transcription at 
55ºC for 1 hour, denaturation at 95ºC for 5 min, and then 45 cycles of amplification 
with a denaturation at 95ºC for 15 s, annealing at 60 ºC for 1 min and extension at 65ºC 
for 1 min (Le Guyader et al., 2008). A sample showing a cycle threshold (Ct) with value 
 41, with no evidence of amplification in the negative controls was considered as 
positive.
Prior to the viral RNA extraction, known amounts of vMC0 were spiked in the 
shellfish homogenates. This mutant non-virulent infective strain, kindly provided by Dr. 
Albert Bosch (University of Barcelona), was employed as a control for the process of 
nucleic acid extraction as described by Costafreda et al. (2006). Extraction efficiency 
values were determined by comparing the Ct values for the mengovirus-positive 
amplification control with the Ct value for the tested virus, and was classified as poor 
(<1%), acceptable (1 to 10%), or good (>10%) (Da Silva et al., 2007).
Quantification of HAV RNA copies was estimated by standard curve constructed 
with serial dilutions of RNA extracted from virus HAV HM-175 (Costafreda et al., 
2006). This quantification was corrected by the extraction efficiency and expressed like 
number of RNA copies per gram digestive tissue.
4.2.2. Results
The number of E. coli per 100 g of shellfish meat were determined for all the 
samples by the MPN method. E. coli counts were between 40 and 18,200 E. coli/100 g 
in wild mussels and clams, between 10 and 36,000 E. coli/100 g in cockles, and ranged 
from 10 and 18,000 E. coli/100 g in cultured mussels (Table 4.3). Taken all the samples 
together, 42.9% of them would be classified as class A, 38.5% as class B and 18.6% as 
class C, according to EU regulation (Anon. 2004d) (Table 4.4). In general, wild 
molluscs showed higher levels of E. coli than cultured shellfish. Thus, 70.1% of 
cultured mussels would belong to class A, 28.3% to class B and only one of these 
samples (1.5%) to class C (Table 4.4). However, only 22.5% of wild samples could be




Similar findings were observed for FRNA bacteriophage. FRNA bacteriophage 
levels were between 0 and 1.5x105 pfu/100 g (Table 4.3). Higher numbers were 
obtained for wild shellfish, ranging from 0 to 5.3x103 pfu/100 g in wild mussels, from 0 
to 1.5x105 pfu/100 g in clams, and from 0 to 1.3x105 in cockles (Table 4.3). For 
classification of FRNA bacteriophage levels a limit of 100 pfu/100 g of shellfish meat 
was proposed (Vilariño et al., 2006). According to this classification, in 54.4% of 
cultured shellfish bacteriophage levels were less than 100 pfu/100 g, whereas 81.5% of 
wild mollusc could be considered as highly contaminated (Table 4.5).
Presence of HAV was detected, by classical RT-PCR or rRT-PCR, in 71 samples 
(44.3%) (Table 4.6 and 4.7). No differences were found between detection in cultured 
and wild samples (44.1% and 44.6% respectively), but there were some between wild 
mussels (54.8%) and clams or cockles (43.3% and 35.5% respectively) (Table 4.7).
Between all positive samples, 26 (16.2%) were detected by classical RT-PCR. 
Eight of them (11.8%) were cultured samples and 18 (19.6%) were wild (5 wild 
mussels, 7 clams and 6 cockles) (Table 4.7).
By rRT-PCR, HAV were detected in 61 samples (38.1%) (Table 4.7). Similar 
detection percentages were found in cultured (38.2%) and wild samples (38%) (Table 
4.7). In wild samples, HAV were detected in 15 wild mussels (48.4%), in 11 clams 
(36.7%) and in 9 cockles (29%).
In all groups of samples studied, number of positive results detected by rRT-PCR 
was higher than that detected by classical RT-PCR (Table 4.7). Coincidences in HAV 
detection by both techniques were in 16 samples (22.5%). Four of them (13.3%) were 
cultured mussels, while 12 (29.3%) were in wild samples (3 wild mussels, 5 clams and 
4 cockles) (Table 4.7). If positive and negative results were taken together, coincidence 
between both techniques increase to 65.6% (Table 4.7).
The highest detection of HAV positive samples per month, was in September and 
November 2005 and January and July 2006 (Figure 4.1). A good seasonality pattern was 
no observed, but, in June and July 2004 and June, July and August 2005 (corresponding 
with warm months), there was a decrease in the number of positive results (Figure 4.1). 
Similar findings were observed in cultured (Figure 4.2) and wild samples (Figure 4.3).
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Extraction efficiency ranged between <0.1% and 100% (Table 4.8). According to 
the classification mentioned above, a total of 62 samples (38.7%) showed a poor 
extraction efficiency (less than 1%), 51 (31.9%) showed acceptable extraction 
efficiency (1-10%) and 47 samples (29.4%) rendered good extraction values (higher 
than 10%) (Table 4.9). No significant differences were observed in extraction efficiency 
between wild and cultured shellfish (Table 4.9).
A HAV standard curve and its equation were used (Figures 4.4 and 4.5) to calculate 
number of HAV RNA copies. Then, these values were expressed like number of RNA 
copies per gram digestive tissue and corrected by extraction efficiency (Table 4.10).
HAV contamination levels detected ranged from 3.1x102 to 1.4x1010 RNA copies 
per gram of digestive tissue (Table 4.10). These minimum and maximum values were 
detected in cultured samples, but, in general, cultured samples shown lower levels, since 
in 22.7% of these samples, values were less than 1,000 copies per gram of digestive 
tissue. Contrarily, in wild samples, only one sample (3.1%) did not exceed this value. In 
the rest of wild samples (96.9%), values higher than 1.9x103 were detected (Table 4.10; 
Figure 4.6).
In addition, 7 positive samples for HAV (4 cultured and 3 wild samples), rendered 
levels too close to the detection limit of the technique and, therefore, an accurate 
quantification was not possible (Table 4.10).
 On the basis of the quantification results, no clear seasonality pattern was 
observed, both in cultured or wild samples, although there was a higher prevalence of 
this virus in winter months, especially in 2005 (Figure 4.6).
For AsV, results showed that in 17.5% of the samples the virus was detected 
(Tables 4.11 and 4.12). Similar prevalences were observed in cultured mussels (17.6%) 
and in wild samples (17.4%). In positive wild samples, 5 of them (16.1%) were wild 
mussels, 4 (13.3%) clams and 7 (22.6%) cockles (Table 4.12).
As for HAV, a clear seasonal pattern would not be observed for AsV (Figure 4.7). 
In 2004, there was no detection between April and June, but July was the month with 
more contamination (Table 4.7 A). In 2005, samples from June and July were the most 
heavily polluted (Table 4.7 B). In 2006, the virus was only detected in three samples 
Capítulo 4
209
corresponding to February, March and May (Figure 4.7 C). Similar patterns were 
observed in cultured (Figure 4.8) and wild samples (Figure 4.9).
Coexistence of both viral types was observed only in 9 samples (5.6%). Five of 
them, were cultured mussels, one clam and 3 cockles (Table 4.13). In more than a half 
of the samples (50.6%), one of the viral types were found, with similar percentages in 
cultured and wild shellfish (47.1% and 53.3%, respectively). 43.7% of the samples were 
free of virus (45.6% of cultured mussels and 42.4% of wild samples) (Table 4.13). 
Although coexistence was only observed in clams (3.3%) and in cockles (9.7%), in 71% 
of wild mussels presence of one of  the viral types was found (Table 4.13).
No statistical correlation could be established by chi-square test between the 
contamination levels of the shellfish samples deduced from E. coli or FRNA 
bacteriphages numbers and the presence of HAV or AsV, at a confidence level of 95% 
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Standard and real time RT-PCR procedures were used to monitor in cultured and wild 
shellfish from the Ría de Vigo (NW Spain), the presence of the main human enteric 
viruses, including Norovirus (NoV), Hepatitis A virus (HAV), Astrovirus (AsV), 
Rotavirus (RT), Enterovirus (EV), and Aichi virus (AiV). The results showed the 
presence of at least one enteric virus in 63.42% of the samples analyzed. NoV GII was 
the most prevalent virus, being detected in 53.65% of the samples, while NoV GI, AsV, 
EV and RV were encountered at lower percentages (7.31%, 12.19%, 12.19% and 4.87% 
respectively). There were more contaminated samples in wild (70.59%) than in cultured 
(58.34%) shellfish and, in addition, wild samples were also more readily contaminated 
with more than one viral type. NoV GI quantification ranged from 6.38 x 102 to 3.29 x 
103 RNA copies per gram of digestive tissue, with similar values in cultured and wild 
samples. For NoV GII levels, differences were found between cultured (from 5.60 x 101
to 1.52 x 104 RNA copies per gram of digestive tissue) and wild (from 1.34 x 102 to 
3,38 x 104 RNA copies per gram of digestive tissue) samples, being, in general, lower in 
cultured shellfish. Finally, a seasonal pattern was observed in NoV GII with absence of 
positive samples during the summer period.





Bivalve shellfish growing in coastal areas can be contaminated by human 
sewage, which can contain more than 100 types of viruses. Because of their filter 
feeding nature, molluscs may concentrated these human pathogens and, therefore may 
constitute an importat vector in the transmisiosn of enteric disease [3, 23]. Viral 
pathogens have been detected in shellfish from areas with large amounts of shellfish 
production or consumption throughout the world [4, 6, 17, 22, 24, 30]. Viruses persist in 
shellfish for extended periods and, despite improvements, depuration does not eliminate 
viral particles [20, 23, 27, 32]. These facts contribute to a well documented human 
health risk, especially when the shellfish are consumed raw or lightly cooked [3, 28, 
33]. The periodic occurrence of shellfish-transmitted illness outbreaks have contributed 
to a public confidence problem over shellfish safety, and resulted in important economic 
losses by the seafood industry [26]. 
Although only noroviruses (NoVs) and hepatitis A virus (HAV) have been 
clearly implicated in outbreaks linked to shellfish consumption [8, 34], other enteric 
viruses like enterovirus (EV), astrovirus (AsV), rotavirus (RV) [12, 19] and Aichi virus 
(AiV) [17, 38] have been detected in shellfish samples.
The detection of enteric viruses relies mainly on the use of reverse transcription-
PCR (RT-PCR) assays [10], but the low quantity of virus in environmental samples 
usually implies the use of a time-consuming hybridization step as a confirmatory 
method, which enhances both the sensitivity and specificity of the assays. Recently, new 
techniques of real-time RT-PCR (rRT-PCR) were developed for the main enteric 
viruses like NoV [13, 18, 21], HAV [5], AsV [14], or  EV [9].  
In this report, these new molecular techniques together with standard RT-PCR 
protocols were used to monitor the presence of enteric viruses in the Ría de Vigo 




Shellfish sampling. Sampling was performed monthly, from January to December 
2005, in the Ría de Vigo, a large estuary situated in the southwest of Galicia (NW 
Spain), concurrantly with the official sampling program carried out by the INTECMAR 
(Technological Institute for the Marine Monitoring of Galicia). Samples (n = 24) of 
cultured mussel (Mytilus galloprovincialis) were obtained from two independent 
floating raft parks. Wild molluscs, including mussel (12 samples), clam (Ruditapes 
decussatus)(3 samples), and cockle (Cerastoderma edule)(2 samples) were collected 
from shore areas close to the floating rafts. 
Harvesting areas were classified, according to the current EC regulation [1], as B 
(230 to 4600 Escherica coli/100 g shellfish tissue) for cultured mussel, and C (>4600 E. 
coli/100 g shellfish tissue) for wild molluscs. 
Each sample was composed of at least 10 mussels or 20 clams/cockles. Shellfish 
were kept at 4º C and arrived at the laboratory within 24 h.
Shellfish processing for virus concentration and RNA extraction. On arrival, 
shellfish were shucked and the stomach and digestive diverticula were dissected, mixed, 
divided into 1.5 g and kept frozen (-20ºC) until analysis. Previous studies demonstrated 
that most enteric viruses were localized in these tissues [29, 32], and the sample 
processing is easier than using the whole mollusc body. For analysis, tissues were 
thawed on ice, homogenized with glycine buffer pH 9.5, extracted with chloroform-
butanol and extracted with Cat-floc (Calgon, Ellwood City, PA). The resulting 
suspension was then precipitated with polyethylene glycol 6000 (Sigma, France) [2, 15, 
16, 21]. Viral nucleic acid was extracted and purified from the suspended polyethylene 
glycol pellet using Nuclisens® MiniMAG (Biomerieux, France), a semiautomated 
extraction procedure based in magnetic particles [18], and then suspended in 100 l of 
RNase-free water and kept frozen (–  80ºC).
Standard RT-PCR. Samples were analyzed to detect RV, AsV and AiV by standard 
RT-PCR. For AiV, a nested PCR step was necessary to increase the assay sensitivity. 
RT was performed with 20 l mixture containing 2 l of nucleic acid (NA) extract, 1X 
buffer II (Applied Biosystems, France), 5 mM MgCl2, 1 mM dNTPs, 2 U of RNase 
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Inhibitor (Applied Biosystems), 1.25 M downstream primer (Table 1) and the MuLV 
reverse transcriptase (Applied Biosystems) as previously described [16]. Briefly, after a 
RT step of 30 min at 42ºC (37ºC for AiV) and a denaturation step for 5 min at 95ºC, 
PCR mix was added containing at final concentrations 1X buffer II (Applied 
Biosystems), 1.25 mM MgCl2, 0.5 M forward primer (Table 1) and Taq polymerase 
(Applied Biosystems). Amplification was performed for 40 cycles (94ºC for 30s, 50ºC 
for 30s and 72ºC for 30s) with final extension at 72ºC for 7 min in a thermocycler 
apparatus (9600 or 2400, Applied Biosystems). Nested PCR for AiV was performed 
using 2 l of amplification product and 0.5 M of each primer (Table 1) in the same 
conditions than in PCR above. Analysis of the amplification product was performed by 
9% polyacrilamide gel electrophoresis, and the product was confirmed as a distinct 
good size band after ethidium bromide staining [15].
Samples were considered as positive only if the amplicons were detected by 
hybridization using specific biotin labelled probes (Table 1) with the commercial kit 
Hybridowell universal (Argene, France) following manufacturer´s instructions.
A negative control, containing no nucleic acid, was introduced in each run, as 
well as a specific positive control for each viral pathogen.
Real-time RT-PCR. rRT-PCR was carried out using the Platinum Quantitative RT-
PCR Thermoscript one-step system (Invitrogen, France) in a 25 l of a reaction mixture 
containing 5 l of extracted RNA, 1 X of Thermoscript reaction buffer, 0.9 M of 
reverse primer, 0.5 M of forward primer, 0.45 M of probe, 0.5 l of ROX and 0.5 l 
of Thermoscript Plus/Platinum Taq enzyme mix (Invitrogen). ROX was employed as a 
passive internal reference used for the normalization of the reporter dye signal. 
Sequeces of primers and probes are shown in Table 1. 
The rRT-PCR was performed with an ABI Prism 7000 SDS detector (Applied 
Biosystems) or with a Mx3000P QPCR System (Stratagene, USA) in a 96-well format 
under the following conditions [17]: reverse transcription at 55ºC for 1 hour, 
denaturation at 95ºC for 5 min, and then 45 cycles of amplification with a denaturation 
at 95ºC for 15 s, annealing at 60ºC for 1 min and extension at 65ºC for 1 min. 
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A sample showing a cycle threshold (Ct) value  41, with no evidence of 
amplification in the negative controls was considered as positive.
Extraction and rRT-PCR efficiencies. Mutant non-virulent infective strain vMC0
kindly provided by Albert Bosch (University of Barcelona), was employed as a control 
for the process of nucleic acid extraction as described by Costafreda et al. [5]. Prior to 
the viral RNA extraction for the shellfish homogenates, these were spiked with a known 
amount of vMC0. Viral RNA extracted from shellfish were tested undiluted and ten fold 
diluted to evaluate the effect of RT-PCR inhibitors. Extraction efficiency values were 
evaluated by comparing the Ct value for the mengovirus-positive amplification control 
with the Ct value for the tested virus, and was classified as poor (<1%), acceptable (1 to 
10%), or good (>10%)[7].
To test the presence of RT-PCR inhibitors and calculate the rRT-PCR efficiency, 
co-amplifications of 2.5 l of each extracted RNA with 2.5 l containing 103 copies of 
internal controls for the respective virus type, were evaluated in separate experiments 
[5, 17]. To calculate the rRT-PCR efficiency, the Ct value of a sample mixed with 
internal controls was compared to the Ct value of the internal control alone. Efficiency 
values were classified in the same three categories than extraction efficiency (poor, 
acceptable and good) [7].
The number of viral RNA copies present in positive samples was estimated 
using standard curves generated from RNA transcripts as previously described [7, 17, 
18]. 
Results
Extraction and rRT-PCR efficiencies. Extraction efficiency ranged between 2.3 % 
and 37.9%. According to the classification mentioned above, a total of 28 samples 
(68.3%) showed a good extraction efficiency (higher than 10%) and 13 samples 
(31.7%) rendered acceptable extraction values (1-10%). 
Co-amplifications with internal controls indicated that only partial inhibition was 
originated by the components of the samples, being the extracted RNA suitable to test 
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the viral presence without false negative results. Moreover, rRT-PCR efficiencies were 
always good or acceptable. For NoV GI, 37 out of 41 (90.25%) samples tested showed 
good efficiency (>10%), while only 4 samples (9,75%) presented an acceptable rRT-
PCR efficiency (1-10%). For NoV GII, all but one samples (97.56%) rendered good 
rRT-PCR efficiency.
Viral results. Viral analysis showed that 63.42% samples were contaminated by at least 
one of the virus studied. Thus, 41.46% of the samples showed the presence of one type 
of virus, whereas in 17.07% and 4.87% of the samples were detected two and three 
enteric viruses, respectively. NoV GII was the most prevalent virus, being detected in 
22 samples (53.65%). Prevalences for other viruses were much lower: 5 samples were 
detected positive for EV and AsV (12.19% of total samples), 3 for NoV GI (7.31%) and 
2 for RV (4,87%). HAV and AiV showed no positive results (Table 2).
In cultured samples, besides HAV and AiV, no detection of RV was achieved. 
Again the type of virus most often detected was NoV GII in 54,16% of samples, while 
the other viruses (NoV GI, AsV and EV) were found only in two samples each (8.33%). 
Most of the positive samples were contaminated with only one type of virus (45.83%), 
although there were samples where two or three different types of enteric viruses were 
detected (4.16% and 8.33% respectively). 
In wild samples, 70.59% of the samples were contaminated with one (35.29%) 
or two (35.29%) types of enteric viruses. NoV GII was detected in 52.94% of the 
samples, EV and RV were detected in 17.64% and 11.76% of the samples, while AsV 
and NoV GI were detected in only one sample each (5.88%). By mollusc species, 6 of 
12 wild mussels samples were contaminated by NoV GII, 3 samples were positive for 
EV, 2 for AsV, and only one sample showed contamination with NoV GI. 
Contamination with more than one viral type was detected in 41.66% of wild mussel 
samples. In addition, all three clam samples were contaminated, one with NoV GII 
(33.33%) and two with RV (66.66%), whereas both cockle samples were positive for 
NoV GII, one of them showing also contamination with by AsV.
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A clear seasonal pattern was observed for detection of NoV GII, with no 
samples positive for this virus during the warm months (from May to August) (Fig. 1). 
One sample from late August resulted positive for NoV GII, although it showed the 
lowest level of contamination (Fig. 1; Table 3). The other enteric viruses studied were 
also more prevalent during winter. Thus, EV were detected from January to April, and 
AsV mainly in January, November and December (Fig. 2). RV were detected only in 
June and September (Fig. 2). 
Norovirus quantification. Quantification (number of viral genomes per gram of 
shellfish digestive tissue) was carried out for the NoV positive samples, using the 
calibration curves and, taking into account the extraction and rRT-PCR efficiencies.
Levels of contamination with NoV GI ranged between 6.38 x 102 and 3.29 x 103
RNA copies per gram of digestive tissue (Table 3). Although the lowest level was 
observed in a wild mussel sample, differences with the levels achieved in cultured 
samples were lower than 1 log-unit. 
NoV GII levels ranged from 5.60 x 101 to 3.38 x 104 RNA copies per gram of 
digestive tissue (Table 3). Similar highest levels for NoV GII were observed for wild 
(3,38 x 104 RNA copies per gram of digestive tissue) and cultured samples (1,52 x 104
RNA copies per gram of digestive tissue). However, in general, cultured samples 
showed lower contamination levels than wild samples. In fact, 76.92% of cultured 
samples showed values of NoV GII lower than 1 x 103 RNA copies per gram of
digestive tissue, whereas 66.66% of wild samples yielded levels higher than this value 
(Table 3). In addition, three cultured samples rendered  positive results but with levels 
too close to the detection limit of the techniques that acurate quantification was not 
possible (Table 3).
Discussion
Current EU regulations [1], establish the use of bacteriological monitoring programmes, 
based on Escherichia coli as indicator, to determine the sanitary quality of shellfish and 
the classification of their harvesting areas. A number of studies showed that although 
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such controls have been effective at reducing the risk of bacteriological illness to 
minimal levels, shellfish meeting the E. coli standards may contain enteric viruses, and 
therefore, act as vectors of human viral diseases [4, 6, 11, 15, 16, 19, 30, 31]. Other 
proposed indicators of viral contamination, such as FRNA bacteriophages, had been 
studied with poor results [36] and, therefore, most research approaches were developed 
towards direct viral detection.
The purpose of the present study was to determine the prevalence of the main 
enteric viruses in cultured and wild molluscs collected from the Ría de Vigo (NW 
Spain), one of the most important European shellfish harvesting areas, during a one-
year period. Despite the importance of this area for mollusc production, few studies 
have been performed on this site [30], and none of them included all the enteric viruses 
analyzed here.
The results obtained showed a high number of samples (63.42%) contaminated 
with at least one of the enteric viruses studied. This percentage increased to 70.59% if 
only wild samples were considered. These values are similar to those reported in such 
type of contaminated area in France [15]. 
Reports of viral contamination in shellfish or harvesting areas have been 
published [6, 15, 19, 24, 30], but few of them presented results of a regular monitoring 
program [15, 22, 30]. Therefore little is known about the occurrence of viruses in 
shellfish beds. In the present study, the most prevalent virus was NoV GII and, in a 
lesser extent EV, AsV, NoV GI and RV respectively. Similar results were obtained in a 
three years study in France [15] for NoV, EV and AsV prevalences, and also in shellfish 
samples obtained from a commercial producer before depuration in England [22]. In 
addition, a clear seasonality was observed for NoV GII detection. The decrease of the 
prevalence of this virus during warm months is well known [15, 16].  Beside a more 
rapid degradation of viral particles at high temperatures and by the sunlight [23], the 




Contrarily to the results obtained in a former study in the same geographical area 
[30], HAV was not detected in the samples analyzed. This fact can be due to the 
different experimental approachs employed in the present work, an increase of sanitary 
conditions or a lower endemicity of the viruses in local population. The detection of 
AiV was also negative. AiV was first recognized as the cause of oyster-associated 
gastroenteritis in Japan in 1989 [36], and was recently detected in shellfish implicated in 
an outbreak in France [17]. 
In our study, mixed contaminations with more than one enteric virus were 
observed. Simultaneous detection of different enteric viruses had been also reported in 
previous studies performed in different countries [15, 17, 19, 24, 30], usually in 
shellfish associated with illness outbreaks. It has been suggested that coinfection with 
multiple viruses could lead to a higher severity of symptoms in the affected people [17]. 
In general, and accordingly to data previously reported [30], the results achieved 
in the present study indicated that viral contamination was greater in wild than in 
cultured shellfish. The higher contamination levels in wild shellfish may be related with 
the proximity of the sampling points to the contamination sources, since these molluscs 
were harvested from the coast where the urban impact is more evident. It is important to 
point out that, although cultured samples from B areas have to be depurated before they 
can be placed in the market, the effectiveness of depuration to eliminate viral 
contamination is limited [17, 20, 27, 32], and therefore they can constitute a potential 
public health hazard .
Quantification of noroviruses in shellfish is a complex procedure because it is 
subjected to problems with inhibition of the RT-PCR reaction by shellfish tissue 
components, which can cause false negatives [17]. Using in the extraction step a known 
quantity of an external added virus as control, like Mengo virus, that no interfere in the 
final result of the quantification, as well as internal specific controls to calculate the 
extraction and rRT-PCR efficiencies, a more real approach of the shellfish viral charge 
is possible [5]. A recent study by da Silva et al. [7] showed that only one NoV 
genogroup was inhibited in some samples confirming that inhibitors do not affect the 
different primers and probes equivalently, although the difference between rRT-PCR 
efficiencies for GI and GII was not statistically significant. The use of these new 
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approaches for quantification increase, in any case, the meaning of the results, being 
possible a better monitoring of harvesting areas. 
The present study indicates the necessity of systematic surveys of shellfish from 
different areas in order to evaluate the real magnitude of environmental viral 
contamination and its relationship with the epidemiology of enteric diseases with viral 
etiology, as well as to improve shellfish sanitation and therefore public health. 
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Table 1.- Primer sets and probes used for viral detection.
Virus Primer Probe Sequence 5´-3´ Reference
NoV GI QNIF4 CGCTGGATGCGNTTCCAT 7
NV1LCR CCTTAGACGCCATCATCATTTAC 35
NV1Lpr 6-FAM-TGGACAGGAGAYCGCRATCT-6-TAMRA 35
NoV GII QNIF2d ATGTTCAGRTGGATGAGRTTCTCWGA 21
COG2R TCGACGCCATCTTCATTCACA 13
QNIFS 6-FAM-AGCACGTGGGAGGGCGATCG-6-TAMRA 21
HAV HAV240 GGAGAGCCCTGGAAGAAAG 5
HAV68 TCACCGCCGTTTGCCTAG 5
HAV150 6-FAM-CCTGAACCTGCAGGAATTAA-MGB 5
EV EVR GGAAACACGGACACCCAAAGTAG 9
EVF TGAATGCGGCTAATCCCAACCTC 9
EVS 6-FAM-TGCGCGTTACGACAGGCCAATCAC-6-TAMRA 9
AsV AV1 CCGAGTAGGATCGAGGGT 14
AV2 GCTTCTGATTAAATCAATTTTAA 14
biot-Avs Biotin- CTTTTCTGTCTCTGTTTAGATTATTTTAATCACC 14
RV VP6.3 GCTTTAAAACGAAGTCTTCAAC 37
VP6.4 GGTAAATTACCAATTCCTCCAG 37
biot-RV Biotin-CAAATGATAGTTACTATGAATGG 37
Aichi 6261 ACACTCCCACCTCCCGCCAGTA 38
6602 AGGATGGGGTGGATRGGGGCAGAG 25
nested 6309 GTACAAGGACATGCGGCG 25




Table 2.- Percentage of cultured and wild shellfish samples positive for the detection of enteric 
viruses.
VIRUS TOTAL CULTURED WILD
nº positive %positive nº positive %positive nº positive %positive
samples samples samples samples samples samples
NoV GI 3 7.31% 2 8.33% 1 5.88%
NoV GII 22 53.65% 13 54.16% 9 52.94%
HAV 0 0 0
EV 5 12.19% 2 8.33% 3 17.64%
AsV 5 12.19% 2 8.33% 3 17.64%
RV 2 4.87% 0 2 11.76%
AiV 0 0 0
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Table 3.- Quantification of NoV genogroups I and II in shellfish digestive tissue as determined 
by rRT-PCR.
RNA copies/ g tissuea









A20 mussel 17/10/2005 21.1 60.9 39.6 148.6 1,155
C20 mussel* 17/10/2005 25.6 61.8 40.1 101.2 638
GI
B21 mussel 14/11/2005 14.9 66.7 38.5 327.0 3,293
A11 mussel 24/01/2005 18.5 29.7 36.0 75.3 1,372
B11 mussel 24/01/2005 12.9 100 35.3 188.0 1,452
C11 mussel* 24/01/2005 10.4 100 35.3 125.0 1,199
A12 mussel 28/02/2005 14.9 74.1 36.6 49.0 444
C12 mussel* 28/02/2005 3.4 100 35.4 112.5 3,248
A13b mussel 04/04/2005 17.5 32.7 41.1 + DLb
A13m mussel 04/04/2005 19.8 96.6 41 + DL
B13b mussel 04/04/2005 14.5 22.8 38.1 16.3 495
C13 mussel* 28/03/2005 19.5 100 33.2 544.6 2,787
A14 mussel 25/04/2005 4.5 15.6 35.5 105.6 15,177
B14 mussel 25/04/2005 23.9 100 35.7 95.6 400
C14 mussel* 25/04/2005 17 97.9 37.7 22.4 134
A18 mussel 22/08/2005 32.1 100 41.5 + DL
A19 mussel 19/09/2005 20.8 100 37.5 25.8 124
B20 mussel 17/10/2005 11.9 66.3 37.8 21.0 266
C20 mussel* 17/10/2005 25.6 100 36.3 63.6 247
D20 clam 17/10/2005 7.8 38.7 37.4 28.5 1,021
E20 cockle 17/10/2005 2.9 70 36.9 40.0 2,782
A21 mussel 14/11/2005 35.1 100 37.9 20 56
B21 mussel 14/11/2005 14.9 100 38.2 16.0 107
E21 cockle 14/11/2005 2.3 71.1 38.3 15.0 1,250
GII
C22 mussel* 13/12/2005 16.5 100 29.9 5,599.7 33,883
a Number of RNA copies calculated without taking the extraction and rRT-PCR efficiencies into 
account (uncorrected) or taking the extraction and rRT-PCR efficiencies into account 





Fig. 1.- Seasonal detection and quantification, expressed as logarithm of the RNA copy number 
per gram of digestive tissue, of NoV GII in shellfish samples.
Figure 2.- Detection of enteric viruses (NoV GI, AsV, EV, and RV) during the sampling period.
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Figure 1.- Vilariño et al.
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Figure 2.- Vilariño et al.
5. Evaluación de bacteriófagos 
RNA F+ como indicadores de 
contaminación viral en procesos 





Existe una creciente preocupación por la repercusión que tiene en el sector 
marisquero, y más concretamente, en la producción de moluscos bivalvos, la 
contaminación microbiológica provocada por los vertidos fecales.
El gran impacto que tiene en la Salud Pública tiene un especial interés cuando estos 
moluscos están destinados al consumo en fresco. Como ya se ha mencionado, la elevada 
capacidad de filtración que tienen estos animales hace que los niveles de concentración 
de contaminantes en su organismo sean mucho más elevados que el de las aguas 
marinas que les rodean.
5.1.1. Depuración y Reubicación
Los procedimientos de depuración se desarrollaron en Gran Bretaña en los años 20 
(Dogson, 1928), como un método de prolongar el proceso de alimentación por filtración 
de los bivalvos en aguas limpias para que pudiesen autopurgar los contaminantes 
microbiológicos. La depuración en tanques es, actualmente, una práctica ampliamente 
utilizada en muchos países como Gran Bretaña, España, Francia, Italia, Australia y 
otros. Sin embargo, prácticamente no se utiliza en EEUU (Otwell et al., 1991). Los 
períodos de depuración varían entre 1 y 7 días, aunque el período más utilizado es el de 
2 días. 
Los sistemas de depuración también varían e incluyen procedimientos con agua 
estática que se cambia cada cierto tiempo, otros que consisten en un flujo continuo de 
agua limpia y otros en los que el agua se recicla tras su paso por un sistema de 
esterilización. Los métodos de esterilización del agua incluyen tratamientos con ozono, 
cloro, radiaciones UV o iodóforos (Otwell et al., 1991; Roderick y Scheneider, 1994; 
Poggi y Le Gall, 1995). La depuración se ha utilizado con la mayoría de las especies de 
bivalvos comercializadas en vivo como ostra, almeja, mejillón y berberecho.
La depuración comercial, cuando se emplea como tratamiento para reducir 
contaminantes microbianos, está sometida a controles legislativos en Europa, EEUU y 
otros países. En Europa, la Directiva 2004/41/CE y los Reglamentos 852/2004, 
853/2004 y 854/2004  (Anónimo 2004a, b, c, d) en los que se establecen las condiciones 
de higiene de los productos alimenticios y de las condiciones sanitarias para la 
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producción y comercialización de determinados productos de origen animal destinados 
al consumo humano, se detallan los requerimientos para la autorización de los centros 
de depuración de moluscos, incluyendo aspectos como construcción y funcionamiento 
de los tanques, análisis de laboratorio, empaquetado, etiquetado y transporte de los 
moluscos. Además, los moluscos depurados que van a ser comercializados deben 
cumplir los estándares para productos finales (<230 E. coli/100 g molusco). Las normas 
relacionadas con la construcción y funcionamiento de las plantas de depuración 
establecidas en la legislación europea se implementan por la autoridad competente en 
cada uno de los países miembros. En la práctica, el cumplimiento de los niveles de 
E.coli en producto final, se considera un buen indicativo de un diseño y funcionamiento 
satisfactorios de una planta de depuración. 
Sin embargo, las plantas de depuración que cumplen satisfactoriamente con los 
requerimientos sanitarios de E. coli pueden no eliminar totalmente la contaminación por 
virus entéricos humanos. Quizá la evidencia epidemiológica más significativa es la 
demostración de infecciones ocurridas tras la ingestión de moluscos depurados. Este 
hecho está documentado en Australia durante un estudio con voluntarios humanos 
sometidos a consumo de moluscos depurados en un experimento de seguridad 
alimentaria (Grohmann et al., 1981), así como en brotes ocurridos en Gran Bretaña (Gill 
et al., 1983; Heller et al, 1986; Chalmers y McMillan, 1995; Perrett y Kudesia, 1995; 
Ang, 1998) Francia (Bon et al., 2005; Le Guyader et al., 2006), EEUU (Richards, 
1985), Nueva Zelanda (Hewitt et al., 2007), Tunez (Sdiri-Loulizi, et al., 2008) y España 
(Romalde et al, 2001; Sanchez et al., 2002; Buesa et al., 2002). Las evidencias 
epidemiológicas, por tanto, indican claramente que la depuración no asegura la 
eliminación de virus entéricos en moluscos contaminados y, además, que el 
cumplimiento de los niveles legales de E. coli en producto final no garantiza la ausencia 
de virus en los moluscos destinados a consumo. 
El éxito de la depuración en la eliminación de contaminantes bacterianos es la 
razón de la baja incidencia de enfermedades de etiología bacteriana tras el consumo de 
moluscos. Sin embargo, está claro que este procedimiento, tal y como se lleva a cabo 
actualmente, es considerablemente menos eficaz para la eliminación viral. Esta 
observación se ve apoyada por numerosos estudios que han evaluado las tasas de 
eliminación de virus entéricos humanos (como poliovirus), o de posibles modelos para 
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el comportamiento de virus entéricos (como varias especies de bacteriófagos) en 
moluscos durante los procesos de depuración (Richards, 1988; Power y Collins, 1989; 
1990a,b; Sobsey y Jaykus, 1991; Jaykus et al., 1994; Doré y Lees, 1995; Doré et al., 
2000, 2003; Lecrerc et al., 2000; Muniain-Mujika et al., 2002). 
Aunque las tasas de eliminación obtenidas en los diferentes estudios pueden variar 
significativamente, el resultado irrefutable de estos trabajos es que los virus se eliminan 
en los moluscos bivalvos con tasas mucho más lentas que las que muestra E. coli. Estos 
resultados se han confirmado en estudios realizados con moluscos infectados 
experimentalmente en laboratorio con norovirus y detección por RT-PCR. Los 
norovirus eran acumulados eficazmente por los moluscos  (ostras y almejas) pero su 
eliminación por depuración era muy pobre en comparación con la de E. coli (Schwab et 
al., 1998). Asimismo, otros estudios han evaluado la eliminación viral en procesos de 
depuración comercial de moluscos (ostras) analizando los niveles de norovirus y 
bacteriófagos RNA F+ específicos (un indicador potencial de contaminación viral) 
(Doré et al., 1998, 2000). Los moluscos depurados, aunque cumplían con los 
requerimientos referentes a los niveles de coliformes fecales en productos finales, 
presentaban contaminación tanto por norovirus como por bacteriófagos F+. La 
contaminación vírica pudo relacionarse con el grado de polución de las áreas de cultivo 
o recolección de los moluscos, así como con la incidencia de brotes de enfermedad 
asociados a dichas áreas. Estos resultados confirmaron que el cumplimiento de los 
requerimientos legales para producto final respecto a los niveles de coliformes fecales 
no garantiza la ausencia de virus entéricos en moluscos depurados.
 Otro resultado importante fue que la contaminación vírica en los moluscos 
depurados, a juzgar por los recuentos de NoV y bacteriófagos RNA F+, presentaba una 
prevalencia mayor en los meses de invierno. El efecto estacional observado en el 
contenido viral, pero no en el bacteriano, sugiere que los requerimientos fisiológicos 
para la eliminación de virus durante la depuración pueden ser diferentes a aquellos 
necesarios para la eliminación eficaz de E. coli. Algunos autores han indicado que la 
temperatura del proceso de depuración puede ser un factor importante en su efectividad 
para la eliminación viral (Power y Collins, 1990 a,b; Jaykus et al., 1994; Doré et al.,
1998). Esta hipótesis está apoyada por los resultados de estacionalidad, ya que el agua 
utilizada en las plantas de depuración comercial de moluscos se utiliza a temperatura 
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ambiental, modificándose únicamente en condiciones muy extremas. El efecto de la 
temperatura sobre la eliminación viral durante la depuración necesita ser mejor 
estudiado, así como la influencia de otros parámetros fisiológicos como la 
disponibilidad de alimento, salinidad, oxígeno disuelto y la condición general de los 
moluscos. Algunos estudios sugieren que una temperatura del agua entre 18 y 20ºC es la 
óptima para la eliminación de bacteriófagos RNA F+ en ostras (C. gigas), pero también 
que el éxito de dicha eliminación en un período de 2-3 días depende del nivel inicial de 
contaminación (Doré et al., 1998). Así, en los moluscos muy contaminados no se pudo 
eliminar totalmente la carga de bacteriófagos en un período de 7 días, incluso a 
temperaturas elevadas. Es probable, por tanto, que diferentes aspectos del diseño y 
funcionamiento de las plantas de depuración, actualmente optimizados para la 
eliminación de E. coli, deban ser reevaluados a la luz de los nuevos métodos de 
detección viral.
5.1.2. Perspectivas para estándares víricos
Los brotes de enfermedades víricas asociadas al consumo de ostras y otros 
moluscos bivalvos continúan apareciendo en muchos países. Un aspecto destacado en 
muchos informes de estos brotes es el cumplimento de los requerimientos legales ya 
mencionados tanto por las áreas de cultivo, como por los procesos de tratamiento o los 
productos finales disponibles para el consumidor. Todos estos hechos hacen que exista 
el reconocimiento, cada vez más aceptado, de que las normativas actuales no son útiles 
para garantizar la protección del consumidor o para prevenir nuevos brotes de 
enfermedad. En muchos países la depuración se utiliza de forma generalizada para 
ostras y otros moluscos que se consumen crudos. Sin embargo, hay datos sobre casos de 
gastroenteritis asociada al consumo de moluscos depurados que cumplían todos los 
requerimientos legales lo que implica que el proceso de depuración, tal y como se lleva 
a cabo actualmente, no garantiza la eliminación de los virus. La necesidad de nuevas 
medidas para una mejor protección del consumidor frente a infecciones virales es una 
de las conclusiones destacadas de muchos informes y estudios. Durante un reciente 
brote ocurrido en Escandinavia, se demostró que ostras que cumplían con todos los 
requisitos de la legislación europea referente a coliformes fecales fueron la causa de 
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gastroenteritis por NoV en más de 350 individuos (Christensen et al., 1998). Este y 
otros brotes anteriores similares fueron el detonador para el establecimiento de una red 
europea de laboratorios de referencia cuyo objetivo principal es la introducción de 
nuevos y mejores sistemas de control y monitorización de la contaminación viral de 
moluscos bivalvos (Anon., 1999a). 
Parece claro que los métodos de detección de virus patógenos basados en la PCR 
pueden constituir un elemento que permita mejorar los controles sanitarios legales de 
contaminación viral de moluscos. Existen trabajos que demuestran que la 
monitorización viral puede ser fácilmente realizada mediante este método (Henshilwood 
et al., 1998; Le Guayader et al., 1998; Romalde et al., 2002; Torrado et al., 2003). 
Además, algunos autores han sido capaces de relacionar la contaminación detectada por 
RT-PCR en un área determinada con brotes de enfermedad asociados al consumo de 
moluscos procedentes de esa misma zona (Henshilwood et al., 1998). Estos estudios 
han demostrado que existe contaminación viral en zonas de cultivo permitidas para 
comercialización de moluscos en base a los criterios de coliformes fecales. Sin 
embargo, los métodos de RT-PCR publicados hasta el momento con este fin son 
complejos, no estandarizados y disponibles sólo para pocos laboratorios especializados. 
Son necesarios todavía más estudios sobre estos aspectos antes de que un método de 
RT-PCR pueda ser introducido en la legislación de control sanitario de moluscos, 
aunque actualmente constituyan una herramienta muy útil para trabajos epidemiológicos 
o investigación en general.
Como ya se ha mencionado previamente, en la mayoría de los países el control 
sanitario de moluscos se basa en la actualidad en el concepto de organismos indicadores 
de contaminación fecal para evaluar el peligro microbiológico potencial. Sin embargo, 
los organismos empleados (E. coli) han demostrado ser inadecuados para reflejar la 
presencia de contaminantes virales. Probablemente esto sea debido a que los virus son 
más resistentes que las bacterias, a que sobreviven mejor en el medio ambiente marino, 
y a que su inactivación o eliminación durante la depuración o reubicación es más difícil. 
En este contexto es plausible pensar que otros posibles indicadores bacterianos, como 
los estreptococos fecales, presenten los mismos inconvenientes que los coliformes. Por 
esta razón, diferentes autores propusieron indicadores alternativos para una mejor 
estimación de contaminación viral en el medio ambiente marino. Algunos de los 
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candidatos más prometedores son diversas especies de bacteriófagos debido a su 
similitud física y genómica con los virus entéricos humanos, a su abundancia en aguas 
residuales, y a que son fácilmente detectables mediante métodos sencillos (IAWPRC, 
1991). Los bacteriófagos RNA F+ son uno de los grupos propuestos como indicador 
viral de contaminación en agua (Havelaar, 1987), y se han desarrollado metodologías de 
detección específica (Debartolomeis y Cabelli, 1991; Havelaar et al., 1993). Los 
bacteriófagos RNA F+ comparten muchas propiedades físicas y genómicas con los virus 
entéricos de interés aunque, al igual que los coliformes fecales, presentan una 
distribución que no se restringe únicamente a efluentes de origen humano. Para 
solventar este problema, otros autores han propuesto el uso de bacteriófagos de la 
bacteria anaerobia obligada Bacteroides fragilis como potenciales indicadores de 
contaminación de origen humano específicamente (Tartera y Jofre, 1987). También 
puede ser posible adaptar los bacteriófagos RNA F+ a diferentes especies con el fin de 
poder adscribir la contaminación a origen animal o humano (Hsu et al., 1995; 
Beekwilder et al., 1995). Se han llevado a cabo diferentes estudios con estos 
bacteriófagos y, en general, han mostrado resultados prometedores para poder ser 
utilizados como indicadores de la presencia de virus entéricos en aguas residuales y 
aguas contaminadas (Lucena et al., 1994; Lee et al., 1997). Los bacteriófagos somáticos 
de coliformes también han sido propuestos como posibles indicadores (Humphrey et al.,
1995) sin embargo, al ser un grupo muy diverso, la estandarización y reproducibilidad 
de un método para estos fagos podrían ser problemáticas (Havelaar, 1987; Vaughn y 
Metcalf, 1975).
La mayoría de los estudios sobre indicadores alternativos se han llevado a cabo en 
el contexto de contaminación de aguas. Sólo en los últimos años se han realizado 
también estudios con moluscos bivalvos. Doré et al. (1998, 2000) han investigado el 
potencial de los bacteriófagos RNA F+ en moluscos depurados comercialmente y 
disponibles en el mercado y sugirieron que estos bacteriófagos son mucho mejores 
indicadores de contaminación viral, en concreto de NoV, que los coliformes fecales. 
Los bacteriófagos RNA F+ podrían ser particularmente ventajosos como indicadores 
virales en moluscos depurados ya que, como se ha publicado en varios estudios, su 
cinética de eliminación durante la depuración refleja bastante fielmente la de los virus 
entéricos (Power y Collins, 1989; Doré y Lees, 1995). Otros autores han evaluado 
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comparativamente el funcionamiento de los bacteriófagos RNA F+ y los de B. fragilis
como indicadores de contaminación viral en moluscos, concluyendo que los 
bacteriófagos RNA F+ son muy prometedores como indicadores de contaminación fecal 
humana en ostras (Chung et al., 1998). Los indicadores bacterianos clásicos no 
reflejaban la contaminación viral y los fagos de B. fragilis presentaban recuentos muy 
bajos para poder ser de utilidad. Otros autores han sugerido que los bacteriófagos de B. 
fragilis podrían ser útiles para determinación de contaminación antigua en moluscos 
(Lucena et al., 1994). Quizás un resultado más convincente sea el de un estudio 
realizado por el Centro de Referencia Europeo, que incluyó el análisis de un brote de 
gastroenteritis asociado al consumo de moluscos. De 14 muestras asociadas con el 
brote,  10 fueron negativas para E. coli y sólo dos estaban por encima de los niveles 
bacteriológicos establecidos en la legislación (<230 E. coli/100 g molusco). Por otro 
lado, todas las muestras fueron positivas para bacteriófagos RNA F+ con recuentos 
medios de 2.500 ufp/100 g molusco) (Lees, 2000).
Teniendo en cuenta todos estos conocimientos, se hace pertinente considerar la 
utilización de indicadores alternativos, así como los avances en los métodos de 
detección viral, para el futuro desarrollo de controles de salud pública aplicados a 
moluscos bivalvos. Es importante demostrar que los controles de contaminación viral de 
moluscos estén bien documentados desde el punto de vista científico y que funcionen de
forma adecuada en la práctica. La adopción de las medidas apropiadas estaría facilitada 
si hubiese un consenso sobre los métodos y aproximaciones más adecuados. Algunos 
aspectos a considerar serían detección de indicadores versus detección de patógenos, 
comparación de los indicadores potenciales, selección de los procedimientos 
metodológicos, así como los criterios de contaminación.
5.1.3. Bacteriófagos RNA F+
Los microorganismos indicadores han sido usados durante muchos años para 
evaluar y predecir la presencia de contaminación fecal en agua. De todos ellos, los 
bacteriófagos RNA F+ se consideran un potencial indicador de contaminación viral 
(Havelaar et al., 1993; Leclerc et al., 2000; Grabow, 2001). Estos colifagos, son virus 
que primeramente infectan bacterias gram negativas (Sobsey et al., 1995) pertenecientes 
a los géneros Escherichia, Pseudomonas, Caulobacter, Salmonella y Vibrio, ya que 
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poseen un plásmido que codifica para un pilus F (Crawford y Gesteland, 1964). De 
hecho se ha visto la transferencia entre especies de coliformes incluyendo también 
Salmonella y Shigella (Shaw y Cabelli, 1980; Corliss et al., 1981).
Estos virus incluyen miembros de las familias Inoviridae (DNA F+) y Leviviridae
(RNA F+) (Singleton y Sainsbury, 1993), la cual comprende cuatro subgrupos (I-IV) 
basados en sus propiedades físico-químicas y serológicas. Los bacteriófagos RNA F+ 
presentan una cápside icosaédrica, de aproximadamente unos 20-30 nm y su genoma 
consiste en una sola cadena linear de RNA de sentido positivo. 
La familia Leviviridae contiene dos géneros: Levivirus (al que pertenecen los 
grupos I y II) y Allolevivirus (que contiene los grupos III y IV) (Hsu et al., 1995; 
Murphy et al., 1995), siendo el grupo III el que más se ha estudiado.
Los bacteriófagos RNA F+ han sido detectados tanto en heces humanas como de 
animales y siempre están presentes en gran número en aguas residuales de origen 
animal y humano (Havelaar et al., 1986, 1990). En base a algunos estudios, que han 
utilizado aislados de bacteriófagos de varios orígenes, se ha propuesto que los 
bacteriófagos de origen antropogénico pertenecen a los subgrupos II y III, mientras que 
los de origen animal pertenecen a los subgrupos I y IV (Furuse et al., 1981, 1987; 
Osawa et al., 1981; Furuse, 1987; Gerba, 1987; Havelaar et al., 1990).
El riesgo de gastroenteritis viral y hepatitis en humanos, resultado de la ingestión de 
agua o comida contaminada con heces, se considera más elevado en el caso de heces 
humanas que con heces de origen animal, ya que los virus entéricos provenientes de 
origen animal no son una causa significativa de enfermedades humanas (Joklik, 1992).
La multiplicación de los bacteriófagos RNA F+ en agua es incierta, por lo menos en 
climas templados, ya que las bacterias hospedadoras no producen pilus F, necesario para 
la infección, a temperaturas por debajo de los 25ºC (Novotny y Lavin, 1971; Woody y 
Cliver, 1995). Sin embargo, cepas de E. coli, que previamente hayan crecido a 37ºC, 
pueden ser infectadas por estos bacteriófagos y servir para producir progenies a 
temperaturas tan bajas como 20ºC. Por consiguiente, una pequeña multiplicación de los 
bacteriófagos directamente después de que se introduzca materia fecal en el agua es 
posible (Havelaar y Pot-Hogeboom, 1988). Finalmente, la resistencia que presentan los 
bacteriófagos RNA F+ a diferentes procesos de tratamiento de aguas residuales, 
incluyendo la desinfección, les aproxima a la resistencia que presentan los virus 
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entéricos a estos tratamientos (Havelaar, 1986; Sobsey, 1989), por lo tanto, la búsqueda 
de bacteriófagos RNA F+ puede ser útil para la determinación de contaminación viral 
en el medio acuático.
Hasta el momento la legislación europea que trata el tema de la depuración y puesta 
en mercado de moluscos bivalvos, así como el control sobre las áreas de producción de 
estos animales (Directiva 2004/41/CE y Reglamentos 852/2004, 853/2004 y 854/2004 
[Anónimo 2004a, b, c, d]), se basa en indicadores bacterianos (Escherichia coli) como 
control de la calidad microbiológica, al igual que lo hacía la Directiva 91/492/CEE 
(Anónimo 1991), hoy derogada, pero vigente en el momento en el que se realizó este 
estudio. Se ha demostrado que estos indicadores no son representativos para la carga 
vírica de los moluscos por lo que hace algunos años se propuso un cambio de 
legislación que incluiría a los bacteriófagos RNA F+ como indicadores de 
contaminación. Debido a esto, la Unión Europea encargó un estudio de estos 
indicadores potenciales de los virus entéricos a centros como la Universidad de 
Santiago de Compostela, el Centre for Environment Fisheries and Aquaculture Science 
(CEFAS) y el Istituto Superiore di Sanità (ISS), con el fin de estudiar la introducción de 
este cambio en la legislación.
5.2. Material y Métodos
5.2.1. Toma de muestras
Para este estudio se han utilizado un total de 66 muestras  recogidas semanalmente 
entre los meses de Junio y Diciembre del 2003, estando cada una de las muestras 
dividida en 2: una submuestra recogida del medio natural antes de haber pasado ningún 
proceso depurativo y otra submuestra que se tomaba después de haber sufrido un 
proceso de depuración comercial durante 48 horas. Del total de las muestras, 21 fueron 
llevadas a un sistema de depuración comercial en bins (1 m3 cada uno) con cloración de 
agua y con una capacidad total de 900 m3 (Figura 5.1), otras 21 a un sistema de 
depuración comercial en piscinas con ozonización del agua y con una capacidad total de 
1.300 m3, y el resto de las muestras (24) se llevaron a un sistema de depuración 
comercial en piscinas con cloración de agua y que presentaba una capacidad total de 
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2.400 m3 (Figura 5.2). Las muestras se procesaron y analizaron antes y después del 
proceso de depuración.
Las muestras incluyeron 4 especies de elevada producción y comercialización de 
moluscos bivalvos procedentes de las rías gallegas. Así, se analizaron 45 muestras de 
mejillón (M. galloprovincialis), 11 de ostra (O. edulis), 8 de berberecho (C. edule) y 2 
de almeja (Ruditapes spp.) (Tablas 5.1,  5.2 y 5.3).
Los moluscos se transportaron a una temperatura de 4ºC, llegando al laboratorio el 
mismo día de la recolección.
               
Figura 5.1. Sistema de depuración en “bins” con cloración de agua.
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Figura 5.2. Sistema de depuración en piscinas con cloración de agua.
5.2.2. Determinación de Escherichia coli
Para la determinación de Escherichia coli se utilizó la técnica del Número Más 
Probable (NMP), empleando la variante de 5 tubos y 3 diluciones (Anónimo 1989; 
1991), protocolo recomendado por APHA (American Public Health Association, 1966), 
AFDOUS (Association of Food and Drugs Officials of the U.S., 1966), USFDA (United 
Status Association of Food and Drugs administration, 1972) y AOAC (Association of 
Officials Analitic Chemists, 1975) (v.r. Técnicas de análisis microbiológico, ICMSF 
International Commision of Microbiological Specifications for Food, 1983).
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Los moluscos se procesaron de igual modo que lo descrito en el capítulo anterior en 
el apartado 4.2.2,  inoculando tres series de 5 tubos, con campana Durham incluida para 
la detección de gas, del medio Caldo Lactosa Bilis Verde Brillante (CLBVB) al 2% 
(Oxoid; Hampshire, United Kingdom)  con 10 ml, 1 ml y 0,1 ml por cada una de las 
muestras. Tras una incubación a 37 ± 1ºC durante 24 ± 2 horas, los tubos que resultaron 
positivos (presentaron crecimiento bacteriano y producción de gas), se subcultivaron en 
paralelo en tubos nuevos de CLBVB y tubos de agua de peptona 1%, para la realización 
de la prueba de Indol incubándose a 44 ± 1ºC durante 24 ± 2 horas.
La aparición de crecimiento en los tubos de CLBVB y la positividad, en la prueba 
de Indol, tras el revelado con el reactivo de Kovacks (Panreac), se consideraron la 
confirmación de la presencia de E. coli.
5.2.3. Determinación de bacteriófagos RNA F+
Los moluscos se analizaron para el recuento de bacteriófagos RNA F+ mediante la 
técnica de sobrecapa (ISO 10705-1; Anónimo., 1996), tal y como se describió 
anteriormente en el capítulo anterior en el apartado 4.2.3.
Los criterios microbiológicos que se siguieron en este estudio establecen que una 
muestra presentaría una cantidad aceptable de bacteriófagos RNA F+ si sufre una 
reducción mínima del 95% en contenido tras el proceso de depuración o que las 
cantidades de estos bacteriófagos tras el proceso depurativo fueran menores a 100 
ufp/100 g molusco.
5.2.4. Determinación de virus 
Se procesaron los moluscos según lo establecido en el capítulo anterior en el punto 
4.2.4 y se extrajo el RNA a partir del sobrenadante con el kit Total Quick RNA Cells 
and Tissues mini (Talent) siguiendo las instrucciones establecidas en el apartado 3.2.3.2
(Ribao et al., 2004).
Para la detección del virus HAV y AsV, se seleccionaron las parejas de cebadores 
con las que se obtuvo la mayor efectividad en el Capítulo 3, HAV 240 y HAV 68 
(Bosch et al., 2001) y A1 y A2 (Pintó et al., 1996). Para la detección de NoV se optó 
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por la pareja de cebadores NVp35 y NVp36 (Atmar et al., 1995) que delimita un 
fragmento de 470 pb (Tabla 5.4).
Tabla 5.4. Pareja de cebadores usados en la detección de NoV.
Cebador Secuencia
NVp35 5´-CTT GTT GGT TTG AGG CCA TAT-3´
NVp36 5´-ATA AAA GTT GGC ATG AAC A-3´
Para las reacciones de RT-PCR se usó el kit comercial SuperscriptTM One-Step RT-
PCR System (Life Technologies), con las condiciones establecidas en el Capítulo 3 
excepto en la concentración final de los cebadores en la reacción que fue de 0,19 M en 
el caso de HAV, 0,16 M  en el caso de AsV y 1 M en el caso de NoV (Atmar et al.,
1995). Las reacciones de RT-PCR tanto para HAV como para AsV se llevaron a cabo 
según las condiciones que se describieron en el Capítulo 3 mientras que la reacción de 
RT-PCR para la detección de NoV está basada en la realizada por Atmar et al. (1995) 
con pequeñas modificaciones: RT de 1 hora a 45ºC, 94ºC durante 4 min para activación 
de la Taq polimerasa, seguido de 40 ciclos de amplificación (94ºC 1 min, 55ºC 1 min y 
30 seg y 72ºC 1 min) con un paso final de extensión de 72ºC durante 15 min.
Además, 38 muestras correspondientes a 19 ciclos de depuración (Tabla 5.5) se 
seleccionaron y mandaron al Centre for Environment Fisheries and Aquaculture Science 
(CEFAS) para la detección de NoV mediante la técnica de rRT-PCR con sondas 
TaqMan (Henshillwood et al., 2003). Para la obtención del cDNA, se mezclaron 6,9 l 
del RNA extraído con 20 U de inhibidor de RNasas (Promega), 1 l de hexámeros de 
secuencia aleatoria 50 mM (PdN6, Pharmacia Biotech) y 50 l de aceite mineral (400-5; 
Sigma). Esta mezcla se calentó a 70ºC durante 5 min tras lo cual se incubaron los tubos 
en hielo y se les añadió 8,1 l de la mezcla de RT (10 mM Tris-HCl pH 8,3, 50 mM 
KCl, 5 mM MgCl2, 0,2 mM de cada uno de los 4 dNTPs (Pharmacia Biotech) y 100 U 
MMLV-RT (Life Technologies). La reacción de RT consistió en 10 min de incubación 
a temperatura ambiente seguida de incubación a 37ºC durante 1 h, con un paso final de 
5 min a 95ºC (Green et al., 1998). El diseño de las parejas de cebadores y de las sondas 
Capítulo 5
253
TaqMan para cada uno de los genogrupos, se realizó mediante el software Primer 
ExpressTM (Applied Biosystem; Foster City, EEUU) (Tabla 5.6) (Henshillwood et al., 
2003; Jothikumar et al., 2005). Las reacciones de PCR en tiempo real se llevaron a cabo 
por duplicado (una para cada uno de los genogrupos evaluados) en placas de 96 
pocillos, en un volumen final de 25 l, que contenían, en concentraciones finales, 2 l 
del cDNA obtenido, y 23 l de la mezcla de PCR (100 mM Tris pH 8,3, 50 mM KCl, 75 
mM del fluoróforo de referencia pasiva (5-carboxi-X-rodamina; ROX), 5 mM MgCl2,
200 M dNTPs, 0,025 U/l Taq polimerasa (Applied Biosystems) (Henshillwood et al., 
2003). Las concentraciones de los cebadores y las sondas se determinaron por el 
protocolo descrito por el fabricante (Applied Biosystems). 
Las reacciones se realizaron en un termociclador a tiempo real GeneAmp SDS5700 
(Applied Biosystems) siguiendo los siguientes pasos: 50ºC durante 2 min, 95ºC durante  
10 min seguido de 50 ciclos de amplificación (95ºC durante 15 seg y 60ºC durante 1 
min) (Henshillwood et al., 2003). Los valores de  threshol cycle (Ct) se determinaron 
mediante el software del sistema GeneAmp.
5.2.5. Hibridación por Southern-blot
Los resultados positivos obtenidos mediante RT-PCR convencional se confirmaron 
mediante hibridaciones Southern blot con sondas marcadas con digoxigenina para cada 
uno de los tipos virales estudiados (Romalde et al., 2002). 
Una vez separado el DNA por electroforesis se desnaturalizó mediante tratamiento 
de 15 min con una solución de NaOH 150 mM seguida de neutralización con TBE 
0,5X. Después se transfirió a una membrana de nylon (0,45 m; Roche Diagnostic, 
Barcelona, España) y se fijó con luz UV durante 3 min. Las membranas se guardaron 
desecadas a 4ºC hasta su uso. El proceso de prehibridación (3-4 horas) y el de 
hibridación (durante una noche) se llevaron a cabo a una temperatura de 40ºC en el caso 
de HAV y de 55ºC en el de NoV. La solución de hibridación contenía 5X SSC, reactivo 
bloqueante (1% p/v; Roche), 0,1% (p/v) sarcosinato sódico (Sigma) y 0,2% (p/v) SDS. 
En esta solución de hibridación se encontraban las sondas marcadas con digoxigenina 
características de cada uno de los virus estudiados a una concentración de 5 pmol/ml 
(Tabla 5.7). Al finalizar la hibridación, se lavaron las membranas una vez en 2X SSC, 
0,1% (p/v) SDS a temperatura ambiente, y otra en 0,5X SSC, 0,1% SDS a a 45ºC. 
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Después, las membranas se bloquearon e incubaron con el conjugado anti-digoxigenina-
fosfatasa alcalina y las bandas se visualizaron por su color usando el kit DIG DNA 
labelling and detection kit (Roche) siguiendo las instrucciones del fabricante.












































































































Tabla 5.6. Cebadores y sondas utilizadas en la detección de ambos genogrupos de NoV 
mediante rRT-PCR.







a Ver referencia Kageyama et al., 2003
b La sonda está marcada con 6-carboxifluoresceína en el extremo 5´ y lleva como quencher carboxitetrametilrodamina
Tabla 5.7. Secuencia de las sondas marcadas con digoxigenina para la hibridación.
Virus Secuencia (5´-3´) Referencia
HAV TTAATTCCTGCAGGTTCAGG Bosch et al., 2001
NoV GGCCTGCCATCTGGATTGCC Atmar et al., 1995
5.2.6. Análisis estadístico
Al igual que en el capítulo anterior, como se ha descrito en el apartado 4.2.5, se 
determinaron las correlaciones existentes entre los resultados del recuento de E. coli y 
bacteriófagos RNA F+, así como entre la presencia viral y el recuento de E. coli y entre 
la presencia viral y el recuento de bacteriófagos RNA F+, mediante una distribución X2
(Programa Chidos para Windows, Rossi, 2002) con un nivel de confianza del 95%,




5.3.1. Recuento de Escherichia coli
Se llevó a cabo el recuento del número de E. coli por cada 100 g de molusco en las 
66 muestras, tanto antes de su depuración como después de la misma, por el método del 
Número Más Probable. Estos resultados, distribuidos según el sistema de depuración al 
que se sometieron, se muestran en las tablas 5.8, 5.9 y 5.10.
Los niveles de E. coli que presentaron las muestras antes de la depuración, es decir, 
las muestras recogidas de las áreas de cultivo, presentaron valores entre <20 y 5400 E. 
coli/100 g molusco.
Del total de las muestras, el 75,7% mostraron niveles de E. coli <230 E.coli /100 g
molusco antes de la depuración, aumentando este porcentaje a un 89,4% tras el proceso 
depurativo. Esto implica que el 10,6% de las muestras que se enviaron a mercado no 
cumplieron con las exigencias microbiológicas requeridas por la legislación (Tabla 
5.11).
Se produjeron reducciones variables en el recuento de E. coli entre las distintas 
plantas de depuración estudiadas. Así, en la planta de bins con cloración el 95,9% de las 
muestras mostraron niveles de E. coli que no superaron las 230 E.coli /100 g molusco 
después de la depuración. El sistema de piscinas con cloración no superó este valor en el 
91,7% de los casos, mientras que el sistema de piscinas con ozonización no lo hizo en el 
80,9% (Tabla 5.11).
La mayor eliminación de E. coli se observó en el sistema de piscinas con cloración 
(del 66,7% antes de la depuración a un 91,7% tras la misma), seguido del sistema de 
piscinas con ozonización (que aumentó del 71,4% al 80,9%) y por último el sistema de 
bins con cloración (que aumentó de un 90,5% a un 95,9%).
Es interesante señalar que el porcentaje de muestras que cumplían los baremos 
estándar al final del proceso depurativo no se pudo correlacionar con los niveles de  
contaminación bacteriana antes de la depuración. En este sentido, el sistema de piscinas 
con cloración a pesar de haber presentado, en término medio, los mayores recuentos de 
E. coli, (1.300 E.coli/100 g molusco) antes de la depuración, no cumple los parámetros 
establecidos por la legislación al final de la depuración sólo en un 8,3% de los casos, 
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mientras que el sistema de piscinas con ozonización que presentó, en término medio, 
recuentos menores de E. coli (540 E.coli/100 g molusco), no los cumplió en el 19,0%.
Aunque cualquiera de estos sistemas de depuración son adecuados en sus resultados 
tras el proceso depurativo, en el 21,2% de los casos no se produjo ningún cambio en el 
recuento de E. coli. En este mismo porcentaje se produjo un aumento en el recuento 
final de E. coli. Estas recontaminaciones variaron entre el 42,8% que presentó el sistema 
de piscinas con ozonización y el 4,2% que se observó en el sistema de piscinas con 
cloración.
5.3.2. Recuento de bacteriófagos RNA F+
Los resultados del recuento de bacteriófagos RNA F+, tanto antes de su depuración 
como después de la misma, se muestran en las tablas 5.8, 5.9 y 5.10.
Los recuentos obtenidos fueron entre <30 hasta 5x105 ufp/100 g molusco antes de 
la depuración y entre <30 hasta 3767 ufp/100 g molusco después de la depuración 
(Tablas 5.8, 5.9 y 5.10).
Del total de las 66 muestras, el 54,5% presentaban un recuento igual o menor a 100 
ufp/100 g molusco, antes de empezar el proceso de depuración. Este porcentaje aumentó 
hasta el 63,6% al término del proceso depurativo, bien por cumplir el criterio descrito 
anteriormente o por haberse producido una disminución de la carga inicial de 
bacteriófagos mayor o igual al 95% (Tabla 5.12).
En el sistema de piscinas con cloración se produce un aumento en casos que 
superan los criterios establecidos que va desde un 25% antes de la depuración hasta un 
58,3% después de la misma (Tabla 5.11). En el caso de depuración en bins con 
cloración se da el mismo porcentaje de casos admitidos tanto antes como después de la 
depuración (71,4%) y en el caso de depuración en piscinas con ozonización se produce 
una disminución de los casos admitidos tras la depuración (antes de la depuración se 
admitirían un 72,4% de las muestras y al final de la misma sólo se admitiría el 61,9% de 
las muestras) (Tabla 5.11).
En 19 de las 66 muestras (6 del sistema de depuración en piscinas con cloración, 9 
del sistema de bins con cloración y 4 del sistema de piscinas con ozonización) no se 
produjo ningún cambio en el recuento de la carga de bacteriófagos RNA F+, es decir, el
porcentaje de reducción de la carga de bacteriófagos fue del 0% (Tabla 5.12).
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En el 34,8% del total de los casos investigados, los niveles de bacteriófagos RNA 
F+ encontrados se habían incrementado tras la depuración en comparación con los 
niveles encontrados antes de la depuración. Estas recontaminaciones se produjeron en 
un 52,4% de los casos que sufrieron depuración en el sistema de piscinas con 
ozonización, en un 33,3% de los casos del sistema de bins con cloración y en el 20,8% 
de los casos de piscinas con cloración.
5.3.3. Detección de la presencia viral
Los resultados (Tablas 5.8, 5.9, 5.10 y 5.11) demostraron claramente la pobre 
eliminación de virus existente durante el proceso de depuración, independientemente 
del sistema de depuración utilizado.
No se encontró ninguna muestra contaminada por AsV ni antes de la depuración ni 
después de la misma.
Para el HAV, tanto antes como después de la depuración hay el mismo porcentaje 
de detección viral (un 7,6% del total de las muestras) (Tabla 5.11). Concretamente, en 
un 60% de las muestras que resultaron positivas antes de la depuración, el virus también 
se detectó tras el proceso depurativo y 2 muestras que fueron negativas antes de la 
depuración, resultaron positivas después del proceso (Tablas 5.8, 5.9 y 5.10).
En cuanto a NoV, por la técnica de RT-PCR convencional, se detectó el mismo 
número de muestras contaminadas (tan sólo 1 muestra) antes y después de la depuración 
(1,5% del total de las muestras).
De las 38 muestras seleccionadas (correspondientes a 19 ciclos de depuración de 
los tres sistemas de depuración) para la detección de NoV mediante rRT-PCR, 3 
muestras (7,8%), de tres ciclos de depuración diferentes, fueron positivas en la 
detección del genogrupo I, y 9 muestras (23,6%), de 8 ciclos de depuración distintos, lo 
fueron para el genogrupo II (Tabla 5.13). 
De todas formas, los resultados indicaron una baja carga viral en las muestras, ya 
que los valores Ct fueron altos, desde 38,99 hasta 48,34 (Tabla 5.13). Por otro lado, 
aunque en 4 ciclos se logró  la eliminación de la carga viral mediante la depuración, en 
1 caso NoV persiste en la muestra depurada y en 6 ciclos de depuración se detectó NoV 
sólo después del proceso depurativo (Tabla 5.13).
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11/06/2003 DP1A Pre 40 5x10 5 - + -
13/06/2003 DP1B Post
O. edulis 47 h
<20 1000 - + -
17/06/2003 DP2A Pre 520 5000 - - -
19/06/2003 DP2B Post
C. edule 44 h
70 1700 - - -
24/06/2003 DP3A Pre 50 200 - - -
26/06/2003 DP3B Post
C. edule 42 h
<20 <30 - - -
02/07/2003 DP4A Pre 700 700 - - -
03/07/2003 DP4B Post
O. edulis 42 h
70 <30 - - -
08/07/2003 DP5A Pre 90 <30 - - -
10/07/2003 DP5B Post
O. edulis 41 h
20 <30 - - -
15/07/2003 DP6A Pre 1700 180 - - -
17/07/2003 DP6B Post
R. philipinarum 42 h
950 <30 - - -
22/07/2003 DP7A Pre <20 420 - - -
24/07/2003 DP7B Post
O. edulis 41 h
<20 <30 - - -
29/07/2003 DP8A Pre 40 120 - - -
31/07/2003 DP8B Post
O. edulis 41 h
40 <30 - - -
05/08/2003 DP9A Pre 12 h 40 120 - - -
07/08/2003 DP9B Post
C. edule
41 h 40 600 - -
12/08/2003 DP10A Pre 1700 590 - - -
14/08/2003 DP10B Post
Ruditapes sp. 42 h
20 840 - - -
19/08/2003 DP11A Pre 40 60 - - -
21/08/2003 DP11B Post
C. edule 50 h
40 60 - - -
26/08/2003 DP12A Pre 70 180 - - -
28/08/2003 DP12B Post
O. edulis 40 h
50 120 - - -
02/09/2003 DP13A Pre 20 420 - - -
04/09/2003 DP13B Post
C. edule 47 h
70 120 - - -
09/09/2003 DP14A Pre 250 120 - - -
11/09/2003 DP14B Post
C. edule 44 h
50 1860 - - -
16/09/2003 DP15A Pre 40 1160 + - -
18/09/2003 DP15B Post
O. edulis 42 h
20 180 - - -
24/09/2003 DP16A Pre 750 <30 + - -
25/09/2003 DP16B Post
C. edule 42 h
130 <30 - - -
30/09/2003 DP17A Pre <20 <30 - - -
02/10/2003 DP17B Post
M. galloprovincialis 41 h
160 <30 - - -
07/10/2003 DP18A Pre 2400 <30 - - -
10/10/2003 DP18B Post
M. galloprovincialis 42 h
40 <30 - - -
14/10/2003 DP19A Pre 90 240 - - -
16/10/2003 DP19B Post
O. edulis 41 h
40 <30 - - -
21/10/2003 DP20A Pre 40 <30 - - -
23/10/2003 DP20B Post
M. galloprovincialis 43 h
<20 <30 - - -
28/10/2003 DP21A Pre 220 480 - - -
30/10/2003 DP21B Post
O. edulis 42 h
160 <30 - - -
04/11/2003 DP22A Pre 2400 300 - - -
06/11/2003 DP22B Post
C. edule 42 h
430 1180 - - -
11/11/2003 DP23A Pre <20 120 - - -
13/11/2003 DP23B Post
O. edulis 41 h
<20 180 - - -
02/12/2003 DP24A Pre 20 1090 + - -
04/12/2003 DP24B Post
O. edulis 42h
<20 120 + - -
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depuración E. Coli  Fagos F+ HAV NoV AsV
11/06/2003 LS1A Pre 310 1x10 5 - - -
13/06/2003 LS1B Post
M. galloprovincialis 48 h
130 500 - - -
17/06/2003 LS2A Pre 220 <30 - - -
19/06/2003 LS2B Post
M. galloprovincialis 48 h
50 <30 - - -
24/06/2003 LS3A Pre 130 <30 - - -
26/06/2003 LS3B Post
M. galloprovincialis 48 h
90 550 - - -
02/07/2003 LS4A Pre 40 <30 - - -
03/07/2003 LS4B Post
M. galloprovincialis 48 h
70 <30 - - -
08/07/2003 LS5A Pre 40 <30 - - -
10/07/2003 LS5B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 <30 - - -
15/07/2003 LS6A Pre 40 120 - - -
17/07/2003 LS6B Post
M. galloprovincialis 48 h
220 <30 - - -
22/07/2003 LS7A Pre 50 <30 - - -
24/07/2003 LS7B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 120 - - -
29/07/2003 LS8A Pre 130 120 - - -
31/07/2003 LS8B Post
M. galloprovincialis 48 h
70 60 - - -
05/08/2003 LS9A Pre 5 días <20 60 - - -
07/08/2003 LS9B Post
M. galloprovincialis
7 días 40 <30 - - -
12/08/2003 LS10A Pre 20 <30 - - -
14/08/2003 LS10B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 <30 - - -
19/08/2003 LS11A Pre <20 <30 - - -
21/08/2003 LS11B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 <30 - - -
26/08/2003 LS12A Pre 40 <30 - - -
28/08/2003 LS12B Post
M. galloprovincialis 48 h
40 60 - - -
02/09/2003 LS13A Pre <20 <30 - - -
04/09/2003 LS13B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 <30 - - -
09/09/2003 LS14A Pre <20 <30 - - -
11/09/2003 LS14B Post
M. galloprovincialis 48 h
310 180 - - -
16/09/2003 LS15A Pre 40 <30 + - -
18/09/2003 LS15B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 60 + - -
24/09/2003 LS16A Pre 40 1980 + - -
25/09/2003 LS16B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 240 + - -
07/10/2003 LS17A Pre 3500 <30 - - -
10/10/2003 LS17B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 <30 - - -
14/10/2003 LS18A Pre <20 <30 - - -
16/10/2003 LS18B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 <30 - - -
21/10/2003 LS19A Pre 40 <30 - - -
23/10/2003 LS19B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 60 - - -
28/10/2003 LS20A Pre 40 120 - - -
30/10/2003 LS20B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 180 + - -
04/11/2003 LS21A Pre <20 120 - - -
06/11/2003 LS21B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 120 - - -
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depuración E. Coli  Fagos F+ HAV NoV AsV
17/06/2003 IV1A Pre 70 2100 - - -
19/06/2003 IV1B Post
M. galloprovincialis 48 h
50 <30 - - -
24/06/2003 IV2A Pre 500 <30 - - -
26/06/2003 IV2B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 700 - - -
01/07/2003 IV3A Pre 40 <30 - - -
03/07/2003 IV3B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 <30 - - -
08/07/2003 IV4A Pre 20 <30 - - -
10/07/2003 IV4B Post
M. galloprovincialis 48 h
<20 100 - - -
15/07/2003 IV5A Pre 130 180 - - -
17/07/2003 IV5B Post
M. galloprovincialis 48 h
90 <30 - - -
22/07/2003 IV6A Pre 20 <30 - - -
24/07/2003 IV6B Post
M. galloprovincialis 48 h
110 60 - - -
29/07/2003 IV7A Pre 310 180 - - -
31/07/2003 IV7B Post
M. galloprovincialis 48 h
70 <30 - - -
06/08/2003 IV8A Pre 310 60 - - -
07/08/2003 IV8B Post
M. galloprovincialis 48 h
40 1770 - - -
13/08/2003 IV9A Pre 5400 360 - - -
14/08/2003 IV9B Post
M. galloprovincialis 48 h
160 770 - - -
19/08/2003 IV10A Pre 20 <30 - - -
21/08/2003 IV10B Post
M. galloprovincialis 48 h
50 860 - - -
26/08/2003 IV11A Pre 20 60 - - -
28/08/2003 IV11B Post
M. galloprovincialis 48 h
200 590 - - -
02/09/2003 IV12A Pre 40 <30 - - -
04/09/2003 IV12B Post
M. galloprovincialis 48 h
250 1060 - - -
09/09/2003 IV13A Pre <20 <30 - - -
11/09/2003 IV13B Post
M. galloprovincialis 48 h
20 120 + - -
17/09/2003 IV14A Pre <20 60 - - -
18/09/2003 IV14B Post
M. galloprovincialis 48 h
250 <30 - - -
24/09/2003 IV15A Pre 1750 60 - - -
25/09/2003 IV15B Post
M. galloprovincialis 48 h
160 <30 - - -
30/09/2003 IV16A Pre 70 360 - - -
02/10/2003 IV16B Post
M. galloprovincialis 48 h
110 3767 - - -
07/10/2003 IV17A Pre 1300 <30 - - -
10/10/2003 IV17B Post
M. galloprovincialis 48 h
70 <30 - - -
14/10/2003 IV18A Pre 40 <30 - - -
16/10/2003 IV18B Post
M. galloprovincialis 48 h
1300 <30 - - -
21/10/2003 IV19A Pre <20 <30 - - -
23/10/2003 IV19B Post
M. galloprovincialis 48 h
2800 60 - -
28/10/2003 IV20A Pre 110 120 - - -
30/10/2003 IV20B Post
M. galloprovincialis 48 h
40 <30 - - -
04/11/2003 IV21A Pre <20 <30 - - -
06/11/2003 IV21B Post
M. galloprovincialis 48 h
70 <30 - - -
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Tabla 5.11. Porcentaje de muestras que cumplen con los baremos microbiológicos en 
producto final y detección de HAV y NoV antes y después de la depuración.
Antes depuración Después depuración
E. coli Fagos HAV NoV E. coli Fagos HAV NoV
Piscinas 
ozonización 
71,4% 71,4% 0% 0 80,9% 57,1% 4,8% 0
Bins 
cloración 
90,5% 71,4% 9,5% 0 89,4% 71,4% 14,3% 0
Piscinas 
cloración 
66,7% 25% 12,5% 4,2% 91,7% 58,3% 4,2% 4,2%
Total 75,7% 54,5% 7,6% 1,5% 89,4% 63,6% 7,6% 1,5%
5.3.4. Análisis estadístico
Para observar la correlación entre el E. coli y el recuento de  bacteriófagos RNA 
F+, se analizaron estadísticamente los datos tanto antes de la depuración como después 
de la misma (Tabla 5.14, 5.15).
Según los resultados, los niveles de contaminación detectados en función de los 
datos de E. coli no presentan una correlación estadísticamente significativa con los 
deducidos de los datos de bacteriófagos RNA F+ ni antes ni después de la depuración
con un nivel de confianza del 95%.
En la posible correlación entre la detección de la presencia viral mediante RT-PCR 
convencional y E. coli, se observó que, según los resultados, los niveles de 
contaminación detectados en función de los datos de E. coli no presentan una 
correlación estadísticamente significativa con los deducidos de la detección de los dos 
virus de estudio (HAV y NoV), con nivel de confianza del 95%, es decir, ambos valores 












Pre (A) o Post 
(B) NoV GI NoV GII
17/06/2003 IV1A Pre - -
19/06/2003 IV1B
Piscinas 
ozonización Post - -
24/06/2003 IV2A Pre - 41,44
26/06/2003 IV2B
Piscinas 
ozonización Post - -
01/07/2003 IV3A Pre - 48,24
03/07/2003 IV3B
Piscinas 
ozonización Post - -
08/07/2003 IV4A Pre - -
10/07/2003 IV4B
Piscinas 
ozonización Post - -
15/07/2003 IV5A Pre - -
17/07/2003 IV5B
Piscinas 
ozonización Post 40,58 -
17/09/2003 IV14A Pre 42,53 -
18/09/2003 IV14B
Piscinas 
ozonización Post - 42,38
24/09/2003 IV15A Pre - -
25/09/2003 IV15B
Piscinas 
ozonización Post - -
























11/06/2003 DP1A Pre - -
13/06/2003 DP1B
Piscinas 
cloración Post 44,49 -
17/06/2003 DP2A Pre - -
19/06/2003 DP2B
Piscinas 
cloración Post - -
24/06/2003 DP3A Pre - -
26/06/2003 DP3B
Piscinas 
cloración Post - 40,13
02/07/2003 DP4A Pre - -
04/07/2003 DP4B
Piscinas 
cloración Post - -
05/08/2003 DP9A Pre - -
07/08/2003 DP9B
Piscinas 
cloración Post - -
30/09/2003 DP17A Pre - -
02/10/2003 DP17B
Piscinas 
cloración Post - -
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<230         
E. coli/100 g.





Tabla 5.15. Correlación entre E. coli y bacteriófagos después de la depuración.
 100 
ufp/100 g. o 
reduc95%
>100 
ufp/100 g. o 
reduc.<95%
<230         
E. coli/100 g.





Tabla 5.16. Correlación entre E. coli y presencia viral antes de la depuración.
Presencia Ausencia
<230        
E. coli/100 
g.







Tabla 5.17. Correlación entre E. coli y presencia viral después de la depuración.
Presencia Ausencia
<230         
E. coli/100 g.





También se realizó la misma comparación para descubrir la posible correlación 
entre el recuento de bacteriófagos RNA F+ y la presencia/ausencia de cualquiera de los 
virus de estudio detectados por RT-PCR convencional, tanto antes como de después del 
proceso depurativo (Tablas 5.18 y 5.19).
Según los resultados, los niveles de contaminación detectados en función de los 
datos de los bacteriófagos RNA F+ no presentan una correlación estadísticamente 
significativa con los deducidos de la detección de los dos virus de estudio (HAV y 
NoV) con un nivel de confianza del 95%, es decir, ambos valores son independientes, 
tanto antes como después de la depuración.















ufp/100 g. o 
reduc95%
5 37 42 X2= 1,10
INDEPENDIENTES>100 





Teóricamente, cualquier tipo de virus excretado en heces u orina y capaz de ser 
transmitido vía fecal-oral, puede ser acumulado por organismos filtradores, como son 
los moluscos, expuestos a aguas contaminadas por estos virus. El papel de los moluscos 
como vectores de los mismos, ha sido expuesto en numerosas ocasiones (Gerba et al., 
1977; Metcalf, 1982; Desenclos et al., 1991; Swartzbrod, 1993; Bosch, 1986; Wyn-
Jones y Sellwood, 2001). Tras su vertido en el medio, los virus pueden sobrevivir 
durante semanas o meses (Nasser, 1994; Callahan et al., 1995; Gantzer et al., 1998), 
tanto en la columna de agua como asociados a materia particulada, acumulándose en los 
sedimentos.
En la Unión Europea, la normativa vigente en el momento de este estudio era la 
91/492/EEC (Anónimo, 1991) donde los controles sanitarios de moluscos estaban
basados en el análisis de indicadores bacterianos de contaminación fecal, 
específicamente Escherichia coli. El límite marcado que tenían que cumplir los 
moluscos de consumo era presentar niveles microbiológicos menores a 230 E. coli/100 
g molusco. El bajo número de casos confirmados de enfermedades entéricas de origen 
bacteriano, se atribuye generalmente al éxito de estos controles de contaminación de 
moluscos para patógenos bacterianos. Pero, por el contrario, muchas investigaciones 
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han mostrado que la contaminación viral de bivalvos no se controlaba de forma 
adecuada por estos indicadores bacterianos de contaminación fecal. Según varios 
trabajos, la eliminación de E. coli en función de los baremos marcados por la 
legislación, no indica una eliminación viral después de los distintos sistemas de 
depuración que asegure al consumidor la ausencia de peligro sanitario para el consumo 
de moluscos (Grohmann et al., 1981; Gill et al., 1983; Richards, 1985; Heller et al.,
1986; Chalmers  y Mcmillan, 1995; Perret y Kudesia, 1995; Ang, 1998; Bosch et al., 
2001; Romalde et al., 2001; Le Guyader et al., 2003 ). Lo inadecuado que resulta E. coli
como indicador de contaminación viral se confirmó en este trabajo, ya que muestras que 
cumplieron los estándar bacteriológicos (<230 E. coli/100 g molusco), resultaron 
positivas en la detección de HAV y NoV. Así, en este trabajo no se encontró una 
correlación estadística entre la presencia viral y recuentos altos de E. coli. Si el hecho de 
que se detectaran virus en muestras que provenían de áreas de cultivo puede preocupar 
al consumidor, es más preocupante cuando esto ocurre en muestras que ya han sufrido 
depuración. 
Debido al hecho de que las normativas vigentes en ese momento no eran útiles para 
garantizar la protección del consumidor o para prevenir nuevos brotes de enfermedad se
buscaron posibles modelos que representen el comportamiento de los virus entéricos y 
den una mejor estimación de contaminación viral en moluscos durante los procesos de 
depuración (Richards, 1988; Power y Collins, 1989; 1990 a,b; Sobsey y Jaykus, 1991; 
Jaykus et al., 1994; Doré y Lees, 1995, Lees, 2000) y en el medio marino. Entre los 
indicadores propuestos, se encontraban diversas especies de bacteriófagos debido a su 
similitud física y genómica con los virus entéricos humanos, a su abundancia en aguas 
residuales, y a que son fácilmente detectables mediante métodos sencillos (IAWPRC, 
1991).  También se propusieron como posibles indicadores los bacteriófagos somáticos 
de coliformes (Humphrey et al., 1995). Sin embargo, al ser un grupo muy diverso, la 
estandarización y reproducibilidad de un método para estos fagos podrían ser 
problemáticas (Havelaar, 1987; Vaughn y Metcalf, 1975). Otros autores habían 
propuesto el uso de bacteriófagos de la bacteria anaerobia obligada Bacteroides fragilis




Una alternativa a los bacteriófagos podría ser la detección de otros virus entéricos 
humanos que sean muy prevalentes en aguas contaminadas y más fáciles de detectar que 
los patógenos virales de interés. Los enterovirus humanos presentan un largo historial 
en este contexto, aunque su extracción y cultivo a partir de muestras de moluscos es una 
tarea especializada y cara, por lo que la mayoría de los investigadores han abandonado 
esta aproximación. Más recientemente se sugirió que los adenovirus humanos, 
detectados por técnicas moleculares, podrían ser buenos indicadores específicos de 
contaminación de origen humano (Pina et al., 1998). Los adenovirus son muy 
prevalentes en aguas residuales y fácilmente detectables por PCR, sin embargo, al ser 
virus DNA, pueden presentar un comportamiento distinto al resto de virus entéricos 
RNA.
De todos estos indicadores potenciales los que han tenido una mayor atención 
fueron los bacteriófagos RNA F+ ya que comparten muchas propiedades físicas y 
genómicas con los virus entéricos de interés, y se han desarrollado hospedadores 
especializados para un método de detección específico (Debartolomeis y Cabelli, 1991; 
Havelaar et al., 1993). Se llevaron a cabo diferentes estudios con bacteriófagos y, en 
general, mostraron resultados prometedores para poder ser utilizados como indicadores 
de la presencia de virus entéricos en aguas residuales y aguas contaminadas (Lucena et 
al., 1994; Lee et al., 1997).
La mayoría de estos estudios sobre indicadores alternativos se llevaron a cabo en el 
contexto de contaminación de aguas. Sólo en los últimos años se realizaron también 
estudios con moluscos bivalvos. Doré et al. (1998, 2000) investigó el potencial de los 
bacteriófagos F+ en moluscos depurados comercialmente y disponibles en el mercado y 
demostraron que estos bacteriófagos son mucho mejores indicadores de contaminación 
viral, en concreto de norovirus, que los coliformes fecales. Los bateriófagos RNA F+ 
podrían ser particularmente ventajosos como indicadores virales en moluscos depurados 
ya que, como según varios estudios, su cinética de eliminación durante la depuración 
refleja bastante fielmente la de los virus entéricos (Power y Collins, 1989; Doré y Lees, 
1995). Sin embargo, eran necesarios más datos experimentales ya que se había apuntado 
que existen diferencias en la tasa de eliminación de los moluscos entre los distintos 
virus entéricos (Bosch, 1995; Kingsley y Richards, 2003). 
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Debido a esto, la UE encargó un estudio sobre la potencialidad de que los 
bacteriófagos RNA F+ fuesen el indicador de la contaminación vírica ya que se había
propuesto un cambio de legislación para introducir los bacteriófagos RNA F+ como 
indicadores, y que proponía como criterios microbiológicos presentar un número menor 
o igual a 100 ufp /100 g molusco o que en el proceso de depuración se eliminase un 
porcentaje de bacteriófagos mayor o igual al 95% de la cantidad presente inicialmente 
en la muestra.
En nuestro estudio, para determinar la correlación entre la eliminación viral y la 
eliminación de E. coli  o la eliminación de bacteriófagos RNA F+ en procesos de
depuración hemos tomado un total de 66 muestras dobles ya que cada muestra se 
analizó antes del proceso depurativo y después del mismo.
Los resultados de este trabajo, preliminarmente, parecen indicar que los 
bacteriófagos RNA F+ pueden ser un mejor indicador que E. coli, ya que la mayoría de 
las muestras depuradas positivas para HAV o NoV no cumplían con los criterios 
propuestos de bacteriófagos RNA F+. Sin embargo, al igual que en el caso de E. coli, no 
se pudo establecer una correlación estadística entre los niveles de bacteriófagos RNA 
F+ y la presencia de estos virus entéricos. Se comprobó también que no existe una 
correlación significativa entre el indicador microbiológico actual (E. coli) y el propuesto 
en el borrador (bacteriófagos RNA F+) ya que el cumplimiento de la legislación actual, 
no nos asegura que las muestras cumplan los criterios establecidos para los 
bacteriófagos ni viceversa. Una de las razones que pueden explicar esta falta de 
correlación es la clara variación estacional en los recuentos de bacteriófagos RNA F+ en 
los moluscos antes de la depuración, como ha sido citado anteriormente por algunos 
autores (Doré et al., 2000).
Al no haberse detectado la presencia viral en muchas de las muestras, el significado 
en cuanto a la salud del consumidor no es claro y además la detección de estos virus por 
RT-PCR no refleja que el virus esté necesariamente en la forma infectiva. Pero se 
comprobó que, efectivamente, los sistemas de depuración estudiados no presentan una 
eliminación viral significativa ya que se encontraron los mismos porcentajes de HAV y 
norovirus antes de la depuración y después de la misma (7,6% y 1,5% respectivamente). 
Un hallazgo interesante de este estudio fue que en el 6% de los ciclos de depuración 
estudiados, los niveles de E. coli aumentaron en muestras que presentaban una baja 
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carga antes de la depuración, hasta valores que excedían los criterios propuestos en 
producto final (<230 E. coli/100 g molusco) después de dicho proceso. También se 
observó un aumento en los niveles de bacteriófagos RNA F+ en el 15,1% de los ciclos 
de depuración investigados, presentando, al final del proceso depurativo niveles >100 
ufp/100 g molusco. Del mismo modo, también se encontraron muestras positivas para 
HAV después de la depuración, que antes del proceso depurativo no presentaban 
contaminación viral. Las razones de este hecho no son claras, pero puede ser debido a 
procesos de recontaminación, debidos a la resuspensión de los sedimentos en los 
tanques durante el proceso de depuración. También puede indicar la existencia de malas 
prácticas operativas en las plantas de depuración estudiadas, aunque no podemos excluir 
la posibilidad de variación de las concentraciones de E. coli y bacteriófagos RNA F+ 
entre los lotes de molusco (heterogeneidad de la muestra).
En resumen, los resultados de este trabajo demostraron la baja eliminación de los 
virus durante procesos de depuración comercial. De todos modos, se necesitan más 
estudios acerca de este tema para determinar los factores responsables (diseño de 
sistemas, especies de moluscos, tiempo, temperatura, etc.) con el objetivo de mejorar la 
efectividad de los procesos de depuración en la eliminación viral, y mejorar así también 
la calidad sanitaria de los moluscos destinados a consumo humano.
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El desarrollo de nuevas tecnologías en el último siglo facilitó la movilidad por 
todo el mundo de personas y mercancías con la consiguiente aparición de un mercado 
global. Este transporte lleva implícito un movimiento de plantas, animales, y 
consecuentemente de bacterias y virus, a zonas en las que no se hallaban o estaban 
erradicados. Este fenómeno es importante en el caso de moluscos ya que nuestro país 
experimenta desde la década de los 80 un crecimiento anual muy grande, no sólo en la 
producción sino también en la importación de estos organismos marinos. Las 
importaciones de productos de la acuicultura en España, han aumentado 
progresivamente esta última década, llegando a facturar valores de más de 5.000 
millones de euros en el año 2006, lo que situó a nuestro país entre los mayores 
importadores de estos productos a nivel europeo (Tabla 6.1).
Tabla 6.1. Importaciones realizadas por distintos países de la Unión Europea en 
los años 2000, 2003 y 2006. Valores expresados en miles de euros. Datos de Eurostat 
2009. 
2000 2003 2006
España 3.830.794 4.451.572 5.082.502
Francia 3.328.601 3.427.079 4.078.797
Italia 2.812.034 3.219.274 3.753.554
Dinamarca 1.942.067 1.929.305 2.287.442
Alemania 2.560.485 2.420.310 3.002.479
Bélgica 1.137.964 1.225.567 1.532.603
Holanda 1.372.455 1.586.553 1.866.727
Austria 179.275 216.270 265.813
Portugal 963.123 1.008.694 1.215.000
Suecia 771.190 931.002 1.622.199
Reino Unido 2.383.221 2.244.732 2.973.653
Noruega 665.137 515.830 677.340
Suiza 386.511 359.217 422.457
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Este incremento en las importaciones puede llegar a constituir un problema 
sanitario, ya que muchas de las áreas geográficas origen de las importaciones, son
endémicas para enfermedades que pueden ser transmitidas por moluscos contaminados 
y cuya incidencia en España y en otros países europeos es muy baja o prácticamente 
nula (Armigliato et al., 1986; Dal-Ré et al., 2000).
En los últimos años se han obtenido numerosas evidencias de la importancia de las 
operaciones comerciales internacionales en la transmisión de una gran variedad de 
enfermedades. Así, se han registrado brotes de enfermedades ocasionados por el 
consumo de moluscos contaminados con diferentes virus, principalmente los causantes 
de gastroenteritis vírica y hepatitis A, que constituyen un peligro importante para la 
salud pública a nivel mundial (Romalde et al., 2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al.,
2008). Como ya se ha mencionado en otros capítulos de esta memoria, los controles 
sanitarios exigidos por la UE para las importaciones de moluscos bivalvos se basan en 
el recuento de E. coli (Anónimo 2004b,d), a pesar de haber sido demostrado que este 
grupo bacteriano es un mal indicador de la contaminación viral (Doré y Lees, 1995; 
Schwab et al., 1998; Doré et al., 2000, 2003; Formiga-Cruz et al., 2002; Muniain-
Mujika et al., 2002; Romalde et al., 2002; Loisy et al., 2005).
La hepatitis A es una de las infecciones virales unida al consumo de moluscos más 
severa, ya que puede llegar a causar la muerte. Los patrones de distribución de HAV en 
las diferentes áreas geográficas del mundo están vinculados en gran medida al 
desarrollo socioeconómico de la región (Gust, 1992; Hollinger y Emerson, 2001). La 
endemicidad es baja en las regiones desarrolladas y alta en países no desarrollados o en 
vías de desarrollo. HAV presenta una alta endemicidad en Méjico, en América Central y 
Sudamérica, Groenlandia, África, Oriente Medio y Asia (Centre for Diseases Control,
2007; Keystone y Hershey, 2008), salvo en Japón (Jacobsen y Koopman, 2004) (Figura 
6.1). Estados Unidos, Europa y Australia son áreas de baja endemicidad.
La mayoría de los países del Norte de Europa presentan una baja endemicidad 
(van Damme, 1999). En las últimas décadas se ha producido un movimiento en el 
patrón epidemiológico de alta a baja prevalencia de este virus en países del Sur de 
Europa entre los que se incluyen España e Italia (Bonanni, 1999; Salleras, 1999; van 
Damme, 1999). Por el contrario, la mayoría de países del Sureste europeo presentan 
altas tasas de endemicidad (Shouval, 1999; Gabrieli et al., 2004).
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Figura 6.1: Prevalencia geográfica de HAV (CDC, 2007).
El patrón epidemiológico tiene implicaciones importantes sobre el rango de edad 
de exposición al virus y la severidad de la enfermedad. Esta enfermedad raramente 
produce infecciones en personas adultas de regiones endémicas ya que la mayoría de los 
niños sufrieron la enfermedad en edades tempranas, normalmente sin síntomas clínicos 
(Pintó et al., 2007), y su infección provoca inmunidad a largo plazo (Hollinger y 
Emerson, 2001). La prevalencia en países desarrollados ha disminuido debido a la 
mejora en las condiciones sanitarias (Armigliato et al., 1986; Koff, 1995; Dal-Ré et al.,
2000), así como al desarrollo de vacunas específicas (Werzberger et al., 1992; Innis et 
al., 1994). La consecuencia de esta disminución es que la población adulta de los países 
desarrollados es más susceptible a infecciones por alimentos o agua contaminada
(Romalde et al., 2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al., 2008) o al viajar a áreas 
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endémicas (Pebody et al., 1998; Lees, 2000; Bruisten et al., 2001; van Steenbergen et 
al., 2004).
Los calicivirus humanos han sido la causa más común de gastroenteritis vírica en 
todos los grupos de edad en países desarrollados (Chikhi-Brachet et al., 2002; Lopman 
et al., 2002; Buesa et al., 2002, Bon et al., 2005; Kroneman et al., 2007; Le Guyader et 
al., 2009). El seguimiento epidemiológico a nivel molecular de estos virus mostró el 
predominio de un tipo viral concreto durante un período determinado en pequeñas o 
grandes áreas geográficas y la cocirculación de diferentes cepas durante otros períodos 
(Koopmans et al., 2002; Lopman et al., 2004).
Los norovirus, al igual que los astrovirus, agentes causales de gastroenteritis 
vírica, presentan una distribución mundial. Estos virus se pueden transmitir por contacto 
directo o por ingestión de agua o alimentos contaminados (Lees, 2000). 
La importación de moluscos contaminados puede ser, por tanto, una vía de entrada 
de estos virus (Kingsley et al., 2002), lo que favorece la cocirculación de diferentes 
genotipos y cepas virales por todo el mundo (Donaldson et al., 2008).
Debido a estas razones, se realizó el análisis de muestras de moluscos bivalvos 
procedentes de distintos países de África, Sudamérica y Asia importadas a nuestro país 
con el fin de determinar la presencia de virus entéricos.
6.2. Material y Métodos
6.2.1. Toma de muestras
Se analizaron un total de 31 muestras (Tabla 6.2) de las que se hicieron un número 
de submuestras variables entre 2 y 18. De estas muestras, que se recogieron entre 
Septiembre del 2006 hasta Abril del 2008,  15 eran de conchafina (Callista chione), 6 
eran de almeja (3 pertenecían a la especie Meretrix lyrata y las otras 3 a la especie 
Transennela pannosa), 4 eran muestras de navaja (Ensis spp.), 3 de coquina (Donax 
spp.), 1 de berberecho (C. edule), 1 de bígaro (Littorina spp.) y 1 de ostra (Crassostrea 
angulata). Cada una de las submuestras estaba formada por 5-10 conchafinas u ostras, 
20-30 almejas, navajas o bígaros y 40 coquinas. Estas muestras fueron importadas de 
países en vías de desarrollo: 24 de las muestras provenían de Marruecos, 4 de Perú, 2 de 
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Vietnam y 1 de Corea del Sur. Algunas de las muestras se transportaron refrigeradas 
hasta el laboratorio, aunque la mayoría se recibieron congeladas.
6.2.2. Procesamiento de las muestras, extracción del RNA y detección viral
Se procesaron los moluscos según lo establecido en el apartado 4.2.4.1 y se extrajo 
el RNA a partir del sobrenadante con el kit Total Quick RNA Cells and Tissues mini 
(Talent) siguiendo las instrucciones establecidas en el apartado 3.2.3.2 (Ribao et al.,
2004) de esta memoria.
En el primer paso de la extracción, se le añadieron a la muestra 10 l del virus 
Mengo para realizar el cálculo de la eficiencia de la extracción.
Para la detección viral se optó por la técnica de rRT-PCR para la detección de HAV 
y ambos genogrupos de NoV utilizando el kit comercial Platinum Quantitative RT-PCR 
Thermoscript One-step system (Invitrogen), con las mismas parejas de cebadores y el 
protocolo que se describió en el apartado 4.2.4.4. Para la detección de AsV se 
seleccionó la técnica de RT-PCR convencional en dos pasos, según el protocolo descrito 
en el apartado 4.2.4.2., con visualización de los resultados en geles de agarosa según lo 
descrito en el apartado 3.2.2, seguido de hibridación con sondas biotiniladas mediante el 
kit comercial HybridowellTM Universal (Argene), tal como fue descrito en el apartado 
4.2.4.3.
La cuantificación viral de las muestras que presentaron resultado positivo para 
HAV, NoV GI y GII se realizó mediante rectas estándar, corrigiendo el resultado 
obtenido mediante los porcentajes de eficiencia de extracción y rRT-PCR, según el 
protocolo descrito en el capítulo anterior en los apartados 4.2.4.5 y 4.2.4.6.
Las rectas estándar de NoV se realizaron mediante rRT-PCR de diluciones seriadas 
del amplímero sintético que delimitan cada una de las parejas de cebadores en agua 
bidestilada libre de RNAsas. Para NoV GI se utilizaron de 1,7x102 a 1,7x109 copias, 
mientras que para NoV GII las diluciones que se amplificaron contenían entre 1,5x101 a 
1,5x109 copias. Después se estimaron las copias de genoma presentes en cada una de las 
muestras que resultaron positivas mediante interpolación de los valores de Ct en las 
rectas estándar, expresándose los resultados como el número de copias de RNA por 
gramo de tejido digestivo analizado.
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AL-1 4 22/09/2006 Callista chione Marruecos
AL-2 4 22/09/2006 C. chione Marruecos
AL-3 5 28/09/2006 C. chione Marruecos
AL-4 9 25/09/2006 C. chione Marruecos
AL-5 2 02/10/2006 C. chione Marruecos
AL-6 4 03/10/2006 Crassostrea angulata Marruecos
AL-7 1 10/10/2006 C. chione Marruecos
AL-8 1 10/10/2006 C. chione Marruecos
AL-9 15 18/10/2006 Meretrix lyrata Corea de Sur
AL-10 18 20/10/2006 M. lyrata Vietnam
AL-11 3 08/02/2007 M. lyrata Vietnam
AL-12 2 19/02/2007 Littorina spp. Marruecos
AL-13 2 05/03/2007 C. chione Marruecos
AL-14 2 05/03/2007 C. chione Marruecos
AL-15 2 19/03/2007 C. chione Marruecos
AL-16 2 22/03/2007 Cerastoderma edule Marruecos
AL-17 3 03/04/2007 Transennela pannosa Perú
AL-18 3 13/04/2007 Ensis spp. Marruecos
AL-19 3 30/04/2007 T. pannosa Perú
AL-20 3 30/04/2007 Donax spp. Perú
AL-21 2 14/05/2007 Donax trunculus Marruecos
AL-22 3 16/05/2007 Ensis spp. Marruecos
AL-23 3 18/05/2007 Ensis spp. Marruecos
AL-24 3 24/05/2007 T. pannosa Perú
AL-25 2 30/05/2007 C. chione Marruecos
AL-26 2 11/06/2007 Ensis spp. Marruecos
AL-27 2 03/01/2008 C. chione Marruecos
AL-28 2 31/03/2008 D. trunculus Marruecos
ML-1 3 03/04/2008 C. chione Marruecos
AL-29 2 08/04/2008 C. chione Marruecos





Se detectaron sólo dos muestras positivas para HAV de las 31 estudiadas, lo que 
supone un 6,4% del total de las muestras (Tabla 6.3). Una de las muestras en la que se 
obtuvo amplificación positiva provenía de Vietnam y era una muestra de almeja, 
mientras que la otra procedía de Perú y consistía en coquinas.  
Se encontraron un total de 10 muestras positivas (32,3% del total de las muestras) 
para el genogrupo I de NoV (Tabla 6.3). De las muestras positivas para este virus, más 
de la mitad (6 de 10) se importaron de Marruecos, 2 de ellas procedieron de Vietnam, 1 
de Corea del Sur y otra de Perú. De las muestras positivas detectadas de NoV GI, la 
mitad se correspondían con conchafina, 4 con almejas y 1 con navaja.
Sólo 3 de las muestras estudiadas (9,7% del total de las muestras) estaban 
contaminadas con NoV GII (Tabla 6.3). De ellas, 2 se habían importado de Marruecos, 
mientras que la tercera provenía de Perú. De estas 3 muestras positivas para NoV GII, 1 
era de navaja, otra de coquina y la última de almeja.
En la detección de AsV se encontró que, del total de las muestras, en 7 de ellas 
(22,6%) se detectó este virus (Tabla 6.3). La mayoría de las muestras positivas para 
AsV (5 de 7), se importaron de Marruecos, otra se importó de Vietnam y la restante 
provenía de Perú. Cuatro de estas 7 muestras (57,1%), eran muestras de conchafina, otra 
era una muestra de navaja y las dos restantes eran muestras de almeja.
Por países, no se detectó HAV en ninguna de las muestras de Marruecos. Sin 
embargo, en 6 de ellas (25%) se encontró NoV GI, en 2 (8,3%) se detectó NoV GII y en 
5 (20,8%) se encontró contaminación por AsV (Tabla 6.4). Entre las 4 muestras de Perú 
se detectaron todos los tipos virales estudiados (cada uno de ellos se detectó en el 25% 
de las muestras procedentes de este país) (Tabla 6.4). Las dos muestras que procedían 
de Vietnam estaban contaminadas con NoV GI, ninguna de ellas con NoV GII, en una 
de las dos se encontró HAV y en el mismo porcentaje se detectó AsV (Tabla 6.4). En la 
muestra de Corea del Sur sólo se detectó NoV GI (Tabla 6.4).
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Tabla 6.3. Detección viral en las muestras importadas.
NoV
Muestras ESPECIE ORIGEN HAV
GI GII
AsV
AL-1 Conchafina Marruecos – – – –
AL-2 Conchafina Marruecos – – – +
AL-3 Conchafina Marruecos – + – –
AL-4 Conchafina Marruecos – + – +
AL-5 Conchafina Marruecos – – – +
AL-6 Ostra Marruecos – – – –
AL-7 Conchafina Marruecos – – – –
AL-8 Conchafina Marruecos – – – –
AL-9 Almeja Corea del Sur – + – –
AL-10 Almeja Vietnam + + – –
AL-11 Almeja Vietnam – + – +
AL-12 Bígaros Marruecos – – – –
AL-13 Conchafina Marruecos – – – +
AL-14 Conchafina Marruecos – + – –
AL-15 Conchafina Marruecos – – – –
AL-16 Berberecho Marruecos – – – –
AL-17 Almeja Perú – + + +
AL-18 Navaja Marruecos – – – –
AL-19 Almeja Perú – – – –
AL-20 Coquina Perú + – – –
AL-21 Coquina Marruecos – – – –
AL-22 Navaja Marruecos – – – –
AL-23 Navaja Marruecos – – + –
AL-24 Almeja Perú – – – –
AL-25 Conchafina Marruecos – – – –
AL-26 Navaja Marruecos – + – +
AL-27 Conchafina Marruecos – – – –
AL-28 Coquina Marruecos – – + –
ML-1 Conchafina Marruecos – + – –
AL-29 Conchafina Marruecos – + – –
AL-30 Conchafina Marruecos – – – –
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n=24 0 (0%) 6 (25%) 2 (8,3%) 5 (20,8%)
Corea del Sur
n=1
0 (0%) 1 (100%) 0 (0%) 0 (0%)
Vietnam
n=2
1 (50%) 2 (100%) 0 (0%) 1 (50%)
Perú
n=4
1 (25%) 1 (25%) 1 (25%) 1 (25%)
Haciendo el análisis  por especie de molusco, en tres de las 7 especies analizadas 
(berberecho, bígaro y ostra) no se detectó ninguno de los patógenos virales (Tabla 6.5). 
En 5 de las 15 muestras de conchafina (33,3%), se encontró el genogrupo I de NoV, 
mientras que en 4 de ellas (26,6%) se detectó AsV (Tabla 6.5). En esta especie no se 
encontró ni HAV ni NoV GII. Ninguna de las 4 muestras de navaja estaba contaminada 
con HAV, pero se detectaron los otros 3 tipos virales en el mismo porcentaje (25%) 
(Tabla 6.5). En las tres muestras de coquina no se encontraron contaminaciones por 
NoV GI ni AsV. En el 33,3% de estas muestras se detectó NoV GII y en este mismo
porcentaje se encontró HAV (Tabla 6.5). Dentro de las muestras de almeja se 
encontraron todos los tipos virales estudiados. El que presentó mayor prevalencia dentro 
de estas muestras fue NoV GI (en 4 de las 6 muestras de almeja, un 66,6%), le siguió 
AsV (en 2 de las 6 muestras, 33,3%) y por último y en el mismo porcentaje se 
detectaron tanto HAV como NoV GII (1 de las 6 muestras, el 16,6%) (Tabla 6.5).
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    Tabla 6.5. Distribución de las muestras positvas por por especie de molusco 






n=15 0 (0%) 5 (33,3%) 0 (0%) 4 (26,7%)
Navaja
n=4
0 (0%) 1 (25%) 1 (25%) 1 (25%)
Coquina
n=3 1 (33,3%) 0 (0%) 1 (33,3%) 0 (0%)
Almeja
n=6
1 (16,7%) 4 (66,7%) 1 (16,7%) 2 (33,3%)
Berberecho
n=1 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
Bígaro
n=1
0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
Ostra
n=1 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
6.3.2. Contaminaciones mixtas 
Más de la mitad de las muestras (51,6%), estaban contaminadas con, al menos, 1 
patógeno viral (Tabla 6.6).
Los resultados mostraron que del total de las muestras, 11 (35,5%) presentaban un 
solo tipo viral. En 5 muestras se dio coexistencia de 2 o más virus, estando 4 muestras 
(12,9% del total) contaminadas con dos y 1 (3,2% del total) contaminada con 3 tipos 
virales diferentes (Tabla 6.6). 
Según el país de origen, se observó que la muestra procedente de Corea del Sur 
estaba contaminada con 1 tipo viral, mientras que las dos muestras procedentes de 
Vietnam presentaban dos virus diferentes (Tabla 6.6).
Capítulo 6
305
Tabla 6.6. Coexistencia de los distintos tipos virales en las muestras analizadas y 
distribución de las muestras por país de origen (en número y porcentaje).
0 virus 1 virus 2 virus 3 virus




15 (48,4%) 11 (35,5%) 4 (12,9%) 1 (3,2%) 16 (51,6%)
Marruecos




0 (0%) 1 (100%) 0 (0%) 0 (0%) 1 (100%)
Vietnam
n=2 0 (0%) 0 (0%) 2 (100%) 0 (0%) 2 (100%)
Perú
n=4
2 (50%) 1 (25%) 0 (0%) 1 (25%) 2 (50%)
En la mayoría de muestras procedentes de Marruecos (54,2%) no se detectó 
ninguno de los virus de estudio, en 9 muestras (37,5%) se encontró sólo uno de los 
patógenos y en 2 (8,3%), se dio la coexistencia de 2 tipos virales diferentes. Así en el 
45,8% de las muestras se detectó contaminación por, al menos, uno de los virus 
estudiados (Tabla 6.6).
Dentro de las muestras de Perú, la mitad no presentaba contaminación por ninguno 
de los virus estudiados, mientras que la otra mitad estaban contaminadas con al menos 
un patógeno viral. De entre estas muestras, 1 de ellas (25%) contenía 1 patógeno viral y 
en otra se dio la coexistencia de dos tipos virales distintos (Tabla 6.6).
De las 15 muestras de conchafina, en 8 de ellas (53,3%) había presencia de, al 
menos, uno de los virus de estudio, estando libre de virus el 46,7% de las muestras. La 
contaminación en esta especie de moluscos, se dio, principalmente, por 1 patógeno viral 
(46,7%), aunque también se encontró una muestra (6,7%) donde había coexistencia de 
dos patógenos virales (Tabla 6.7).
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La mitad de las muestras de navaja resultaron presentar contaminación vírica por, al 
menos, 1 tipo viral. En una de las muestras (25%) se detectó un solo tipo viral mientras 
que en otra (25%) se encontró la coexistencia de dos tipos virales diferentes (Tabla 6.7). 
Dos de las tres muestras de coquina (66.7%) presentaron contaminación por un tipo 
viral (Tabla 6.7).
En cuatro de las 6 muestras de almeja (66,7%) se detectó, al menos uno de los 
patógenos virales estudiados. En una de estas muestras (16,7% de las muestras de 
almeja) se encontró un solo tipo viral, en 2 muestras (33,3%) se detectaron 2 virus 
diferentes y en 1 se detectó la coexistencia de 3 de los 4 virus evaluados (Tabla 6.7).
Tabla 6.7. Coexistencia de los distintos tipos virales en las muestras analizadas y 
distribución por especie de molusco (en número y porcentaje).





7 (46,7%) 7 (46,7%) 1 (6,7%) 0 (0%) 8 (53,3%)
Navaja
n=4
2 (50%) 1 (25%) 1 (25%) 0 (0%) 2 (50%)
Coquina
n=3 1 (33,3%) 2 (66,7%) 0 (0%) 0 (0%) 2 (66,7%)
Almeja
n=6
2 (33,3%) 1 (16,7%) 2 (33,3%) 1 (16,7%) 4 (66,7%)
Berberecho
n=1 1 (100%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
Bígaro
n=1
1 (100%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
Ostra




Al igual que se hizo en el Capítulo 4 (apartado 4.3.3.1), para la cuantificación viral, 
primero se determinaron las eficiencias de extracción y rRT-PCR de cada una de las 
muestras (Tablas 6.8), clasificando los resultados en las mismas categorías: baja (si la 
eficiencia de extracción presentaba un valor menor al 1%), aceptable (si estaba entre el 
1 y el 10%) o buena (si superaba el 10%) (Tabla 6.9).
En la extracción realizada, se encontraron porcentajes de eficiencia de extracción 
que van desde 0,7% en una de las muestras de almeja procedente de Perú, hasta el 100% 
de eficiencia en la extracción en una muestra de coquina procedente de Marruecos 
(Tabla 6.8). 
Sólo 1 de las 31 muestras (3,2%) presentó eficiencia de extracción baja (Tabla 6.9). 
En 14 (45,2%) se obtuvieron porcentajes de eficiencia de extracción aceptable (1-10%) 
y en el 51,6% de las muestras, la eficiencia de extracción obtenida fue buena (>10%) 
(Tabla 6.9).
Según la especie a la que pertenecían las muestras, en la muestra de bígaros y la 
muestra de ostra la eficiencia de extracción obtenida siempre fue buena, mientras que en 
la de berberecho fue aceptable (Tabla 6.10).
De las muestras de conchafina, 8 de ellas (53,3%) presentaron una eficiencia de 
extracción aceptable y las 7 restantes (46,7%) presentaron una buena eficiencia en la 
extracción (Tabla 6.10). En 3 de las 4 muestras de navaja se dieron buenas eficiencias 
de extracción, mientras que la otra muestra presentó una eficiencia aceptable (Tabla 
6.10). En las muestras de coquina se observó una buena eficiencia de extracción en 2 de 
las 3 muestras analizadas (66,7%), presentando, la muestra restante una eficiencia 
aceptable (Tabla 6.10).
La mitad de las muestras de almeja presentaron una eficiencia de extracción 
aceptable, el 16,7% una eficiencia baja y el 33,3% una buena eficiencia. (Tabla 6.10).
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Tabla 6.8. Porcentajes de eficiencia de extracción y rRT-PCR obtenidas en las muestras 
importadas.
%rRTPCR
Muestra Especie Origen % Extrac.
HAV NoV GI NoV GII
AL-1 Conchafina Marruecos 12,8 50,0 89,9 56,9
AL-2 Conchafina Marruecos 14,4 49,0 94,7 62,5
AL-3 Conchafina Marruecos 19,0 72,8 100,0 52,3
AL-4 Conchafina Marruecos 17,9 71,6 87,5 59,9
AL-5 Conchafina Marruecos 9,8 41,4 98,3 36,5
AL-6 Ostra Marruecos 26,9 100,0 100,0 56,5
AL-7 Conchafina Marruecos 12,2 93,5 81,9 40,6
AL-8 Conchafina Marruecos 8,0 68,8 68,4 35,3
AL-9 Almeja Corea del Sur 14,8 98,7 95,5 61,7
AL-10 Almeja Vietnam 1,4 97,3 94,9 44,0
AL-11 Almeja Vietnam 0,7 100,0 82,7 51,9
AL-12 Bígaros Marruecos 11,8 100,0 95,1 82,7
AL-13 Conchafina Marruecos 1,8 89,3 80,5 27,2
AL-14 Conchafina Marruecos 3,4 100,0 100,0 89,0
AL-15 Conchafina Marruecos 8,1 62,0 100,0 53,1
AL-16 Berberecho Marruecos 1,1 35,2 100,0 38,0
AL-17 Almeja Perú 3,2 39,2 80,8 67,9
AL-18 Navaja Marruecos 8,1 39,4 100,0 56,9
AL-19 Almeja Perú 7,3 83,5 100,0 95,7
AL-20 Coquina Perú 47,7 83,4 100,0 97,8
AL-21 Coquina Marruecos 100,0 90,3 82,6 96,7
AL-22 Navaja Marruecos 34,9 95,6 100,0 80,1
AL-23 Navaja Marruecos 26,6 83,4 100,0 85,8
AL-24 Almeja Perú 14,6 90,0 100,0 7,6
AL-25 Conchafina Marruecos 57,2 81,8 100,0 16,7
AL-26 Navaja Marruecos 65,5 52,1 100,0 48,5
AL-27 Conchafina Marruecos 50,4 71,7 80,5 13,7
AL-28 Coquina Marruecos 2,7 100,0 82,6 52,7
ML-1 Conchafina Marruecos 1,8 75,2 60,3 37,4
AL-29 Conchafina Marruecos 4,5 88,3 62,7 42,9
AL-30 Conchafina Marruecos 5,0 81,7 66,2 43,0
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Tabla 6.9. Clasificación de las muestras en función de las eficiencias de extracción y 
rRT-PCR obtenidas. Resultados expresados en número y porcentaje.
Efic. rRT-PCR
Efic. Extracc
HAV NoV GI NoV GII
<1% 1 (3,2%) 0 (0%) 0 (0%) 0 (0%)
1-10% 14 (45,2%) 0 (0%) 0 (0%) 1 (3,2%)
>10% 16 (51,6%) 31 (100%) 31 (100%) 30 (96,8%)
Tabla 6.10. Clasificación de las muestras en función de las eficiencias de extracción y la 
especie de molusco. Resultados expresados en número y porcentaje.
Mala (<1%) Aceptable (1-10%) Buena (>10%)
Conchafina 0 (0%) 8 (53,3%) 7 (46,7%)
Navaja 0 (0%) 1 (25%) 3 (75%)
Coquina 0 (0%) 1 (33,3%) 2 (66,7%)
Almeja 1 (16,7%) 3 (50%) 2 (33,3%)
Bígaro 0 (0%) 0 (0%) 1 (100%)
Berberecho 0 (0%) 1 (100%) 0 (0%)
Ostra 0 (0%) 0 (0%) 1 (100%)
Capítulo 6
310
En cuanto a las eficiencias de rRT-PCR, para HAV se obtuvieron entre el 35,2% 
(en la muestra de berberecho procedente de Marruecos) y el 100% (en 5 muestras de 
especies distintas de moluscos procedentes de Marruecos) (Tabla 6.8). Para NoV GI el 
rango que se encontró fue desde el 60,3% detectado en una muestra de conchafina 
importada desde Marruecos, hasta el 100% que se obtuvo en 13 muestras. En el caso de 
NoV GII se encontraron porcentajes de eficiencias de rRT-PCR desde el 7,5% que se 
obtuvo en una muestra de almeja peruana hasta el 97,8% encontrado en una muestra de 
coquina originaria del mismo país (Tabla 6.8).
En la clasificación de las eficiencias de rRT-PCR dentro de las tres categorías 
establecidas, se vio que todas presentaron una buena eficiencia excepto 1 muestra de 
almeja de Perú (3,2% del total) en la que se encontró una eficiencia aceptable en la 
detección de NoV GII (Tabla 6.9). Esta muestra supone el 16,7% de las muestras de 
almeja y el 25% de las muestras importadas de Perú.
La cuantificación del número de copias de RNA del virus de la hepatitis A se 
realizó utilizando la recta estándar característica de este virus, tal como se describe en el 
capítulo anterior en el apartado 4.3.3.1. La cuantificación del número de copias de NoV 
se realizó mediante la interpolación de los valores de Ct obtenidos de las muestras en las 
que se obtuvo resultado positivo en la ecuación Y=-3,362X + 43,801 en el caso de las 
muestras positivas para el genogrupo I (Figura 6.2) y en la ecuación Y=-3,296X + 
42,131 en las que fueron positivas para el genogrupo II (Figura 6.3). Estas ecuaciones 
fueron generadas a partir de las rectas estándar propias para cada uno de los genogrupos 
de este virus. Después estos valores fueron expresados por gramo de tejido digestivo 
analizado y corregidos mediante el porcentaje de eficiencia de extracción y el de rRT-
PCR con el fin de aproximarnos en mayor medida a la carga viral real presente en las 
muestras (Tabla 6.11).
Los niveles de cuantificación encontrados en las muestras que resultaron positivas 
para HAV fueron 4,7x103 y 4,4x107 copias de RNA por gramo de hepatopáncreas 
(Tabla 6.11). La muestra que presentó la menor cuantificación, se corresponde con una 
muestra de coquina procedente de Perú, mientras que la que presenta un mayor valor de 
cuantificación se corresponde con una muestra de almeja originaria de Vietnam.
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Figura 6.2. Recta estándar para  norovirus genogrupo I.
Figura 6.3. Recta estándar para norovirus genogrupo II.
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En la cuantificación de NoV GI, se dio un rango más amplio que osciló entre 
3,5x104 y 1,1x1010 copias de RNA por gramo de tejido digestivo (Tabla 6.11). De las 10 
muestras que fueron positivas para este virus, 9 de ellas superaron 1x105 copias de RNA 
por gramo de tejido digestivo, 6 de ellas 1x106 copias por gramo de tejido digestivo, 3 
de ellas presentaron más de 1x107 copias y una, correspondiente a conchafina 
procedente de Marruecos, llegó a superar 1x1010 copias de RNA por gramo de tejido 
digestivo (Figura 6.4).
En NoV GII los valores de cuantificación detectados fueron muy similares en las 
tres muestras que presentaron resultado positivo para este virus. Los valores detectados 
fueron desde las 1x105 copias de RNA por gramo de hepatopáncreas detectados en una 
muestra de almeja de Perú hasta las 8,9x105 copias de RNA por gramo de 
hepatopáncreas detectados en una muestra de coquina importada desde Marruecos 
(Tabla 6.11, Figura 6.4).
Tabla 6.11. Cuantificación viral en las muestras importadas positivas para detección de 











AL-3 28/09/2006 Conchafina Marruecos 3,5x104
AL-4 25/09/2006 Conchafina Marruecos 1,3x106
AL-9 18/10/2006 Almeja Corea de Sur 1,2x106
AL-10 20/10/2006 Almeja Vietnam 4,4x107 7,7x107
AL-11 08/02/2007 Almeja Vietnam 3,3x106
AL-14 05/03/2007 Almeja Marruecos 1,9x105
AL-17 03/04/2007 Almeja Perú 2x105 1x105
AL-20 30/04/2007 Coquina Perú 4,7x103
AL-23 18/05/2007 Navaja Marruecos 1,4x105
AL-26 11/06/2007 Navaja Marruecos 8,2x105
AL-28 31/03/2008 Coquina Marruecos 8,9x105
ML-1 03/04/2008 Conchafina Marruecos 1,1x1010
AL-29 08/04/2008 Conchafina Marruecos 1,1x107
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Figura 6.4. Detección temporal y cuantificación de los distintos virus entéricos 
estudiados en muestras de molusco importadas (expresada como el logaritmo del 
número de copias de RNA por gramo de hepatopáncreas).
6.4. Discusión
Las infecciones por diversos virus entéricos, como son HAV, NoV y AsV, han 
sufrido un descenso en las últimas décadas en los países desarrollados debido a la 
mejora de las condiciones higiénico sanitarias (Armigliato et al., 1986; Koff, 1995; Dal-
Ré et al., 2000) o al desarrollo de vacunas específicas (Werzberger et al., 1992; Innis et 
al., 1994). En las áreas geográficas en desarrollo estas enfermedades siguen siendo 
endémicas, y frecuentemente se sufren a edades tempranas de modo asintomático (Pintó 
et al., 2007), provocando inmunidad a largo plazo (Hollinger y Emerson, 2001). 
La asociación de las distintas enfermedades producidas por virus entéricos con el 
alimento que presenta la contaminación es muy difícil en casos individuales o 
esporádicos, siendo posible únicamente tras investigaciones epidemiológicas complejas 
(Rippey, 1994). En el caso de brotes con numerosos individuos afectados, la existencia 
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de un vehículo común es más fácilmente reconocible. Un ejemplo sería el brote de 
hepatitis A en el que se infectaron 188 personas, ocurrido en España en Septiembre de 
1999 (Bosch et al., 2001).
El aumento que se ha producido en las importaciones de moluscos desde estos 
países en vías de desarrollo unido al hecho de que los moluscos se suelen ingerir enteros 
(incluyendo las vísceras) y crudos o ligeramente cocinados, representa un problema 
sanitario debido a que muchos de estas importaciones pueden estar contaminadas con 
virus entéricos (Romalde et al., 2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al., 2008). 
Las importaciones de moluscos a países de la Unión Europea tienen que pasar una 
serie de controles sanitarios idénticos a los moluscos de producción europea (Anónimo 
2004b, d). Debido a que los controles sanitarios actuales no son suficientemente 
eficaces en la eliminación viral (Doré y Lees, 1995; Schwab et al., 1998; Doré et al., 
2000; Formiga-Cruz et al., 2002; Loisy et al., 2005), la vigilancia continuada es muy 
necesaria, ya que, como se ha reiterado en numerosas ocasiones a lo largo de esta 
memoria, los moluscos pueden ser vectores potenciales de los agentes causales de estas 
enfermedades (Croci et al., 2000; Lees, 2000; Le Guyader et al., 2000, 2006, 2008, 
2009; Romalde et al., 2002; Sanchez et al., 2002; Cheng, et al., 2005; Gallimore et al., 
2005). Numerosos autores reconocen el peligro potencial de las importaciones de 
moluscos desde áreas endémicas a otras no endémicas, pero son pocos los trabajos 
donde se ha realizado detección viral (Romalde et al., 2001; Kingsley et al., 2002; 
Beuret et al., 2003).
El objetivo de este trabajo ha sido la determinación de la contaminación por HAV, 
NoV (ambos genogrupos) y AsV que presentaban muestras de moluscos importados 
desde países en desarrollo a nuestro país. Estas importaciones pueden ser una vía de 
entrada de estos virus, y favorecer la cocirculación de diferentes cepas virales y 
genotipos por todo el mundo (Kingsley et al., 2002; Donaldson et al., 2008). 
En la detección viral, los resultados mostraron que en el 51,6% de las muestras 
analizadas se detectaba alguno de los virus estudiados. Estos resultados se aproximan a 
los obtenidos en diferentes regiones europeas (Le Guyader et al., 2000; Romalde et al., 
2002). El virus que apareció en mayor frecuencia fue NoV GI, seguido de AsV, NoV 
GII y HAV. Los resultados obtenidos de la prevalencia de HAV entran en el rango de 
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los detectados por Romalde et al. (2001) en el estudio de importaciones de moluscos 
sudamericanos, si sólo se tienen en cuenta las muestras que se analizaron de esta región.
En el análisis de los resultados según los países de procedencia y la especie a la que 
pertenecían las muestras, no se pudieron extraer conclusiones representativas debido a 
que el número de muestras analizadas originarias de algunos países o correspondientes a 
algunas especies era muy bajo (1 sola muestra procedente de Corea del Sur y 2 
procedentes de Vietnam; 1 muestra de bígaro, ostra y berberecho, 3 de coquina y 4 de 
navaja), por lo que se hizo complicada la comparación de las prevalencias entre los 
distintos países y especies. 
Al igual que en estudios anteriores (Le Guyader et al., 2000; Romalde et al., 2002; 
Beuret et al., 2008), se dio la coexistencia de diferentes tipos virales en una muestra. En 
el presente estudio, esta coexistencia se produjo en el 16,1% de los casos estudiados, 
encontrándose 2 tipos virales diferentes en el 12,9% de las muestras y 3 en una de las 
muestras (3,2%).
Los controles utilizados para realizar una mayor aproximación a la cuantificación 
de la carga viral presente en una muestra (eficiencia de extracción y de rRT-PCR) 
(Costafreda et al., 2006), han permitido solventar algunos de los problemas de pérdida 
de RNA durante el proceso de extracción y de inhibición en la reacción de RT-PCR (Le 
Guyader et al., 2008). De todos modos, son necesarios más estudios sobre este tema 
dentro de los moluscos y del significado de la eficiencia de extracción en particular, ya 
que, hay casos en los que presentando eficiencias de extracción bajas, se detectaron los 
patógenos virales de estudio.
Los resultados de este trabajo ponen de manifiesto la necesidad de un mejor control 
microbiológico de los moluscos destinados a consumo humano. Sería necesario realizar 
controles virales de los stocks de estos moluscos, especialmente de los importados desde 
áreas donde enfermedades como la gastroenteritis vírica y la hepatitis son endémicas, 
para poder garantizar la salud del consumidor. 







The development of new technologies in the last century, has made easier the 
movement of people and stuffs around the world. These movements imply, in many 
cases, the transport of plants and animals, and, consequently, bacteria and virus to areas 
where they were eradicated. Shellfish productions and imports have increased from 
1980´s. This increase had associated a health problem, because many areas of origin are 
endemic to illnesses that can be transmited by contaminated shellfish to other countries 
(Armigliato et al., 1986; Dal-Ré et al., 2000).
In the last years, evidences for the role of the international trade in the transmission 
of illnesses were obtained. Thus, outbreaks associated with imported shellfish 
contaminated with enteric viruses, such as HAV and NoV were reported (Romalde et 
al., 2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al., 2008). UE regulations for imported 
shellfish are based on E. coli (Anon. 2004b; 2004d), although it is well known that this 
bacterium is not a good indicator of viral contamination (Doré and Lees, 1995; Schwab 
et al., 1998; Doré et al., 2000, 2003; Formiga-Cruz et al., 2002; Muniain-Mujika et al., 
2002; Romalde et al., 2002, Loisy et al., 2005).
Hepatitis A is one of the most serious viral infections linked to shellfish 
consumption, causing a serious debilitating disease and even death. Although hepatitis 
A is a common endemic infection in developing areas, its prevalence in developed 
countries has declined due to improved sanitary conditions (Gust, 1992; Hollinger and 
Emerson, 2001). HAV is highly endemic in Mexico, Central and South America, 
Greenland, Africa, Middle East, Asia and the Western Pacific (Centre for Diseases 
Control, 2007; Keystone and Hershey, 2008), with the exception of Japan (Jacobsen and 
Koopman, 2004) (Figure 6.1). The USA, Europe and Australia are also areas of low 
endemicity (Keystone and Hershey, 2008). An epidemiological shift, from high to low 
prevalence has been notice in recent decades in the countries of Southern Europe, 
including Spain and Italy (Bonanni, 1999; Salleras 1999; van Damme et al., 1999). 
Consequently, the Mediterranean basin as a whole should no longer be considered as an 
endemic area (Pintó et al., 2007). However, most Southestern European countries 
continue to be at present of high endemicity (Shouval, 1999; Gabrieli et al., 2004).
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The epidemiological pattern has important implications on the average age of 
exposure and hence on the severity of the clinical disease. Since hepatitis A infection 
induces a life-long immunity (Hollinger and Emerson, 2001), severe infections among 
adults are rare in highly endemic regions where most children are infected early in life, 
usually without clinical symptoms (Pintó et al., 2007). HAV prevalence has decreased 
in developed countries because sanitary improvements (Armigliato et al., 1986; Koff, 
1995; Dal-Ré et al., 2000) and specific vaccines development (Werzberger et al., 1992; 
Innis et al., 1994). As consequence of this decreasing, adult population in developed 
countries has become susceptible to infections by water or food contamination 
(Romalde et al., 2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al., 2008) or by travelling to 
endemic areas (Pebody et al., 1998; Lees, 2000; Bruisten et al., 2001; van Steenbergen 
et al., 2004).
Human caliciviruses have been shown to be the most common cause of viral 
gastroenteritis outbreaks and sporadic community cases in all age groups in 
industrialized countries (Chikhi-Brachet et al., 2002; Lopman et al., 2002; Buesa  et al., 
2002; Bon et al., 2005; Kroneman et al., 2007; Le Guyader et al., 2009). Molecular 
epidemiology of caliciviruses has shown the prominence of one type during a given 
period in small or wide geographic areas, and a cocirculation of different strains during 
other periods (Koopmans et al., 2002; Lopman et al., 2004). 
Noroviruses and Astroviruses, causal agents of viral gastroenteritis, have a 
worldwide distribution. These viruses can be transmited person to person or by 
contaminated water or food (Lees, 2000).
Contaminated mollusc imports can also be a way of entry for these viruses 
(Kingsley et al., 2002), favouring cocirculation of different genotypes and strains 
worldwide (Donaldson et al., 2008).
The aim of this study was to analyze bivalve shellfish samples imported from 




6.2. Materials and methods
A total of 31 samples: 15 of smooth venus clam (Callista chione), 6 of clam (3 
Meretrix lyrata, 3 Transenella pannosa), 4 of razor clam (Ensis spp.), 3 of telline clam 
(Donax spp.), 1 of cockle (Cerastoderma edule), 1 of sea snail (Littorina spp.) and 1 of 
oyster (Crassostrea angulata) (Table 6.2), taken between September 2006 and April 
2008, were analyzed. These samples were divided in a variable number of subsamples 
(2 to 18 subsamples per sample). Each subsample was composed by, at least, 5-10 
oysters or smooth venus clams, 20-30 clams, razor clams or sea snails or 40 telline 
clams. These samples were imported from developing countries including  Morocco (24 
samples), Peru (4), Vietnam (2) and South Korea (1). Some samples arrived to 
laboratory refrigerated, although most of them arrived frozen.
Shellfish were shucked, and the stomach and digestive diverticula were removed by 
dissection, homogenated with and equal volume of peptone water 0,1%, mixed during a 
hour and centrifugated 5 min at 1000 xg (Vilariño et al., 2006; see chapter 5, section 
5.1). Supernatants were taken to RNA extraction with the commercial kit Total Quick 
RNA cells and Tissues mini preparations (Talent; Trieste, Italy) (Ribao et al., 2004; see 
chapter 3, section 3.1). Before extraction, a known quantity of the mutant non-virulent 
infective strain vMC0 of Mengovirus, kindly provided by Dr. Albert Bosch (University 
of Barcelona), was employed as a control for the process of nucleic acid extraction 
(Costafreda et al., 2006).
Viral detection was made by real time RT-PCR (HAV, NoV GI and GII) with 
Platinum Quantitative RT-PCR Thermoscript one-step system (Invitrogen, France) (Le 
Guyader et al., 2006), or by classical RT-PCR in two steps (AsV) (Le Guyader et al., 
2008). To test the presence of RT-PCR inhibitors and calculate the RT-PCR efficiency, 
co-amplifications of extracted RNA plus 2,5 l of internal controls were evaluated in 
parallel experiments for each respective virus (Costafreda et al., 2006; da Silva et al., 
2007; Le Guyader et al., 2008, see chapter 4, sections 4.2.1 and 4.3).
Standard curves for NoV, were made by serial dilutions of a synthetic DNA 
delimited by corresponding primers sets in a rRT-PCR experiment. For NoV GI 




To determine the viral amount present in positive samples, the number of RNA 
copies in each positive sample was estimated by comparing the Ct value to standard 
curves, after correction with the extraction and rRT-PCR efficiencies. Results were 
expressed as number of RNA copies per gram of digestive tissue.
6.3. Results
6.3.1. Viral detection
Only two positive samples for HAV were detected (6.4%) (Table 6.3). One of them 
was a clam sample from Vietnam, and the other was a tellina clam sample from Peru. 
Ten samples (32.3%) positive for NoV GI were found (Table 6.3). Six of these 10 
samples were imported from Morocco, 2 from Vietnam, 1 from South Korea and 1 from 
Peru. Half of NoV GI positive samples were smooth venus clams, 4 were clams and 1 
was razor clam (Table 6.3). 
Contamination by NoV GII was detected in three (9.7%) of the studied samples. 
Two of them were imports from Morocco, while the third one was from Peru. 
Distribution of these samples by mollusc species was as follows: 1 razor clam, one 
tellina clam and the other Transennela pannosa.
In AsV detection, 7 positive samples were found (22.6%) (Table 6.3). Most (5 of 
7), were imported from Morocco, 1 from Vietnam and the last one from Peru. Four of 
the 7 positive samples (57.1%) were smooth venus clams, 2 clam samples and the other 
was a razor clam sample (Table 6.3).
HAV was no detected in samples imported from Morocco. NoV GI was found in 6 
of these samples (25%), NoV GII in 2 (8.3%), and AsV in 5 (20.8%) (Table 6.4). Both 
samples imported from Vietnam were contaminated with NoV GI. Coinfection was 
detected in these samples with HAV and AsV (Table 6.4). Only NoV GI was detected 
in South Korea samples (Table 6.4).
In 3 of the 7 shellfish species analyzed (cockle, sea snail and oyster) no virus were 
found (Table 6.5). In 5 of 15 smooth venus clam samples (33.3%) NoV GI was 
detected, while 4 of them (26.7%) were positive for AsV (Table 6.5). In razor clam 
samples, three of the four viruses analyzed (NoV GI, NoV GII and AsV) were detected 
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in the same percentage (Table 6.5). Both, NoV GII and HAV, were detected in 33.3% of 
tellina clam samples (Table 6.5). Four out of 6 clam samples, presented NoV GI, in 2 of 
them AsV was detected, and, HAV and NoV GII were observed in 1 sample each 
(Table 6.5).
6.3.2. Mixed contamination 
Results shown that 51.6% of total samples were contaminated with, at least one of 
viral pathogens (Table 6.6). Eleven samples (35.5%), were contaminated with only one 
virus, 4 (12.9%) with 2 different viral types and one sample (3.2%) with 3 different 
pathogens (Table 6.6).
By country of origin, the sample from South Korea was contaminated by 1 viral 
type, whereas the two samples from Vietnam were contaminated with 2 different virus 
(Table 6.6).
In 9 of the Morocco samples (37.5%) one viral pathogen was found, and in 2 
(8.3%), a coexistence of 2 different viruses was present. Thus, in 45.8% of Morocco 
samples, contamination with, at least, one of viruses studied, was observed (Table 6.6). 
Half of Peru samples, was contaminated with, at least, one of the viral types studied. 
One of contaminated samples, (25%) had only one pathogen, and the other sample 
contained two different viruses (Table 6.6).
By shellfish species, in 8 out of 15 smooth venus samples (53.3%), at least one 
pathogen was presented. Most of positive samples (46.7%) were contaminated with one 
virus, although one sample (6.7%) was contaminated with 2 different pathogens (Table 
6.7). Two razor clam samples presented viral contamination (one with only one virus, 
and the other with two different viruses) (Table 6.7). Two of the three tellina clam 
samples (66.7%) presented only one virus (Table 6.7). At least one virus was detected in 
four of the 6 clam samples (66.7%). In one clam sample (16.7%), one viral type was 
found, in other two (33.3%) 2 different virus were present, and 3 distinct viruses 




For viral quantification, extraction and rRT-PCR efficiencies were evaluated (Table 
6.8), classifying the results in three categories: poor (efficiency <1%), acceptable (1 to 
10%) or good (>10%) (da Silva et al., 2007; see chapter 4, points 4.2.1 and 4.3) (Table 
6.9).
Extraction efficiencies were between 0.7% (in a clam sample from Peru) and 100% 
(in a tellina clam sample imported from Morocco) (Table 6.8).
Only one sample (3.2%) showed poor extraction efficiency. Fourteen of the 31
samples (45.2%) presented an acceptable extraction and in 51.6% of the samples 
extraction, efficiency was good (Table 6.9).
By shellfish species, in sea snail and oyster samples, extraction efficiency was 
good, while cockle sample extraction efficiency was acceptable (Table 6.10). Eight of 
the 15 smooth venus clam samples showed an acceptable efficiency extraction, but, in 
the other 7, a good efficiency was found (Table 6.10). In 3 of 4 razor clam samples the 
efficiency found was good, while in the other one was acceptable (Table 6.10). Two of 
the 3 tellina clam samples presented good extraction efficiency and the other of these 
samples an acceptable efficiency (Table 6.10). Half of the clam samples showed an 
acceptable extraction efficiency, 16.7% poor and 33.3% good (Table 6.10).
HAV rRT-PCR efficiencies ranged between 35.2% (in a cockle sample imported 
from Morocco) and 100% (in 5 different species Morocco samples) (Table 6.8). For 
NoV GI, rRT-PCR efficiencies, results were from 60.3% (in a smooth venus clam 
sample from Morocco) to 100% founded in 13 samples (Table 6.8). For NoV GII this 
range was between 7.5% (in a clam sample from Peru) and 97.8% detected in a tellina 
clam sample from the same country (Table 6.8).
Classification of samples according to their rRT-PCR efficiencies, showed that all 
the samples had a good efficiency, except one clam sample from Peru (3.2% of total 
samples) that had an acceptable efficiency in NoV GII detection (Table 6.9). This 
sample represents 16.7% of the clam samples and  25% of the Peruvian samples.
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NoV quantification was made by interpolation of Ct values of positive samples in 
the equation Y=-3.362X + 43.801 for NoV GI (Figure 6.2) and in Y=-3.296X + 42.131 
for NoV GII (Figure 6.3). HAV standard curve and its equation, used to calculate the 
number of HAV RNA copies, were described in chapter 4 (section 4.2.2) (Figure 4.4). 
Then, these values were corrected by extraction and rRT-PCR efficiencies and 
expressed as the number of RNA copies per gram digestive tissue (Table 6.11).
HAV levels found were 4.7x103 and 4.4x107 RNA copies per gram of digestive 
tissue (Table 6.11). The sample with lowest viral charge was the tellina clam imported 
from Peru, while the most contaminated one was the clam sample from Vietnam (Table 
6.11; Figure 6.4).
Quantification of NoV GI, ranged from 3.5x104 to 1.1x1010 RNA copies per gram 
of digestive tissue (Table 6.11). Nine of 10 positive samples for this virus, showed 
higher levels than 1.5x105 RNA copies per gram of digestive tissue, six of them, more 
than 1x106, 3 more than 1x107, and one, corresponding to smooth venus clam sample 
from Peru, values higher than 1x1010 RNA copies per gram of digestive tissue (Table 
6.11; Figure 6.4).
NoV GII contamination levels were very similar between the three positive samples 
for this virus. Detected values were between 1x105 (in a clam sample from Peru) and 
8.9x105 RNA copies per gram of digestive tissue (in a tellina clam from Morocco) 
(Table 6.11; Figure 6.4).
6.4. Discussion
Viral enteric infections, by HAV, NoV and AsV, associated with mollusc 
consumption, have decreased in last decades in developed countries because sanitary 
improvements (Armigliato et al., 1986; Koff, 1995; Dal-Ré et al., 2000) or by the 
specific vaccine development (Werzberger et al., 1992; Innis et al., 1994). In 
developing areas, this infections are still endemic, and often, most children are infected 
early in life, usually without symptoms (Pintó et al., 2007), inducing life-long immunity 
(Hollinger and Emerson, 2001).
Association of viral infections with contaminated food is very difficult in sporadic 
cases, being only possible by complex epidemiological investigations (Rippey, 1994). 
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In large outbreaks, with a common vehicle, the identification of the source of infection 
is easier. An example was the HAV outbreak occurred in Spain in September 1999, 
where 188 people were infected (Bosch et al., 2001).
Imports increase from developing countries together with the fact that shellfish 
usually were eaten whole and raw or lightly cooked,  represent a health problem 
because, much of this imports can be contaminated with enteric viruses (Romalde et al.,
2001; Beuret et al., 2003; Buisson et al., 2008).
Sanitary controls made to these imports into EU countries are the same that those 
applied to local producted shellfish (Anon. 2004b, d). These current controls, based on 
bacterial indicators, may fail to detect viral continuation (Doré and Lees, 1995; Schwab 
et al., 1998; Doré et al., 2000; Formiga-Cruz et al., 2002; Loisy et al., 2005). Therefore 
continuous surveillance is very important (Croci et al., 2000; Lees, 2000; Le Guyader et 
al., 2000, 2006, 2008, 2009; Romalde et al., 2002; Sánchez et al., 2002; Cheng et al., 
2005; Gallimore et al., 2005). Some authors realized the potential problem of shellfish 
imports from endemic to no endemic areas, but only a few studies on viral detection 
was made (Romalde et al., 2001; Kingsley et al., 2002; Beuret et al., 2003).
The aim of this study was the detection of viral contamination (HAV, NoV and 
AsV) in shellfish imported from developing countries to Spain. These imports can be a 
entry of enteric viruses, favoring co-circulation of different genotypes and strains 
worldwide (Kingsley et al., 2002; Donaldson et al., 2008).
Viral detection results showed that in 51.6% samples analyzed, at least, one of the 
virus studied was detected. These results are similar to those obtained in other European 
areas (Le Guyader et al., 2000; Romalde et al., 2002). NoV GI showed to be most 
prevalent virus, followed by AsV, NoV GII and HAV. HAV results are in the range 
previously detected by Romalde et al. (2001) in a South American shellfish imports 
study. 
By country or by species, representative conclusions couldn´t be possible, because 
the low number of samples analyzed (only 1 South Korea sample and 2 from Vietnam; 




As previously described (Le Guyader et al., 2000; Romalde et al., 2002; Beuret et 
al., 2008) coexistence of different virus in one sample was found. In this study, 
coexistence of two or more viruses in one sample was detected in 16.1% of the samples.
Extraction and rRT-PCR efficiencies were used to do an approach to the real viral 
charge (Costafreda et al., 2006). Both controls allow to clarify some problems like RNA 
losses during extraction procedure, or inhibition in the RT-PCR reactions (Le Guyader 
et al., 2008). However, more studies on this subject are needed, specially on extraction 
efficiency, to optimize protocols and to establish the standard parameters to meet what 
happen during the detection process.
These results have shown the need of better microbiological controls in shellfish for 






La creciente demanda de los moluscos como proteína de consumo ha promovido un 
gran desarrollo de este campo dentro de la Acuicultura. Los ecosistemas acuáticos
donde se cultivan estos animales, en especial las zonas cercanas a los núcleos de 
población, contienen de manera natural cantidades variables de virus que forman parte 
de la comunidad planctónica microbiana. Muchos de estos virus son excretados a través 
de las heces y de la orina de individuos infectados, incluso aunque éstos sean 
asintomáticos, se denominan “virus entéricos”  y normalmente se transmiten por vía 
fecal-oral (Bosch, 1986; Wyn-Jones y Sellwood, 2001).
Estos virus resisten en parte los tratamientos convencionales que se le realizan a las 
aguas residuales (Sorber, 1983), incluso la cloración, presentando una mayor 
supervivencia que las bacterias. Así, pueden ser detectados  lejos de la fuente original de 
contaminación, constituyendo un riesgo potencial de nuevas infecciones (Organización
Mundial para la Salud [OMS]; WHO, 1979). Una vez en el medio, los virus pueden 
sobrevivir durante semanas o meses, tanto en la columna de agua como asociados a la 
materia particulada, acumulándose en los sedimentos (Nasser, 1994; Callahan et al., 
1995; Gantzer et al., 1998). La consecuencia inmediata de este hecho es que los 
moluscos obtenidos de las zonas polucionadas pueden estar contaminados con virus 
entéricos (Lees, 2000). Este hecho constituye un problema potencial para la salud 
pública derivado del consumo directo de estos organismos marinos, que, debido a su 
carácter filtrador, actúan como concentradores de estos virus (Di Girolamo et al., 1977), 
incrementado por consumirse el animal entero, incluyendo las vísceras, en crudo o 
ligeramente cocinados.
La detección de los virus entéricos a partir de tejidos de moluscos supone la 
concentración de las partículas víricas debido a la baja concentración en que aparecen 
dentro de estos animales, siendo los métodos moleculares las técnicas mejor adaptadas 
para el diagnóstico rápido necesario para el control de la calidad sanitaria de los 
moluscos.
Para la detección directa de virus entéricos en muestras de moluscos bivalvos se 
han desarrollado gran variedad de métodos (Romalde, 1996), que incluyen un paso de 
extracción del RNA viral seguido de la detección del ácido nucléico basándose en 
procedimientos de RT-PCR (Lewis y Metcalf, 1988; Le Guyader et al., 1994; Atmar et 
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al., 1995; López-Sabater et al., 1997; Dix y Jaykus, 1998; Green et al., 1998), 
intentando la eliminación de inhibidores de la reacción presentes en las muestras 
(Traore et al., 1998). Sin embargo, estos métodos moleculares son complejos, diversos 
y muy poco estandarizados y con cierta restricción a los laboratorios especializados, por 
lo que son necesarios estudios acerca de la calidad, la estandarización, la simplificación 
y automatización de estos procedimientos moleculares para una monitorización de 
rutina en los laboratorios destinados a la detección. Para ello sería necesaria la elección 
de métodos apropiados de concentración viral, extracción del ácido nucleico y una 
amplificación del RNA con alta sensibilidad y especificidad, que realizados con kits
específicos, facilitarían la estandarización inter-laboratorios.
En base a los resultados obtenidos en este trabajo, se seleccionaron de entre los 
estudiados, el kit SuperscriptTM One-Step RT-PCR System (Invitogen) para la reacción 
de RT-PCR en un solo paso, el kit Total Quick RNA Cells & Tissues versión mini 
(Talent) para la extracción de RNA a partir de tejido digestivo de molusco y las parejas 
de cebadores HAV240/HAV68 (Bosch et al., 2001) y A1/A2  (Willcocks et al., 1994)
para la detección de HAV y AsV respectivamente.
La legislación vigente (Anónimo 2004a-d) establece programas de monitoreo para
la determinación de la calidad sanitaria de los moluscos así como para la clasificación 
de las áreas de cultivo. Reconoce que aun no existen técnicas estandarizadas para hacer 
el análisis viral y por tanto, se sigue basando en el recuento de E. coli. Sin embargo, el 
Reglamento 2073/2005 (Anónimo, 2005a) ya recoge la necesidad de desarrollar nuevos 
métodos analíticos para poder establecer criterios adecuados en relación con los virus 
patógenos en moluscos bivalvos vivos.
Por otro lado, el grupo europeo de normalización a través del grupo de detección de 
virus en alimentos está desarrollando desde 2004 toda la metodología necesaria para la 
normalización de las técnicas de análisis de virus  en alimentos. Es, por tanto, previsible 
que pronto exista un método de análisis estandarizado, publicándose como norma ISO 
internacional. Probablemente y una vez publicada como norma ISO, las autoridades 
sanitarias establecerán los controles a realizar sobre determinados productos, entre ellos 
los moluscos bivalvos (Rodrigo et al., 2007).
La incidencia de los virus entéricos que se encontró en este estudio, resultó ser 
elevada, ya que en torno a la mitad de las muestras presentaron contaminación por, al 
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menos, uno de los virus de estudio, estando contaminadas un mayor número de 
muestras silvestres que de cultivadas. La mayor contaminación de las muestras 
silvestres se puede relacionar con la mayor cercanía de la costa en donde se recogieron 
estos moluscos, donde el impacto de la contaminación humana es mayor. Los virus que 
mostraron una mayor prevalencia fueron HAV, en el caso del estudio realizado durante 
3 años, y NoV GII en el del realizado a las muestras seleccionadas pertenecientes al año 
2005. Sólo en la detección de este último virus se pudo establecer un claro patrón 
estacional, no encontrándose en los meses cálidos del año.
Se confirmó asimismo que los indicadores de contaminación microbiológica en 
moluscos estudiados (tanto E. coli como bacteriófagos RNA F+), no son fiables en la 
detección de la contaminación vírica. Nuestros resultados, por tanto, apoyan la 
tendencia actual que va dirigida hacia la detección directa de los virus.
Las diferencias en detección encontradas entre las distintas metodologías utilizadas 
en este trabajo ponen de manifiesto la necesidad de un protocolo estandarizado para la 
detección de virus entéricos en muestras de molusco. Esta metodología específica junto 
con las mejoras en la cuantificación mediante utilización de controles en el proceso de 
extracción y rRT-PCR, son herramientas imprescindibles para optimizar los nuevos 
controles virológicos tanto de los moluscos como de las áreas de cultivo.
En Europa la depuración que han de sufrir los moluscos bivalvos para su consumo 
en fresco, está regulada por los Reglamentos 852/2004, 853/2004 y 854/2004 
(Anónimo, 2004b-d). En estos reglamentos, se establecen las condiciones de higiene de 
los productos alimenticios y de las condiciones sanitarias para la producción y 
comercialización de determinados productos de origen animal destinados al consumo 
humano. Además, se detallan los requerimientos para la autorización de los centros de 
depuración de moluscos, incluyendo aspectos como construcción y funcionamiento de 
los tanques, análisis de laboratorio, empaquetado, etiquetado y transporte de los 
moluscos. Los moluscos depurados deben cumplir los estándares para productos finales 
comercializados vivos (230 E. coli  por 100 g de carne y líquido intervalvar). Pero, 
muchas de las plantas de depuración, aún cumpliendo los controles microbiológicos 
establecidos mediante E. coli, pueden no eliminar totalmente la contaminación por virus 
entéricos humanos (Grohmann et al., 1981; Gill et al., 1983; Richards, 1985; Heller et 
al., 1986; Chalmers y Mcmillan, 1995; Perrett y Kudesia, 1995; Ang, 1998; Romalde et 
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al., 2001; Sanchez et al., 2002; Buesa et al., 2002; Bon et al., 2005; Le Guyader et al.,
2006; Hewitt et al., 2007; Sdiri-Loulizi et al., 2008). 
La depuración se ha utilizado con la mayoría de las especies de bivalvos 
comercializadas en vivo como la ostra, almeja, mejillón y berberecho. Los distintos 
métodos de esterilización del agua incluyen tratamientos con ozono, cloro, radiaciones 
UV o iodóforos (Otwell et al., 1991; Roderick y Scheneider, 1994; Poggi y Le Gall, 
1995).
Se han intentado buscar algunos indicadores alternativos, que permitan establecer 
tanto la carga bacteriana como vírica de los moluscos durante la depuración. Entre los 
estudiados, los bacteriófagos RNA F+ (Havelaar, 1987) parecieron ser un buen 
indicador de contaminación viral (Lucena et al., 1994; Lee et al., 1997; Doré et al.,
1998, 2000), ya que presentan  similitudes físicas y genómicas con los virus entéricos 
humanos, son abundantes en aguas residuales, son fácilmente detectables mediante 
métodos sencillos (IAWPRC, 1991; Devartolomeis y Cabelli, 1991; Havelaar et al.,
1993), y su cinética de eliminación durante la depuración refleja bastante fielmente la de 
los virus entéricos (Power y Collins, 1989; Doré y Lees, 1995).
En nuestro estudio de muestras de diversas especies de moluscos sometidas a 
distintos procesos de depuración, los resultados mostraron la pobre eliminación viral y 
de bacteriófagos RNA F+ de las muestras, así como la falta de correlación entre estos 
fagos con la detección de virus entéricos o con los niveles de E. coli. En base a ello, 
sería posible que los moluscos que salen a mercado estuvieran contaminados con virus 
entéricos representando un problema potencial para la salud del consumidor. Son 
necesarios más estudios con el fin de optimizar las prácticas de depuración actuales para 
conseguir la eliminación viral.
Los moluscos consumidos en España no sólo proceden de países pertenecientes a la 
Unión Europea sino que en las últimas décadas y, cada vez en mayor volumen, se 
importan desde otras zonas geográficas. Este incremento en las importaciones tiene una 
especial importancia debido a que en muchas de las áreas geográficas origen de las 
importaciones, son endémicas para enfermedades que se pueden transmitir por medio de 
moluscos contaminados. Para evitar este hecho, todas las importaciones pasan una serie 
de controles basados en el recuento indicadores bacterianos (E. coli) (Anónimo 2004b, 
d), aunque, como ya se ha mencionado en numerosas ocasiones, estos controles no 
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garantizan que los moluscos estén libres de contaminación viral (Doré y Lees, 1995; 
Schwab et al., 1998; Doré et al., 2000; Formiga-Cruz et al., 2002; Loisy et al., 2005).
Se realizó un estudio de detección de virus entéricos en muestras de moluscos 
importados de países en vías de desarrollo. Los resultados mostraron que en más de la 
mitad de las muestras analizadas se encontró alguno de los virus estudiados, siendo el 
virus más detectado NoV GI, seguido de AsV, NoV GII y HAV. 
En conclusión, los resultados pusieron de manifiesto la necesidad de un mejor 
control microbiológico de los moluscos destinados a consumo humano, especialmente 
de los importados desde áreas donde enfermedades como la gastroenteritis vírica y la 






The requirement of shellfish as protein to consumption, has promoted the 
development of mollusc culture within the Aquaculture sector. The aquatic 
environments from which these animals are harvested, specially areas near to cities, 
contain variable amounts of viruses forming a significant proportion of the microbial 
plankton. In addition, it can be found a variety of other viruses excreted in feces and 
urine of infected people, even asymptomatic, which are named “enteric viruses” and 
usually are transmitted by the fecal-oral route (Bosch, 1986; Wyn-Jones and Sellwood, 
1991).
These viruses can resist conventional wastewater treatments (Sorber, 1983), like 
chlorination, presenting higher survival than bacterium. Therefore, they can be detected 
far to the original source of contamination, being a potential risk for new infections 
(WHO, 1979). In the environment, viruses can survive during weeks or months, in 
water or in sediments (Nasser, 1994; Callahan et al., 1995; Gantzer et al., 1998). The 
consequence of this fact is that shellfish obtained from contaminated areas, can harbor 
enteric viruses (Lees, 2000). Consumption of these molluscs is a potential health hazard, 
since by its filter feeding nature, they can act as viral concentrators (Di Girolamo et al.,
1977), and because they are usually consumed raw or lighted cooked.
Enteric virus detection from shellfish tissues, require virus concentration because 
viruses are in low amount in these organisms. Molecular methods are the best 
techniques for their detection as well as to control shellfish sanitary quality.
To detect enteric virus in bivalve shellfish samples, a high number of methods have 
been developed (Romalde, 1996), including a RNA extraction step followed by nucleic 
acid amplification by RT-PCR (Lewis and Metcalf, 1988; Le Guyader et al., 1994; 
Atmar et al., 1995; López-Sabater et al., 1997; Dix and Jaykus, 1998; Green et al.,
1998), trying the elimination of PCR inhibitors present in the samples (Traore et al.,
1998). However, molecular methods are complex, non standardized, and limited to 
specialized laboratories. Thus, studies about the quality, standardization, simplification, 
and automation are needed to routine monitoring in virology laboratories. The choice of 
suitable methods of viral concentration, RNA extraction and amplification is necessary. 
Commercial extraction and RT-PCR kits would favor interlaboratory standardization.
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On the basis of results obtained in this work, commercial kits Total Quick RNA 
Cells & Tissues versión mini (Talent) and SuperscriptTM One-Step RT-PCR System 
(Invitogen) were selected to RNA extraction from shellfish tissues and RT-PCR 
amplification, respectively. Primer sets HAV240/HAV68 (Bosch et al., 2001) and 
A1/A2 (Willcocks et al., 1994) were chosen for HAV and AsV detection, respectively.
Current regulations (Anon., 2004a-d) establish monitoring programs for the 
determination of shellfish sanitary quality and for classification of the harvesting areas. 
Nowadays, standardized techniques for viral analysis are not available and, therefore, 
current controls are still based on E. coli counts. However, Regulation 2073/2005 
(Anon., 2005a) state the need of the development new analytic methods that allow the 
establishment of appropriated criteria for the detection of viral pathogens in live bivalve 
molluscs.
On the other hand, European normalization group, through the subgroup for 
detection of viruses in food, is developing from 2004 the methodology for the 
normalization of viral analysis in foods. Probably soon, a standardized method will
appear, being publishing like ISO rule, and sanitary authorities will establish controls 
for bivalve shellfish (Rodrigo et al., 2007).
Incidence of enteric viruses detected in this study, was high since more or less half 
of the samples showed contamination with, at least, one of the virus studied. Greater 
contamination was found in wild than in cultured samples, which can be related to the 
fact that the former samples were harvested near to the cost, where the impact of human 
contamination is high. Most prevalent viruses were HAV in the three years survey, and 
NoV GII in the study of selected 2005 samples. Only for NoV GII, a seasonal pattern 
could be established, with no viral detections in warm months.
According to our results, microbiological indicators of contamination (both E. coli
and FRNA bacteriophages) are no reliable to assess viral contamination. Therefore, our 
results support the actual tendency toward the direct viral detection.
Differences in detection found between different methodologies employed in this 
work, pointed out the need of a standardized protocol for the detection of enteric viruses 
in shellfish samples. This specific methodology together the improvements in viral 
Consideraciones Finales
341
quantification, with the use of appropriate RNA extraction and rRT-PCR controls, are 
necessary to optimize new virological controls in shellfish and harvesting areas.
Bivalve shellfish depuration processes in Europe are regulated by Regulations 
852/2004, 853/2004 and 854/2004 (Anon. 2004b-d). These laws establish hygiene 
conditions of the food products and sanitary conditions to the production and 
commercialization of some animal products to human consumption. In addition, 
requirements of depuration plants authorization was in detail, including construction 
and work with the tanks, laboratory analysis, packing, labeling and transport of 
molluscs. Depurated shellfish have to presented legal standard to be marketed in fresh 
(230 E. coli/100 g shellfish). However, some depuration plants, although in 
compliance with the microbiological controls based on E. coli, may fail in the clearance 
of enteric viruses (Grohmann et al., 1981; Gill et al., 1983; Richards, 1985; Heller et 
al., 1986; Chalmers and McMillan, 1995; Perrett and Kudesia, 1995; Ang, 1998; 
Romalde et al., 2001; Sanchez et al., 2002; Buesa et al., 2002; Bon et al., 2005; Le 
Guyader et al., 2006; Hewitt et al., 2007; Sdiri-Loulizi, et al., 2008). 
Depuration process has been used with most live sold bivalve species, such as 
oyster, clam, mussel and cockle. There are different protocols for water treatment like 
ozonization, clorinization, UV or iodine radiations (Otwell et al., 1991; Roderick and
Scheneider, 1994; Poggi and Le Gall, 1995).
Alternative indicators have been proposed to determine both bacterial and viral 
charge during depuration process. FRNA bacteriophages (Havelaar, 1987) seem to be a 
good indicator of viral contamination (Lucena et al., 1994; Lee et al., 1997; Doré et al., 
1998, 2000), because they present physic and genomic similarities with human enteric 
viruses, are plentiful in wastewater, are detected with simple methods (IAWPRC, 1991; 
Devartolomeis and Cabelli, 1991; Havelaar et al., 1993), and its elimination kinetic 
during depuration process reflects enteric viruses one (Power and Collins, 1989; Doré 
and Lees, 1995).
In our study of different shellfish species in diverse depuration processes, results 
showed a poor viral and FRNA bacteriophage elimination and absence of correlation 
between phage or E. coli charge and viral detection. On the basis of this fact, shellfish in 
markets could be contaminated with these viruses representing a potential health 
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problem to consumers. Additional works are needed in optimization of depuration 
processes to acomplish viral elimination.
Molluscs consumed in Spain are mainly from local harvesters although, in the last 
decades, a great increase in imports from other geographical areas have occurred. This 
imports increase has a special importance because many of these areas are endemic for 
illnesses whose causal agents can be transmitted by contaminated shellfish. To avoid 
this, all the imports have to pass controls based in bacterial indicators (E. coli) (Anon. 
2004b-d), although as previously mentioned, these controls don´t assure that shellfish 
are free of viral contamination (Doré and Lees, 1995; Schwab et al., 1998; Doré et al., 
2000; Formiga-Cruz et al., 2002; Loisy et al., 2005).
A study of detection of enteric viruses in imported shellfish samples from 
developing countries was made. Results showed that enteric viruses were found in more 
than a half of the samples analyzed, being NoV GI the most prevalent, followed by 
AsV, NoV GII and HAV.
In conclusion, results showed the need of a better microbiological control of the 
shellfish marketed to human consumption, specially when those are imported from 





De los resultados obtenidos en este trabajo se han obtenido las siguientes 
conclusiones:
1. La optimización de la extracción viral y de la amplificación del RNA, así como la 
selección de parejas de cebadores sensibles y específicos, son pasos de crucial 
importancia en la detección de virus entéricos. En nuestro estudio hemos 
detectado diferencias en sensibilidad de más de tres unidades logarítmicas en 
función de estas variables.
2. La prevalencia de virus entéricos encontrada en este estudio, resultó ser elevada, 
ya que en torno a la mitad de las muestras presentaron contaminación por, al 
menos, uno de los virus de estudio. 
Los virus que mostraron una mayor prevalencia fueron HAV y NoV GII, seguidos 
de EV, AsV, NoV GI y RV. Sólo en la detección de NoV GII se pudo establecer 
un claro patrón estacional, no detectándose en los meses cálidos del año. 
Se detectaron contaminaciones mixtas con 2 o 3 virus en una misma muestra.
3. Se detectó una mayor contaminación bacteriana y viral en las muestras silvestres 
que en las cultivadas. No se encontró una correlación estadísticamente 
significativa entre la presencia viral y la carga de E. coli o bacteriófagos RNA F+ 
en las muestras.
4. Se observaron diferencias en la detección de HAV en función de las diferentes
metodologías empleadas. Por ello, es necesaria la estandarización de la 
metodología para la detección de virus entéricos en muestras de moluscos.
5. La depuración comercial presentó una pobre eliminación viral. Tampoco se 
encontró una correlación significativa entre la detección viral y los recuentos de 
E.coli y bacteriófagos RNA F+ en los diferentes sistemas de depuración.
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6. Se detectó contaminación viral en más de la mitad de las muestras importadas 
desde países en vías de desarrollo, siendo el virus más abundante NoV GI seguido 
de AsV, NoV GII y HAV. Se detectó contaminación mixta con dos o más tipos 
virales en una sola muestra.
7. Es necesaria la mejora de los controles microbiológicos de los moluscos 
destinados a consumo humano y sus áreas de producción, mediante estudios 
sistemáticos que evalúen la magnitud real de la contaminación viral en el medio y 





From results obtained throughout this study, the following main conclusions have 
been reached:
1. Optimization of viral extraction and RNA amplification, as well as the selection 
of sensitive and specific primer sets, are important steps in the detection of enteric 
viruses. In our study, differences higher than 3 log-units were detected depending 
on these variables.
2. The prevalence of enteric viruses found in this study, was high, since 
approximately half of the samples showed contamination by, at least, one of the 
virus analyzed. 
HAV and NoV GII were the most prevalent viruses, followed by EV, AsV, NoV 
GI y RV. Only for NoV GII, a clear seasonality pattern could be established, with 
no viral detection in warm months. 
Mixed contamination by 2 or 3 viral pathogens was observed in a single sample.
3. A higher bacterial and viral contamination was detected in wild samples than in 
cultured samples. No statistical correlation was found between viral presence and 
E. coli or FRNA bacteriophages charges in any group of samples.
4. Differences in HAV detection were detected depending on the methodologies 
employed. For this reason, standardization of methodology for viral detection in 
shellfish samples is needed.
5. Commercial depuration processes showed a poor viral clearance. No statistical 
correlation was found between viral presence and E. coli or FRNA bacteriophages 
charges in the different depuration sytems studied.
Conclusiones
350
6. Viral contamination was detected in more than a half of the mollusc samples 
imported from developing areas, being NoV GI the most prevalent virus, followed 
by AsV, NoV GII y HAV. Mixed contamination by 2 or more viral pathogens was 
observed in a single sample.
7. Better microbiological controls are necessary in shellfish for human consumption 
and its harvesting areas, by systematic studies to assess the real extent of viral 
contamination in the environment and its relationship with the epidemiology of 
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